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1.1 PREFACIO 
La Nanotecnología es un campo de las ciencias aplicadas dedicado al control y 
manipulación de la materia a una escala entre 1 y 100 nm. La distancia entre 5 átomos  
colocados en línea recta es 1 nm, por lo tanto, la Nanotecnología trabaja a nivel de 
átomos y moléculas. El desarrollo de esta disciplina se produce a partir de las 
propuestas de Richard Feynman, físico que en una conferencia impartida en 1959 ya 
predijo que “había un montón de espacio al fondo”, el título original de la conferencia  
fue “There´s plenty of room at the bottom”, y aseguraba una gran cantidad de nuevos 
descubrimientos si se pudiera fabricar materiales de dimensiones atómicas o 
moleculares.  
La Nanotecnología puede ayudar a conseguir objetivos ambiciosos en Biomedicina. Los 
bionanomateriales sintéticos, de tamaño comprendido entre 1-100 nm, se utilizan como 
transportadores de fármacos in vivo con gran afinidad por la molécula diana y permiten 
la liberación controlada del fármaco mediante la variación de estímulos externos tales 
como temperatura (mediante polímeros sensibles a la temperatura) o campo magnético 
(mediante compuestos superparamagnéticos como Fe2O3).1,2 Existen varios ejemplos de 
medicamentos basados en sistemas de transporte de fármacos en el mercado, con una 
mejorada actividad farmacológica. Entre ellos se puede citar el Doxil de Johnson & 
Johnson, para el tratamiento de leucemias, basado en liposomas recubiertas con PEG 
transportadoras del fármaco doxorubicina, o nanomateriales magnéticos transportadores 
de este mismo fármaco.3-5 El Abraxane, Ameristat Pharmaceuticals Inc., consiste en 
nanopartículas de albúmina sérica humana con paclitaxel (taxol) para el tratamiento de 
cáncer de mama. Otra aplicación de la Nanotecnología es el desarrollo de ordenadores 
más potentes que los superordenadores o clústers actuales. A pesar de que hace unos 
años los avances conseguidos con la Nanotecnología en diversas áreas de nuestro 
entorno podrían considerarse desproporcionadas, algunas de ellas forman ya parte de 
nuestra realidad gracias a la fusión de conocimientos a nivel atómico y molecular de las 
ciencias como Medicina, Biología, Química, Física e Ingeniería (Figura 1.1).6  
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Figura 1.1. Áreas de aplicación de la Nanotecnología.6 
 
La Nanotecnología estudia la preparación, caracterización de estructuras a escala 
nanométrica (típicamente en una escala inferior a 100 nm, sub-100 nm) y sus 
aplicaciones como nuevos materiales y máquinas funcionales.6 El tamaño de estas 
estructuras nanométricas es demasiado grande para la química convencional, que trabaja 
a escala atómica/molecular (Ångström, Å), y demasiado pequeña desde la perspectiva 
del ingeniero. Bioquímicos y biólogos estructurales trabajan a escala nanométrica de 
forma rutinaria. De hecho, los conocimientos obtenidos de las investigaciones sobre 
nanoestructuras en la célula y virus, y sus interacciones biomoleculares, resultan 
complementarios e impulsores de la Nanotecnología. La Figura 1.2 muestra algunos 
ejemplos de diversas estructuras y sus rangos de dimensión, los cuales pueden dar una 
idea sobre el tamaño de los nanomateriales.1 
 
 
Figura 1.2. Ejemplos de estructuras y nanopartículas con su rango de dimensión.1 
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La miniaturización de los materiales es por sí sola interesante ya que implica la 
aparición de nuevas propiedades de la materia que no existen en la estructura original de 
mayor tamaño. Un principio básico es que cada sustancia cuando se prepara en tamaños 
inferiores a los 100 nm presentará nuevas propiedades, independientemente de su 
composición. Un ejemplo de este principio son los metales nobles y las nanopartículas 
semiconductoras que poseen colores que varían con el tamaño y forma de las partículas 
(Figura 1.3).6 
 
Figura 1.3. Variación de la radiación Rayleigh de distintas partículas de Ag cuando se 
varía el tamaño y forma de las nanopartículas.6 
 
Para la preparación de nanomateriales se recurre de forma general a dos estrategias:  
1. El método tradicionalmente usado consiste en la degradación física a partir de 
objetos de mayor dimensión, esto es conocido como “método sintético descendente” o 
“top-down”, véase Figura 1.4.7 Éste representa el método que se utiliza habitualmente, 
sin embargo, a medida que se pretenden alcanzar estructuras de menor tamaño surgen 
imperfecciones en la superficie de las estructuras finales.8 Dichas imperfecciones suelen 
tener un impacto significativo en las propiedades físicas y químicas de la superficie de 
las nanoestructuras y nanomateriales.  
2. La segunda aproximación consiste en generar nanomateriales partiendo de 
unidades básicas pequeñas átomo a átomo, molécula a molécula, o clúster a clúster cuya 
adecuada disposición da lugar a estructuras más complejas. Esta aproximación es 
conocida como “métodos sintéticos ascendentes” o “bottom-up” y requiere del diseño y 
síntesis de las unidades básicas, y la optimización de las condiciones de su agregación 
ordenada.  
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Figura 1.4. Comparación de los procesos de preparación de nanomateriales mediante 
la estrategia Top-Down o Bottom-Up.7 
 
La química supramolecular estudia los procesos de autoensamblaje molecular entre 
unidades básicas (building blocks o pilares de la superestructura) que se reconocen  
específicamente mediante interacciones de tipo no covalentes y reversibles (tales como 
interacciones electrostáticas, hidrofóbicas, Van der Waals, interacciones metal-ligando, 
enlaces de hidrógeno e interacción aromática o de π-stacking) dando lugar a una 
superestructura, la más estable termodinámicamente.9-12 La química supramolecular es 
una alternativa altamente eficiente para la síntesis de estructuras en una, dos o tres 
dimensiones. Aunque para la formación de esta superestructura se utilizan uniones no 
covalentes y por tanto débiles, estos métodos funcionan por tratarse de un proceso en el 
que un número variable de interacciones débiles coopera conjuntamente para dar lugar a 
estructuras muy estables. Un gran reto del autoensamblaje molecular es el control sobre 
la forma, tamaño, quiralidad y función de las nanoestructuras formadas. 
Las piezas moleculares (building blocks, unidades o pilares de la superestructura) que se 
usan en Química Supramolecular son muy diversos e incluyen especies tanto orgánicas 
como inorgánicas.7 Inicialmente la Nanotecnología hizo uso de las recientemente 
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descubiertas estructuras de carbono, los buckminsterfulerenos (C60), los nanotubos de 
carbono o las estructuras modificadas a partir de los mismos.13,14 Posteriormente se 
estudiaron las nanoestructuras inorgánicas como los hilos de silicona,15,16 nanotubos 
inorgánicos y estructuras del tipo fulereno a partir de capas de WS2, MoS2 y NbS2.17 
 
Durante la década pasada se han desarrollado ejemplos interesantes de biomateriales 
basados en péptidos.18 No hay que olvidar que las proteínas y los péptidos sirven como 
pilar básico en la preparación de los materiales de escala nano, micro o macro en el 
mundo biológico. Por ejemplo, la proteína actina da lugar por autoensamblaje a los 
filamentos de actina, que le confieren a la célula su rigidez física, o a microtúbulos que 
sirven de transporte dentro de la célula. A nivel macro, proteínas como colágeno y 
keratina se ensamblan para formar estructuras rígidas como la piel, uñas o pelo.7 Una de 
las ventajas de usar péptidos como unidades básicas, además de lo sencillo de su 
síntesis, modificación secuencial, de sus propiedades para plegarse en estructuras 
tridimensionales estables, y de la gran diversidad estructural derivada de los 20 
aminoácidos naturales, es que permiten la incorporación de aminoácidos no naturales, 
que pueden aportar funcionalidades no presentes en los sistemas naturales. Por otra 
parte, los aminoácidos conducen a sistemas quirales, de tal forma que esta quiralidad 
podría usarse como un nuevo nivel de reconocimiento.18 Además es posible diseñar 
sistemas que sufran cambios reversibles en su estructura o función,19 ante estímulos o 
señales externas como son, condiciones del disolvente (pH, sales, concentración),20,21 
temperatura, luz a una determinada longitud de onda (switch fotosensible)22 o a la 
presencia de determinados metales o ligandos. Últimamente los péptidos se han 
utilizado en la construcción de nanoreactores químicos, en los cuales las moléculas se 
encapsulan dentro de una “jaula molecular” donde se llevarán a cabo reacciones 
específicas.23,24 Estas jaulas, formadas por el autoensamblaje de péptidos, presentan 
potenciales aplicaciones en el transporte de moléculas biológicas como ADN, fármacos 
insolubles en agua y moléculas diana. No menos atractivo es el uso de péptidos como 
estructuras capaces de comportarse como máquinas moleculares o robots, que pueden 
ser encendidas o apagadas en respuesta a una determinada señal.25  
 
A continuación se muestra una breve introducción a los principales aspectos en los que 
se basa esta Tesis. Primero se indicará la importancia de la dimerización en forma de 
homo- y hetero- complejos en la naturaleza. Seguidamente se presentará la 
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fluorescencia como herramienta en sistemas supramoleculares. Finalmente se citarán 
varios ejemplos de reconocimiento molecular organizados por diferentes tipos de 
interacción que determinan la selectividad del proceso de reconocimiento (código de 
reconocimiento) para generar estructuras supramoleculares a medida o de forma 
controlada. 
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1.2 DIMERIZACIÓN: HOMODÍMEROS Y HETERODÍMEROS. 
INTERACCIÓN PROTEÍNA-PROTEÍNA  
 
Dentro de los sistemas biológicos, las proteínas desempeñan diversas funciones entre 
las que destaca la estructural (esqueleto celular por ejemplo) y la actividad catalítica. 
Por lo general estas funciones no son desarrolladas por una única molécula actuando de 
forma aislada sino que suelen asociarse para dar lugar a las estructuras activas. Por tanto 
muchas funciones biológicas (tales como catálisis, señalización o ciclo celular), 
implican la formación de complejos proteína-proteína. Estos complejos pueden estar 
formados por dos (dímeros), tres (trímeros) o cuatro (tetrámeros) componentes. Los 
componentes de estos complejos pueden ser todos iguales (homocomplejos) o diferentes 
(heterocomplejos). A continuación se describen varios ejemplos de homo- y hetero- 
dímeros existentes en la naturaleza con el objetivo de mostrar la importante diversidad y 
funcionalidad de estos sistemas. 
 
Un ejemplo de homodímero es la proteína GCN4, factor de transcripción tipo bZip, 
véase Figura 1.5. En este motivo estructural, dos hélices α superenrolladas, contienen 
una región básica (rica en argininas y lisinas) que interacciona con el surco mayor de la 
molécula de ADN (en principio mediante interacciones de carga, no específicas, y a 
continuación a través de interacciones específicas, a través de enlaces de hidrógeno)26, y 
una región hidrofóbica de cierre (cremallera de leucinas en el caso de GCN4), que es la 
responsable de la dimerización. El homodímero GCN4 se une a una secuencia 
específica de ADN, la secuencia consenso 5´-ATGA-3.  
 
 
Figura 1.5. Estructura cristalográfica del complejo bZIP/ADN.27 
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Un ejemplo de heterodímero son las proteínas c-Fos y c-Jun, pertenecientes a la familia 
bZIP de factores de transcripción.28,29 Con respecto a los posibles homodímeros, el 
heterodímero aporta mayor capacidad de unión al ADN, mayor estabilidad y mayor 
especificidad de unión al ADN que los correspondientes homodímeros.30 
Otros ejemplos de heterodímeros los tenemos en el colágeno más abundante en la 
naturaleza, colágeno tipo I, una proteína fibrosa responsable de dar estructura a los 
tejidos conectivos como cartílagos, huesos, ligamentos y piel. Mutaciones en una de las 
hebras de estos heterodímeros dan lugar a importantes enfermedades como la 
osteogénesis imperfecta.31,32 
Ambos dímeros (tanto homo como hetero) suelen formarse o disociarse dependiendo 
del medio y sobre todo de otros factores externos que regulan su formación. Estos 
mecanismos permiten desarrollar una mayor diversidad funcional ya que una misma 
proteína puede desempeñar funciones diferentes dependiendo del tipo de agregado 
molecular que se forma.33 Incluso existen algunos casos de polipéptidos no funcionales 
homodiméricos que se combinaron con otros polipéptidos formando complejos 
heterodiméricos activos, por ejemplo el enzima 1-aminociclopropano-1-carboxilato 
sintasa (ACS)34 que cataliza la etapa limitante en la biosíntesis de etileno en plantas. En 
la naturaleza, la interacción entre subunidades de proteína (tanto homo como 
heterodímeros) es un fenómeno importante en la regulación y catálisis, y parece ser un 
medio económico para conseguir diversidad y versatilidad funcional.34-36  
Consecuentemente, parece interesante el desarrollo de dímeros sintéticos (homodímeros 
y heterodímeros), que puedan mimetizar las interacciones entre unidades peptídicas que 
existen en la naturaleza,35,37,38 y cuyo control selectivo preferente se puede llevar a cabo, 
por ejemplo en el caso de dímeros α,γ- peptídicos, mediante interacciones favorables 
del esqueleto o interacciones entre las cadenas aminoacídicas. Hoy en día, el 
autoensamblaje de biomoléculas capaces de formar selectivamente homo- y/o hetero- 
complejos representa un gran reto debido a que los procedimientos actuales no 
proporcionan suficiente reconocimiento para autoensamblar selectivamente homo- o 
heterocomplejos.31,39 
 
Un ejemplo de homo- y hetero- dímeros sintéticos son las cápsulas sintetizadas por 
Rebek a partir de resorcinarenos, los cuales se autoensamblan mediante enlaces de 
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hidrógeno. El espacio interior de la cápsula formada es ocupado por moléculas de 
disolvente o sustrato cuyo tamaño rellene el espacio entre las subunidades que la 
forman.40 En un trabajo reciente de Rebek y col. se muestra, mediante estudios de 
fluorescencia con resorcinarenos marcados con los fluoróforos pireno y perileno, la 
dinámica del proceso de formación de la cápsula heterodimérica a concentraciones 
nanomolar a partir de dos homodímeros diferentes (1.1 y 26) y añadiendo el sustrato 2,2-
paraciclofano (Figura 1.6). Cuando el 2,2-paraciclofano se añade como sustrato, la señal 
de fluorescencia, FRET, aumenta después de unos pocos días, indicando la formación 
de la cápsula heterodimérica.40 La formación de los heterodímeros es posible si existe 
una complementariedad de enlaces de hidrógeno más favorable en la estructura 
heterodimérica que en los posibles homodímeros. 
 
Figura 1.6. Superior. Representación del dímero 1.1 marcado con el dador pireno 
(verde), el hexámero 26 marcado con el aceptor perileno (rojo) y la cápsula 
heterodimérica 1.2 formada por una unidad del resorcinareno 1, una unidad del 
resorcinareno 2 y el sustrato de nucleación, 2,2-paraciclofano. Inferior Izquierda. 
Espectro de fluorescencia de la mezcla de los resorcinarenos 1 y 2 inicialmente y 
después de 8 días sin añadir el sustrato, no se observa cambio en la fluorescencia. 
Inferior Derecha. Evolución de la señal de fluorescencia de la mezcla de 
resorcinarenos 1.1 y 26 en presencia del sustrato con el tiempo.40 
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1.3 FLUORESCENCIA EN QUÍMICA SUPRAMOLECULAR 
 
En el campo de la Química Supramolecular, la fluorescencia es una herramienta 
poderosa y revolucionaria desde hace 20 años, que ha permitido investigar el 
autoensamblaje molecular de estructuras supramoleculares y su dinámica. El primer uso 
que se le dio a la fluorescencia fue el de técnica analítica, para determinar la 
concentración de diversas especies de forma directa, cuando el analito es fluorescente, y 
de forma indirecta mediante derivatización.41 En concreto, el diagnóstico clínico basado 
en fluorescencia ha sido el objetivo de diversas investigaciones, como los optodes 
(sensores químicos y biosensores instalados sobre fibra óptica acoplados con 
compuestos fluorescentes) que se usan para medidas de pH, pO2, pCO2, potasio en 
sangre, etc.  
La tecnología de la fluorescencia ha avanzado a pasos agigantados desde sus inicios, así 
la detección de moléculas sencillas y la espectroscopía de correlación de fluorescencia 
se usan rutinariamente hoy en día.42 Han aparecido nuevas clases de indicadores, como 
nanopartículas semiconductoras43 o Quamtum Dots (QDots),44,45 y proteínas verdes 
fluorescentes con mutaciones seleccionadas. 
 El éxito de la técnica de espectroscopía de fluorescencia se debe a su alta sensibilidad, 
selectividad, rápido tiempo de respuesta, flexibilidad y simplicidad experimental. 
 
A continuación se describen los aspectos básicos de la fluorescencia que de forma 
detallada pueden encontrarse en diversos libros, como por ejemplo las revisiones de los 
autores Lakowicz46 o Valeur.41 
 
1.3.1 TRANSICIONES RADIACTIVAS Y NO RADIACTIVAS ENTRE 
ESTADOS ELECTRÓNICOS 
Cuando una onda electromagnética interactúa con los electrones de las moléculas que 
constituyen la materia, la absorción de un fotón con energía suficiente permite la 
promoción de un electrón desde el estado fundamental singlete (S0) a los estados 
vibracionales de los niveles electrónicos de alta energía (singlete S1, S2, … triplete T1, 
T2, …) (los niveles vibracionales están relacionados con cada estado electrónico). A 
continuación, el electrón se relaja de estados excitados de mayor energía al estado 
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excitado S1 mediante un proceso no radiante, donde permanecerá por un tiempo (entre 
pico y nanosegundos). A partir de este estado, se pueden producir dos procesos de 
desactivación al estado electrónico fundamental (S0): 
- Una desactivación no radiante: la molécula pasa del estado excitado al estado 
fundamental sin emisión de fotones. La desactivación no radiante se puede hacer 
por conversión interna (IC) entre los estados de la multiplicidad de mismo spin o 
por el cruce entre sistemas (ISC) entre los estados de la multiplicidad de spin 
diferente (Figura 1.7). El proceso de desactivación no radiante es 
particularmente eficaz cuando el fluoróforo interactúa con el disolvente. Este 
fenómeno explica por qué el rendimiento cuántico de fluorescencia es 
generalmente bajo en medios polares, donde la molécula interacciona con el 
disolvente de forma importante y, a menudo mucho más fuerte en medios 
apolares. 
- Una desactivación radiante: la molécula en su estado excitado se relaja al estado 
fundamental mediante la emisión de fotones. Las transiciones radiantes se 
clasifican según las normas de selección en transiciones permitidas o prohibidas. 
Las transiciones entre estados de igual multiplicidad, por ejemplo singlete-
singlete (fluorescencia), están permitidas, mientras que las transiciones triplete-
singlete (fosforescencia) están prohibidas por ser transiciones entre estados con 
multiplicidad diferente. La fosforescencia se observa, con muy baja 
probabilidad, debido al acoplamiento spin-órbita (acoplamiento entre los 
momentos magnéticos de spin y órbita), como pasa en el caso de los complejos 
metálicos. Esta transición triplete-singlete ocurre preferentemente a través de 
procesos no radiantes. 
 
El diagrama de Perrin-Jablonski (Figura 1.7) permite visualizar de forma sencilla estos 
procesos: absorción de fotón, conversión interna, fluorescencia, cruzamiento entre 
sistemas y fosforescencia. La escala de tiempos para estos procesos es diferente; el 
proceso más rápido es el de absorción (10-15 s), y el más lento es la fosforescencia (entre 
10-4 y 1 s). El espectro de fluorescencia está localizado a longitudes de onda mayores 
(menor energía) que el de absorción, debido a la pérdida de energía por relajación 
vibracional. La diferencia de longitud de onda entre el máximo de la primera banda de 
absorción y el máximo de la fluorescencia se llama desplazamiento de Stokes. Otra 
observación importante es que la emisión ocurre desde S1 y por lo tanto es característica 
I. Introducción 
22 
para cada compuesto, lo que implica que no depende de la longitud de onda de 
excitación. 
 
 
Figura 1.7. Diagrama de Perrin-Jablonski. Representación de posiciones relativas de 
los espectros de absorción, fluorescencia y fosforescencia. En la parte inferior se 
muestran las escalas de tiempos característicos para los distintos procesos.  
 
El tiempo y el rendimiento cuántico son dos características de los estados excitados. El 
rendimiento cuántico de fluorescencia es la fracción de moléculas excitadas que 
vuelven al estado fundamental S0 con emisión de fotones. En otras palabras, es la 
relación entre el número de fotones emitidos (durante todo el proceso de desactivación) 
frente al número de fotones absorbidos.  
El tiempo de vida medio es el tiempo medio que la molécula permanece en el estado 
excitado antes de regresar a su estado fundamental. Los estados triplete tienen tiempo 
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de vida más largo que los estados singlete. La combinación de desactivación radiante y 
no radiante experimentadas por el estado excitado determinan su vida media. 
El espectro de emisión indica la distribución de probabilidades de varias transiciones 
desde el nivel vibracional más bajo de S1 a los distintos niveles vibracionales de S0. El 
espectro de emisión es característico de cada compuesto. La intensidad de este espectro 
es proporcional a la concentración, sólo para bajas absorbancias, y la desviación de la 
linealidad aumenta al aumentar la absorbancia. De hecho, la intensidad del espectro 
puede verse reducida por la alta concentración debido a “efecto filtro” (reabsorción de 
los fotones emitidos a longitudes de onda que caen en el rango de solapamiento de los 
espectros de absorción y emisión) dependiendo de las condiciones de observación. 
El espectro de excitación representa la intensidad de fluorescencia en función de la 
longitud de excitación para una determinada longitud de observación. El espectro de 
excitación coincide con el de absorción si sólo hay una especie en el estado 
fundamental. Por el contrario, cuando varias especies están presentes o cuando existe 
una especie sola en distintas formas (agregados, complejos o formas tautoméricas, etc.) 
en el estado fundamental el espectro de absorción y el de excitación no se superponen. 
La comparación entre los espectros de absorción y excitación puede aportarnos 
información del sistema. 
 
1.3.2 EFECTOS DE LOS PROCESOS FÍSICOS INTERMOLECULARES 
EN LA FLUORESCENCIA DE EMISIÓN 
La interacción de una molécula excitada con su entorno es una de las causas más 
comunes de desactivación; a este tipo de desactivación se le llama desactivación por 
procesos fotofísicos intermoleculares. Ejemplos de estos procesos son: la colisión con 
átomos pesados (I-, O2, NO), transferencia de electrones, formación de excímeros, 
formación de exciplejos, transferencia de protones, transferencia de energía. La mayoría 
de estos procesos implican un proceso rápido de transferencia de un dador a un aceptor. 
Las características de la fluorescencia de la molécula excitada (M*) (tiempo de vida y 
rendimiento cuántico) pueden verse afectadas por la presencia de otras moléculas (Q) 
que pueden desactivar a M* por procesos intermoleculares como los descritos.  
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1.3.2.1 Excímeros y Exciplejos. 
Los excímeros son dímeros en los que una de las moléculas (monómeros) está en el 
estado excitado. Se forman por la colisión entre una molécula excitada y otra idéntica 
no excitada. La banda de fluorescencia del excímero es de menor energía, mayor 
longitud de onda, que la del monómero y no presenta estructura. Para que se forme el 
complejo las dos moléculas deben estar enfrentadas a una distancia entre 3-4 Å. Varios 
hidrocarburos aromáticos como el pireno o naftaleno son capaces de formar excímeros. 
En la Figura 1.8 se muestra el excímero del pireno en hexano, con el máximo a 470 
nm.41 
Los exciplejos también son complejos en el estado excitado, pero en este caso se forman 
por la colisión de una molécula excitada (dador o aceptor de electrones) con otra 
molécula diferente no excitada (dador o aceptor). El complejo formado por el 
antraceno- y la N,N-dietilanilina da lugar a exciplejos, en el que se produce una 
transferencia de un electrón de una molécula de la anilina a una molécula de antraceno 
excitado. La banda del exciplejo no tiene estructura y aparece a mayores longitudes de 
onda que el antraceno, véase Figura 1.9. Los exciplejos en algunos casos son especies 
intermedias en procesos de transferencia de electrones entre en un dador y un aceptor. 
 
 
Figura 1.8. Espectro de fluorescencia del pireno a distintas concentraciones (de 10-2 M 
(espectro A) a 10-4 M (espectro G)) en ciclohexano. La banda de excímero a 470 nm 
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aumenta con la concentración.41 
 
 
Figura 1.9. Espectro de fluorescencia del antraceno (3 × 10-4 M) en presencia de 
distintas concentraciones crecientes de N,N-dietilanilina en tolueno, de 0 M (espectro 
1) a 0.1 M (espectro 4). La señal del exciplejo aumenta al aumentar al concentración 
de dietilanilina en la mezcla.  
 
Un ejemplo ilustrativo de la aplicación del excímero es el desarrollado por el grupo de J. 
S. Kim en el que el calixareno 1,3- alternado que posee dos sitios de unión de cationes 
diferentes da lugar distintos calixarenos. El calixareno predominante en presencia de 
uno de los metales podía seguirse mediante la emisión del excímero. En este caso se 
eligió el pireno como fluoróforo, anclándose mediante enlace amida al extremo de uno 
de los sitios de unión. Mediante estudios por RMN y fluorescencia determinó el 
comportamiento del calixareno sintetizado en presencia de sales de K+ ó Pb2+ ó de una 
mezcla de los dos metales (variando la relación de concentraciones).47 En la Figura 1.10 
se observa como el sistema pierde y recupera de forma reversible la emisión de 
excímero en presencia de Pb2+ y K+, comportándose de esta forma en un sistema on-off. 
En presencia de sales de K+ el metal se coordina con el éter corona situado en la parte 
superior del calixareno de tal forma que no interfiere en la formación de los excímeros 
de pireno. Por otro lado, la adición de Pb2+ provoca la coordinación preferentemente por 
los carbonilos de las amidas impidiendo la formación del excímero. 
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Figura 1.10. Estructura química de los calixarenos 1,3 alternados y afinidad por los 
metales Pb2+ y K+.47 
 
Otra de las aplicaciones del excímero es para determinar constantes de asociación. 
R. Ghadiri estudió la formación de excímeros a partir de la dimerización de D,L-α–
ciclopéptidos (Figura 1.11) funcionalizados con el fluoróforo derivado del naftaleno 
(NDI) concluyendo que el esqueleto peptídico dimérico permitía la interacción de los 
NDI unidos a cada ciclopéptido.48 Además, las variaciones de n (longitud del 
espaciador) y R (sustitución en el fluoróforo) (Figura 1.11) afectaban a la formación del 
excímero. Estos estudios preliminares sirvieron a Ghadiri para desarrollar nanotubos 
ordenados y electrónicamente activos cuando utilizaba ciclopéptidos no alquilados en 
los nitrógenos del esqueleto peptídico. Estos péptidos eran capaces de ensamblarse 
formando nanotubos, de hecho la excitación del fluoróforo inducía la formación del 
nanotubo.49 
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Figura 1.11. Estructura de los D,L-α–ciclopéptidos precursores de nanotubo usados 
por Ghadiri en el estudio de los excímeros.  
 
Otro ejemplo interesante es el uso de cadenas de polinucleótidos (ADN) como molde 
para generar ensamblados con diferentes cromóforos ordenados y de esta forma evaluar 
las interacciones entre cromóforos en agua.50-52 Estos sistemas multicromóforos tienen 
propiedades electrónicas que son atractivas en dispositivos ópticos y electrónicos, así 
como aplicaciones en diagnóstico.53-55 Recientemente el grupo de R. Häner publicó la 
síntesis de cuatro híbridos oligonucleotídicos que presentaban varios fenantrenos 
apilados en el medio de la doble hélice de ADN y un pireno al final de la misma.52 
Como se muestra en la Figura 1.12, cada cromóforo sustituía a un nucleótido y lo que 
obligaba a su apilamiento era el apareamiento de las bases del ADN. El especial diseño 
de los nucleótidos facilitaba el apilamiento de los poliarenos. Este sistema permitió 
estudiar el exciplejo formado por el par fenantreno(dador)-pireno(aceptor) el cual 
aumenta su emisión al incrementar el número de fenantrenos consecutivos en la doble 
hélice. Esto implica que la secuencia de fenantrenos funciona como un componente 
efectivo para la captación de luz, es decir funciona como “antena” del sistema (Figura 
1.12).  
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Figura 1.12. Representación de los fenantrenos apilados (azul) y el pireno (verde) 
interaccionando por uno de los lados de la secuencia de fenantrenos. La doble hebra de 
ADN se representa en gris.52  
 
1.3.2.2 Transferencia de energía -FRET- 
Otra forma de desactivación intermolecular consiste en la interacción a distancia entre 
la molécula dadora y aceptora, las cuales se encuentran a una distancia adecuada para 
que la energía fluya entre ellas mediante transferencia no radiante. Es decir, la primera 
molécula, una vez excitada en vez de emitir un fotón lo transfiere a otra molécula que se 
encuentra próxima y de esta forma es excitada. Asimismo, la energía está acoplada a 
través de los dipolos fluorescentes que irradian energía del mismo modo que una antena 
de radio.56 Para que esta interacción tenga lugar el espectro de emisión del dador ha de 
solaparse con el espectro de absorción del aceptor (véase Figura 1.13). De esta forma 
varias transiciones vibrónicas en el dador tienen la misma energía que las transiciones 
correspondientes en el aceptor. Estas transiciones se dice que están en resonancia. A 
este tipo de desactivación se le llama Transferencia de Energía de Resonancia de 
Fluorescencia (FRET o RET), término introducido por Förster.57  
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Figura 1.13. Solapamiento espectral entre dos proteínas fluorescentes, CFP (color 
azul) y YFP (color amarillo). El solapamiento espectral (zona gris) entre el dador y el 
aceptor se determina en base al solapamiento entre el espectro de emisión del dador 
(CFP, línea azul) y el espectro de absorción del aceptor (YFP, línea amarilla). 
 
La teoría de Förster muestra que la eficiencia de FRET varia con la sexta potencia de la 
distancia que separa al dador del aceptor, como se muestra en la Ecuación 1.1, donde r 
es la distancia entre el dador y el aceptor (que se asume constante durante la vida media 
del dador), R0 es la distancia crítica o radio de Förster (distancia a la cual la 
transferencia y el decaimiento espontáneo tienen la misma probabilidad, R0 
normalmente oscila entre 15-60 Å).  
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Ecuación 1.1. Eficiencia de la transferencia de energía en función de la distancia entre 
el dador y el aceptor (r). 
 
La Figura 1.14 muestra la variación de la eficiencia de FRET con la distancia. La 
distancia a la cual la eficiencia es del 50% coincide con el radio de Förster (R0). El 
FRET se detecta solo cuando los dos fluoróforos están a una distancia máxima de 1.5 
R0. 
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Figura 1.14. Eficiencia de FRET (%) frente a la distancia (x R0) donde x=r.56 
 
La distancia que separa el dador del aceptor también se puede relacionar con variables 
experimentales, tal como se muestra en la Ecuación 1.2, 
 
! 
r = Ro
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1/ 6  
Ecuación 1.2. Expresión matemática que relaciona r con tiempo de vida media del 
dador (τ) en ausencia (τD0) y presencia de transferencia (τte). 
 
donde τD0 es la vida media del dador en el estado excitado en ausencia de transferencia 
(sin aceptor) y τte es la vida media del dador en el estado excitado durante el proceso de 
transferencia de energía (en presencia del dador). 
El valor de R0 viene determinado por los datos espectroscópicos en la Ecuación 1.3, 
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Ecuación 1.3. Expresión matemática para la determinación de radio de Förster en 
función de datos espectroscópicos. 
 
en donde k2 es un factor que depende de la orientación de los fluoróforos, ΦD es el 
rendimiento cuántico de fluorescencia del dador, n es la media del índice de refracción 
del medio en el rango de longitud de onda donde el solapamiento de los espectros es 
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significativo, ID(λ) indica el espectro de fluorescencia del dador normalizado y εA(λ) se 
refiere al coeficiente de absorción molar del aceptor. 
Para maximizar la señal de FRET, se seleccionan dadores con un elevado rendimiento 
cuántico, el aceptor de mayor coeficiente de absorción y ambos fluoróforos deben tener 
un solapamiento significativo entre sus espectros de absorción (aceptor) y emisión 
(dador). 
Dada esta sensibilidad a la distancia de la transferencia de energía, FRET se usa de 
forma rutinaria para monitorizar las interacciones macromoleculares, para determinar 
distancias entre moléculas y para estudiar cambios conformacionales. 
 
Un ejemplo ilustrativo de FRET es el trabajo de H-A. Wagenknecht y col. donde 
utilizando como molde el ADN diseñaron y sintetizaron un sistema dador-aceptor de 
FRET. Este sistema muestra fluorescencia en el rojo con ADN de hebra sencilla y ésta 
cambia a blanco después de la hibridación, además este proceso es reversible, (Figura 
1.15).58 
 
Figura 1.15. Representación esquemática del cambio de color de emisión de rojo a 
blanco que sufre un ADN funcionalizado con dos fluoróforos inducido por la 
hibridación. El cambio de color es seguido mediante FRET.58 
 
Los autores prepararon el ADN1 portando al fluoróforo etinil pireno (dador; emite en el 
verde-azul) y el ADN2 portando al etinil rojo de Nilo (aceptor; emite en el rojo). 
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Además preparon los ADN3-6 donde ambos cromóforos, dador y aceptor fueron 
posicionados contiguos en la hebra para obtener una interacción eficiente entre ellos, 
véase Figura 1.16. Los fluoróforos elegidos presentan un buen solapamiento entre el 
espectro de emisión del dador y de absorción del aceptor (J (λ) = 1.5 × 1015 M-1 cm-1 
nm4), y un coeficiente de extinción del aceptor alto (ε615 = 2.5 × 104 M-1 cm-1). Además, 
el coeficiente de extinción del aceptor a la longitud de onda de excitación del dador es 
considerablemente bajo (ε380 = 1400 M-1 cm-1) lo que disminuye la posibilidad de 
excitación directa del aceptor. Todas estas características son favorables para que haya 
transferencia de energía (FRET). 
 
 
 
Figura 1.16. Estructura de las desoxiuridinas modificadas con los fluoróforos pireno y 
rojo Nilo usadas en el trabajo de H-A. Wagenknecht y composición de los diferentes 
ADNs usados en el trabajo (ADN1-ADN6).58 
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En el caso de la hebra sencilla, cuando ambos fluoróforos se posicionan uno adyacente 
al otro, al excitar el pireno a 380 nm, tiene lugar una transferencia de energía del pireno 
al rojo de Nilo, y el sistema emite en el rojo, detectándose una disminución de la señal 
del pireno en un 92%, véase Figura 1.17. Cuando el sistema hibrida esta tranferencia 
baja su eficiencia, de forma que se obtiene una transferencia de energía parcial y el 
sistema emite luz blanca. Esta disminución de transferencia, o transferencia de energía 
parcial (δET), es una aproximación eficiente para conseguir luz blanca, como también 
se ha demostrado en sistemas poliméricos marcados con otros fluoróforos.59 En este 
ejemplo, el esqueleto de ADN sirve para modular la transferencia de energía de forma 
que se puedan conseguir diodos emisores de luz de espectro completo (LEDs) 
basándose en moléculas orgánicas como el ADN.  
 
 
Figura 1.17. a) Espectro de fluorescencia de ADN1 (azul), ADN2 (rojo), ADN3 
sencillo (rosa), ADN hibridado (gris) (c = 2.5 × 10-6 M en disolución de fosfato sódico 
10 mM, 250 mM NaCl, pH 7). Para el ADN1 y ADN3 λexc = 380 nm, para el ADN2 λexc 
= 580 nm. Fotos de las disoluciones de ADN3 b) de hebra sencilla y c) de hebra doble 
después de la iluminación con luz UV a λexc = 380 nm.58 
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1.3.3 Espectroscopía de Correlación de Fluorescencia 
La técnica de Espectroscopía de Correlación de Fluorescencia (FCS, Fluorescence 
Correlation Spectroscopy) es una técnica experimental que registra y analiza las 
fluctuaciones espontáneas de la intensidad de fluorescencia entorno al equilibrio, con el 
objetivo de determinar parámetros físicos o químicos (coeficientes de difusión, 
velocidades de flujo, constantes de velocidad cinética, peso molecular) característicos 
de una molécula fluorescente que forma parte de un sistema supramolecular. Esta 
información permite así descifrar la dinámica molecular (difusión o las fluctuaciones 
conformacionales) del sistema.46,60-62  
En concreto, FCS mide las fluctuaciones temporales de intensidad de luz fluorescente 
emitida por un pequeño número de moléculas fluorescentes que difunden entrando y 
saliendo de un pequeño volumen de observación en el que por tanto existe un reducido 
número de moléculas. Si el sistema se encuentra en equilibrio, las variaciones en la 
señal de fluorescencia reflejan fluctuaciones espontáneas en la concentración local de la 
especie fluorescente en el volumen de observación. Las fluctuaciones de la señal se 
cuantifican en intensidad y en duración, autocorrelacionando temporalmente la señal de 
fluorescencia registrada, procedimiento matemático que dio nombre a la técnica. De 
esta forma se obtiene la función de autocorrelación temporal G(τC). 
El principio básico de FCS consiste en que el número de moléculas observadas sea lo 
suficientemente pequeño para que cada una de ellas contribuya sustancialmente a la 
señal observada, y podamos medir una variación importante en la intensidad de 
fluorescencia relativa. Si hay un elevado número de fluoróforos en el volumen de 
observación, originando una alta intensidad de fluorescencia, una variación debido a la 
difusión de los fluoróforos causaría pequeñas variaciones en la intensidad de 
fluorescencia que no se podría diferenciar del ruido intrínseco del sistema. Por tanto, 
FCS solo funciona adecuadamente si se consiguen reducir las concentraciones y los 
volúmenes de observación de modo que se detecten simultáneamente sólo unas pocas 
moléculas, y al mismo tiempo incrementar el rendimiento cuántico de fluorescencia por 
molécula. Las concentraciones con las que se suele trabajar en FCS son entorno a 1 nM 
mientras que los volúmenes son de aproximadamente 1 femtolitro. Con ello se consigue 
que el número de moléculas presentes en el volumen de observación se encuentre entre 
1 y 10. 
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El método de correlación analiza la intensidad de fluorescencia medida F(t) 
autocorrelacionando las fluctuaciones alrededor del valor medio de fluorescencia <F(t)> 
a un tiempo t con la intensidad de fluorescencia F(t + τC) a un tiempo t + τC. A partir de 
estas fluctuaciones se obtiene la curva de correlación (Figura 1.18).  
Figura 1.18. Representación esquemática de la obtención de la curva de 
autocorrelación a partir de la intensidad de fluorescencia.41 
 
En una curva de autocorrelación, observada con un sistema de correlación rápido, se 
pueden distinguir diferentes regiones asociadas a distintos procesos (véase Figura 1.19) 
como: rotación difusional, difusión traslacional y reacción (formación de complejos).41 
 
 
 
Figura 1.19. Representación de los procesos que originan las fluctuaciones en la 
intensidad de fluorescencia. Cada una de ellas representa una región en una curva de 
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correlación característica. a) Rotación difusional de las moléculas. b) Difusión 
traslacional de las moléculas. c) Reacción, cambio conformacional o asociación.41 
 
Si las fluctuaciones de intensidad de fluorescencia se deben únicamente a la difusión 
traslacional, y se considera el estado triplete, la función de correlación viene dada por la 
Ecuación 1.4. 
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Ecuación 1.4. Expresión matemática de la curva de correlación global que describe la 
difusión traslacional de dos colorantes que están en equilibrio rápido con un término 
triplete común y donde el término de difusión es definido por el tiempo de difusión 
medio (
! 
" D). 
 
En esta ecuación se ha asumido que la fluorescencia detectada sigue una distribución 
gausiana en las tres dimensiones. N representa el número medio de moléculas 
fluorescentes en el volumen de observación, τD indica el tiempo de difusión traslacional 
de las moléculas a través del volumen de observación, ωxy y ωz son los radios del foco en 
las direcciones radiales xy y axial z. AT representa la amplitud de las fluctuaciones 
originadas cuando el estado triplete se puebla de forma significativa debido al 
sometimiento del sistema a una alta potencia de excitación. τT indica el tiempo de vida 
del triplete del colorante. 
 
El coeficiente de difusión traslacional (D) se relaciona con el tiempo de difusión 
traslacional (τD) y el radio del foco en la dirección radial (ωxy), éste último se determina 
en un experimento de calibración con un colorante de referencia (con coeficiente de 
difusión conocido) según la Ecuación 1.5, 
! 
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Ecuación 1.5. Expresión matemática que define el coeficiente de difusión traslacional 
D. 
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El tiempo de difusión medio (
! 
" D) depende de los coeficientes individuales de difusión 
Df y Db (colorante libre y complejado) y de las fracciones molares Xx = Nx/(Nf+Nb) de 
estas especies, según se indica en la Ecuación 1.6, 
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Ecuación 1.6. Ecuación matemática que define el coeficiente de difusión medio en 
función de las fracciones molares de las especies en disolución.  
 
Para partículas esféricas y homogéneas, se puede hacer una aproximación para calcular 
de forma aproximada τb. Esta aproximación parte de que D ∼ M-1/3, es decir el 
coeficiente de difusión cambia con la inversa de la raíz cúbica de la masa molecular. 
Además como D ∼ (τD)-1 (Ecuación 1.5) entonces, dadas las masas del colorante libre y 
complejado y dado el tiempo de difusión del colorante libre (τf) se puede determinar el 
tiempo de difusión del complejo mediante las Ecuaciones 1.7. 
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Ecuaciones 1.7. Expresiones matemáticas que relacionan los coeficientes de difusión, 
los tiempos de difusión y las masas de los fluoróforos libres y complejados en base a la 
aproximación para partículas esféricas y homogéneas donde el coeficiente de difusión 
es aproximadamente igual al inverso de la raíz cúbica de la masa. 
 
En el caso de un huésped fluorescente (con una estequiometría 1:1), y bajo las 
condiciones en las que la concentración del anfitrión libre es siempre mucho mayor que 
la del huésped ([H] >> [A]), el tiempo de difusión medio 
! 
" D  se puede expresar en 
función de la concentración total del anfitrión, [H]0, la constante de asociación K y el 
valor límite de los tiempos de difusión del huésped libre y unido, τf y τb,, 
respectivamente. Ello se indica en la Ecuación 1.8, 
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Ecuación 1.8. Expresión matemática para la determinación de la constante de 
asociación en equilibrio a partir del ajuste de una serie de tiempos de difusión medios,  
! 
" D  medidos a diferentes concentraciones del anfitrión o directamente a partir de un 
ajuste global de una serie de curvas de correlación. 
 
Una vez determinado 
! 
" D  se puede determinar el coeficiente de difusión usando la 
Ecuación 1.7. A continuación, el radio hidrodinámico Rh del colorante libre y 
complejado pueden ser estimados aplicando la ecuación de Stokes-Einstein (Ecuación 
1.9), donde la viscosidad del agua es η (25 ºC) = 0.8905 cP. 
 
! 
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Ecuación 1.9. Ecuación de Stokes-Einstein para determinar el radio hidrodinámico Rh, 
en función del coeficiente de difusión y las constantes k, cte de Boltzmann, T, 
temperatura y η, viscosidad del medio. 
 
Existen otras técnicas, además de FCS, que estudian los procesos de reconocimiento 
supramolecular (host-guest), estabilidad y estequiometría, por ejemplo, calorimetría, 
conductividad, potenciometría de pH, electroforesis capilar y espectroscopía de 
absorción o de fluorescencia.63 Sin embargo, FCS presenta una serie de ventajas frente a 
otros métodos: 
- No analiza el cambio en las propiedades espectrales (rendimiento cuántico, 
desplazamiento espectral, tiempo de vida, anisotropía) sino que analiza la variación en 
el coeficiente de difusión de un fluoróforo unido a un huésped (guest) o a un anfitrión  
(host) debido al aumento de su peso molecular después de la complejación. 
- El fluoróforo no necesita participar directamente en el proceso de 
reconocimiento.  
- La detección de un cambio en el tiempo de difusión no requiere una unión 
fuerte entre el anfitrión y el huésped (host-guest). 
- Permite estudiar la dinámica de procesos a nivel molecular. 
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- Permite estudiar procesos en una escala de tiempo amplia (picosegundos a 
segundos).64  
- Utiliza pequeños volúmenes de muestra con concentraciones del orden de nM. 
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1.4 AUTOENSAMBLAJE Y RECONOCIMIENTO MOLECULAR. 
BASES ESTRUCTURALES 
 
El reconocimiento molecular es la interacción específica entre dos o más moléculas 
mediante uniones no covalentes. Esta interacción entre moléculas se lleva a cabo en 
función de un conjunto de interacciones tanto atractivas como repulsivas que actúan a 
modo de códigos moleculares que permite discriminar dependiendo de factores 
estéricos, como el tamaño o la forma, complementariedad de enlaces de hidrógeno, 
esfera de coordinación en interacciones metal-ligando o transferencia de carga o 
energía.65 El proceso de interacción específica está gobernado, por lo tanto, por fuerzas 
intermoleculares tales como enlaces de hidrógeno,66 interacciones metal-ligando,67 
interacciones electrostáticas,68 stacking π-π,69 y efecto solvofóbico.70,71 El proceso de 
reconocimiento molecular juega un papel importante en los sistemas biológicos, por 
ejemplo en el reconocimiento anticuerpo-antígeno, siendo responsable de la 
especificidad de nuestro sistema inmune o proteico que permite distinguir y/o activar 
genes en base a su interacción. 
Un ejemplo de reconocimiento molecular sería el que tiene lugar con el antibiótico 
vancomicina que se une selectivamente a péptidos de células bacterianas que poseen un 
extremo terminal D-Ala-D-Ala.72 La unión específica se realiza a través de cinco 
enlaces de hidrógeno entre la cavidad interna que posee el antibiótico y el esqueleto 
peptídico del dipéptido, véase Figura 1.20. La vancomicina es letal para la bacteria ya 
que impide el entrecruzamiento de los péptidos glicanos que componen la pared celular 
de la bacteria al unirse estos a la vancomicina, los cuales confieren la rigidez necesaria 
para soportar la presión osmótica dentro de la célula. De hecho, se sabe que algunos 
procesos de resistencia surgidos en las bacterias a este antibiótico se basan en la 
sustitución de las D-Ala por ácidos lácticos de tal forma que la carencia de estos dos 
grupos dadores de enlace de hidrógeno reduce drásticamente la afinidad de la 
vancomicina por las paredes celulares bacterianas. 
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Figura 1.20. Estructura del receptor vancomicina (negro) y el dipéptido derivado de D-
Ala-D-Ala (azul).73 
  
Uno de los objetivos de la química supramolecular es el diseño eficiente de procesos de 
reconocimiento molecular con diversas aplicaciones, por ejemplo, en terapia y 
diagnóstico (“lab-on-a-chip”), transporte y liberación de fármacos (por ejemplo basada 
en nanopartículas magnéticas, que pueden vehiculizarse de forma selectiva utilizando 
campos magnéticos, Drug Delivery Systems), almacenaje de hidrógeno, generación de 
sitios catalíticos, etc. La selectividad que implica estos procesos se basa en un conjunto 
de interacciones diversas, que tal como se comentó, van desde factores estéricos, forma 
y tamaño, enlaces de hidrógeno, complementariedad de carga, etc. A continuación se 
relatan algunos ejemplos para ilustrar estos efectos y sus consecuencias en procesos de 
autoensamblaje y reconocimiento molecular. 
 
1.4.1 FORMA Y TAMAÑO 
E. Dalcanale y col. han sintetizado diversos cavitandos, basados en el esqueleto de 
resorcinareno, que incorporaban distintos ligandos (unidades de piridina de distinta 
longitud) de tal forma que en presencia de un metal adecuado (Pt, Pd) los esqueletos de 
resorcinareno se autoensamblaban formando cavidades de diferente profundidad (véase 
Figura 1.21). El proceso era auto-clasificador (self-sorting) de tal forma que en 
presencia de diversos resorcinarenos sólo se observaba la formación de los 
correspondientes cavitandos homodiméricos. Esta selectividad se produce como 
consecuencia de la diferente longitud de los “dedos” de piridina que da lugar a distintos 
I. Introducción 
42 
ángulos de unión entre ambas subunidades.74 Las diferencias geométricas entre los 
ángulos de unión de las dos unidades desfavorece la formación de heterodímeros, 
favoreciéndose así que el autoensamblaje tenga lugar con los cavitandos 
complementarios en tamaño. 
 
 
Figura 1.21. Autoensamblaje de los cavitandos 3 y 4 (R = CH2CH2Ph) en homodímeros 
3.3 y 4.4 después de la adición de Pd(en)(CF3SO3)2 (en = etilendiamina). 
 
Otro ejemplo ilustrativo es el trabajo reciente desarrollado por A. D. Li y col. en el que 
se analiza el comportamiento de una mezcla de tres perilenos bisimida sustituidos que 
se muestran en la Figura 1.22.69 Estos perilenos se caracterizan por tener ángulos de 
torsión diferentes entre las subunidades de naftalimida, en concreto la introducción de 
grupos voluminosos hacen girar los naftalenos del perileno hacia fuera del plano con un 
ángulo diédrico entre 0 y 37º dependiendo si tiene dos sustituyentes (R1 = R3 = Br, 23º ) 
o cuatro (R1 = R2 = R3 = R4 = Cl, 37º).75 De esta forma se consigue variar la superficie 
de contacto para interacciones π-π. Este estudio demuestra la importancia de la 
complementariedad superficial en la interacción π-π, ya que cuando se mezclan 
diferentes perilenos sustituidos, únicamente interaccionan aquellos que tienen el mismo 
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ángulo de torsión, es decir los homodímeros.  
 
 
 
Figura 1.22. Autoensamblaje de bisimidas de perileno (5, 6, 7) via stacking π-π con los 
complementarios en ángulo de torsión.69 
 
En cuanto al tamaño como elemento de reconocimiento, un ejemplo representativo lo 
constituye el trabajo reciente de J. Sanders y col., los cuales han preparado NDIs 
funcionalizados con aminoácidos, que en disolventes apróticos como CHCl3 y TCE se 
autoensamblan dando lugar a nanotubos (diámetro = 12.4 Å) que pueden albergar 
moléculas de tamaño adecuado (Figura 1.23). Los monómeros se unen entre sí mediante 
enlace de hidrógeno entre el grupo COOH de la unidad i y la i+1 así como por 
interacciones de enlace de hidrógeno no-clásicas CH⋅⋅⋅O entre la unidad i y la i+3. Estos 
nanotubos actúan como receptores de fullerenos,76,77 sistemas aromáticos condensados78 
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e iones amonio cuaternario79 por su complementariedad de tamaño, como se pone en 
evidencia en el estudio de desplazamiento de C60 por parte de iones amonio cuaternarios 
de diferente contraión. Cuando el nanotubo relleno con fullereno C60 se pone en 
presencia de la sal de cloruro (R⋅Cl) se observa el intercambio con fullereno; en cambio 
si el sustrato es la sal de bromuro (R⋅Br) o ioduro (R⋅I) no se observa este intercambio.79 
El C60 es desplazado de la cavidad del nanotubo en presencia de un competidor de 
tamaño adecuado.  
 
 
 
Figura 1.23. Representación esquemática del autoensamblaje del nanotubo derivado de 
NDI y experimento de competición con C60 y los pares iónicos, donde R es el ión 
trietilfenil amonio.79 Este es un ejemplo de reconocimiento molecular por tamaño. 
 
En medio acuoso también se han descrito ejemplos de reconocimiento molecular 
basados en tamaño y forma. Los cucurbit[n]urilos (CB[n]) y las ciclodextrinas son 
compuestos capaces de formar complejos huésped-invitado estables en agua.80 
El cucurbiturilo es un macrociclo formado por varias unidades de glicolurilo, 
[=C4H2N4O2=], unidas por dos uniones de metileno, véase Figura 1.24. El número de 
unidades de glicolurilo, se refleja en el nombre del cucurbiturilo, por ejemplo CB[6], 
estaría formado por seis unidades de glicolurilo. Su estructura forma una cavidad 
parcialmente cerrada e hidrofóbica disponiendo los grupos carbonilo a la entrada de 
dicha cavidad. Aunque el efecto hidrofóbico es un factor decisivo para la interacción de 
CB[n] con moléculas, las afinidades están determinadas por el tamaño del bolsillo 
hidrofóbico. L. Isaacs y col. estudiaron la unión de tres miembros de la familia CB[n], 
(CB[6], CB[7], CB[8]) a 24 posibles sustratos de diferente naturaleza química (aminas 
alifáticas y aromáticas, ferroceno, derivados de adamantano, etc.; Figura 1.24). Estos 
sustratos fueron seleccionados ya que su unión con el receptor daba lugar a cambios en 
sus espectros de UV o fluorescencia. 
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Figura 1.24. Estructuras químicas de los sustratos usados por L. Isaacs en el estudio de 
las afinidades de unión por parte de la familia de cucurbiturilos CB[6], CB[7], CB[8] 
en agua.80 En este ejemplo el reconocimiento molecular se basa principalmente en el 
tamaño. 
 
Se observó que la unión dependía de la forma, tamaño, longitud y funcionalidad 
química del sustrato frente al CB[n]. Por ejemplo el compuesto 8 (Figura 1.24), no 
presentaba ninguna afinidad por CB[6], el miembro más pequeño de la familia, en 
cambio presentaba una constante de asociación débil con CB[7] (Ka = 2.50 × 104 M-1) y 
del orden de picomolar con CB[8] (Ka = 4.33 × 1011 M-1).80 El compuesto 30 no 
quelataba con CB[6], sí lo hacía con CB[8] y con CB[7] formaba un complejo 5000 
veces más fuerte que con CB[7]. Los compuestos 19 y 26 no se unían a CB[6] ni a 
CB[8] sin embargo formaban un complejo muy estable con CB[7]. Esto indica que 
existen apreciables niveles de selectividad para un sustrato común y diferentes 
miembros de la familia con el tamaño relativo del sustrato-receptor. 
 
1.4.2 COMPLEMENTARIEDAD EN ENLACES DE HIDRÓGENO 
El enlace de hidrógeno es una de las interacciones de enlace débil más comúnmente 
utilizada en química supramolecular gracias a su direccionalidad y fortaleza. 
J. Rebek y col., y Atwood y col., entre otros, han estudiado de forma extensa las 
cápsulas formadas por el autoensamblaje a través de enlace de hidrógeno en las que dos 
o más unidades complementarias se autoensamblan dando lugar a especies que dejan en 
su interior una cavidad. En la Figura 1.25 se muestran algunos ejemplos de este tipo de 
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cápsulas diseñadas por el grupo de Rebek.81,82 Estas cápsulas solamente se forman 
cuando moléculas de tamaño adecuado ocupan el espacio interno de la cápsula. De esta 
manera la formación de la cápsula sólo es posible cuando se combina la geometría, la 
complementariedad de enlaces de hidrógeno y la elección del sustrato adecuado. Un 
ejemplo espectacular es la cápsula desarrollada por Rebek en la que seis unidades de 
resorcinareno 32 (Figura 1.25) se ensamblan mediante la formación de 60 enlaces de 
hidrógeno y albergando en su interior ocho moléculas de agua. Este proceso tiene lugar 
en disolventes húmedos como CHCl3 o benceno,83,84 o en presencia de iones amonio 
cuaternarios.85 Por otro lado el resorcinareno 33 se autoensambla para formar una 
cápsula dimérica a través de ocho enlaces de hidrógeno y que contiene en su interior 
tres moléculas de CHCl3. Cuando se mezclan los resorcinarenos 32 y 33, además de las 
cápsulas homodiméricas, se forma una cápsula heterodimérica.86 Estos resultados se 
atribuyen al hecho de que todas las cápsulas formadas comparten resorcinarenos con 
dimensiones, simetría y enlaces de hidrógeno similares, y por lo tanto la información 
estructural almacenada por cada uno de ellos (tan similar) no permite el auto-
reconocimiento. Para poner estos sistemas a prueba en cuanto a la capacidad de elegir 
entre varios tipos de cápsulas posibles, los autores decidieron mezclar las cápsulas 
derivadas del resorcinareno 33 con la cápsula derivada del bisglicolurilo, 34,87 que 
dimeriza cuando tiene como sustrato a moléculas pequeñas como metano.87 Aunque a 
primera vista no parecía posible la formación del heterodímero entre 34 y 33 debido a 
sus diferentes tamaños, simetrías y patrones de enlace de hidrógeno,40 los estudios de 
modelos moleculares sugerían que una pequeña torsión de las subunidades podría 
permitir alinear los dadores y aceptores de enlace de hidrógeno para facilitar la 
formación del heterodímero. Sorprendentemente, estudios de RMN probaban que se 
formaba exclusivamente la cápsula heterodimérica en CDCl3, sin trazas de cápsulas 
homodiméricas. Aunque esta alta selectividad depende en gran medida de la 
complementariedad de los enlaces de hidrógeno entre las subunidades que forman la 
cápsula, la naturaleza y tamaño de las moléculas encapsuladas también son importantes.  
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Figura 1.25. Estructura de los resorcinarenos 32, 33 y el bisglicolurilo 34 y sus 
cápsulas derivadas. La formación de la cápsula sólo es posible cuando se combina la 
geometría, la complementariedad de enlaces de hidrógeno y el sustrato de tamaño 
adecuado. La acción conjunta de autoensamblaje y sustrato de tamaño adecuado da 
lugar a reconocimiento molecular por tamaño. 
 
1.4.3 FACTORES ESTÉRICOS 
F. Huang y col. utilizaron efectos estéricos para el reconocimiento molecular en un 
sistema formado por dos éteres corona de distinto tamaño e iones secundarios de 
dialquilamonio tal como se muestra en la Figura 1.26.88 En el caso de iones 
dialquilamonio menos impedidos, la cavidad del benzo-21-corona éter (C7) (38) es 
adecuada para albergar dicho grupo amonio formando pseudorotaxanos como 40. En 
este caso los grupos fenilo actúan como tapones para facilitar el atrapado de 38 en el 
hilo molecular, de tal forma que el enhebrado solo tiene lugar a través del grupo 
hidroxilo. En cambio el dibenzo-24-corona-8 (C8) (37) puede formar pseudorotaxanos 
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con amonios impedidos como dibencilamonio secundarios, en el que los grupos fenilo 
no son suficientemente voluminosos para actuar como tapones de este macrociclo.89,90 
Los mismos autores sintetizaron un nuevo hilo molecular  con dos grupos amonio, dos 
sitios de unión A y B, que tienen diferente impedimento estérico. De esta forma el C7 
(38) solo puede interaccionar con el primer grupo amonio, ya que la presencia del grupo 
fenilo impide que se llegue al sitio de unión A, mientras que C8 (37) puede unirse a 
ambos amonios. En presencia de éteres corona 38 y 37, el sitio de unión B es ocupado 
exclusivamente por el éter corona 38 mientras que el éter corona 37 se une 
preferentemente con A. Como consecuencia de esta selectividad el componente 
mayoritario en disolución es el doble rotaxano 42, el cuál se sometió a su atrapado 
covalente mediante una esterificación con anhídrido benzoico que actúa como “nudo” 
del rotaxano en la parte superior del eje debido al tamaño del grupo fenilo, generándose 
43. Por tanto, en este caso se observa la formación de pseudorotaxanos siguiendo un 
código estérico cuya información se basa fundamentalmente en el tamaño y volúmenes 
ocupados por los distintos componentes. 
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Figura 1.26. Estructuras químicas de los éteres corona y cationes de dialquilamonio 
usados para la formación de los pseudorotaxanos en el trabajo de Huang.88 Este es un 
ejemplo de reconocimiento molecular siguiendo códigos estéricos. 
 
1.4.4 TRANSFERENCIA DE CARGA 
El efecto de la transferencia de carga también se ha usado como elemento diferenciador 
en los procesos de autoensamblaje molecular aunque no tiene un papel tan importante 
en comparación con otros códigos del autoensamblaje. Este papel diferenciador pasa a 
tener un papel importante si las moléculas que intervienen en el autoensamblaje tienen 
geometrías similares. Esta estrategia se ha usado en varios ejemplos en sistemas π 
conjugados.91-93 
Un ejemplo del código de transferencia de carga en el autoensamblaje es el trabajo de T. 
Torres y col. en el que se usan diferentes unidades de ftalocianinas coordinadas con 
diferentes metales, véase Figura 1.27.93 En este trabajo las subunidades que constituyen 
el sistema son dímeros formados por dos ftalocianinas unidas covalentemente por una 
unidad de [2,2] paraciclofano 44.93 Cada una de las ftalocianinas del dímero posee un 
carácter electrónico diferente debido a la presencia en una de las ftalocianinas de un 
grupo dador de electrones, como los alcóxidos, mientras que la otra ftalocianina posee 
un grupo aceptor, alquilsulfonilo. Las subunidades se ensamblan con la siguiente unidad 
mediante complementariedad electrónica (dador-aceptor) de las ftalocianinas. La 
presencia de una unidad de [2,2] paraciclofano impide que ambas unidades se apilen de 
forma intramolecular de tal forma que se favorece el proceso intermolecular, dando 
lugar a la formación de polímeros aceptor/dador supramoleculares. 
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Figura 1.27. Estructura química de la ftalocianina 44 y su autoensamblaje con otras 
subunidades a través de interacción dador-aceptor. 
 
Otro ejemplo basado en este tipo de interacciones, pero con el fin de reconocer pares de 
moléculas, lo realizó M. Fujita, mostrando la importancia de los códigos de geometría y 
transferencia de carga.94 En estos trabajos se investigó el orden de apilamiento dentro de 
una jaula (véase Figura 1.28) de dos moléculas, una dadora (D) trifenileno, 46 y otra 
aceptora (A) naftalendiimida, 47. Estos estudios mostraban que la jaula 48, constituida 
en sus extremos (o tapas) por dos grupos aceptores (triazinas), prefiere acomodar un 
dador y un aceptor que dos dadores. Debido a la estructura del propio aceptor se 
pensaba en la existencia de dos estructuras alternativas, que poseían en común dos 
interacciones estabilizantes A-D y una A-A desestabilizante. Es decir la secuencia A-D-
A-A se tolera mejor que la secuencia A-D-D-A, las cuales tienen en común una 
interacción no favorable.94 De esta forma el complejo que se forma tolera mejor la 
interacción desfavorable A-A que la D-D. Este es un ejemplo de sistema donde existe 
una discriminación por la naturaleza electrónica de las moléculas. 
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Figura 1.28. Estructura química de la jaula 48 formada por tres pilares  (ligando 
bidentado), dos tapas una superior y otra inferior (triazina) y en las esquinas a modo 
de bisagra el metal Pd(en)2. En el interior de la jaula un dador, trifenileno 46 y un 
aceptor naftalendiimida 47, rellenan el espacio interno.94 Este ejemplo representa una 
forma de reconocimiento molecular basado en discriminación por carga. 
 
El grupo de N. Martín sintetizó pinzas moleculares flexibles,95 50, constituidas por 
dadores de electrones 2-[9-(1,3-ditiol-2-ilidene)antracen-10(9H)-ilidene]-1,3-ditiol 
(exTTF, 49) (Figura 1.29) que resultan ser buenos receptores para fullereno,96 en el que 
la afinidad se debía no solo a las interacciones aceptor/dador (exTTF/C60) sino también 
a su complementariedad de forma, cóncavo-convexo.97 Posteriormente, basándose en 
estos estudios preliminares, diseñó un polímero supramolecular constituido por una 
unidad básica 51 conteniendo la pinza de exTTF y fullereno (PCBA), Figura 1.30. Este 
sistema autoensambla la cabeza (dador, exTTF) de una de las subunidades con la cola 
(aceptor, fullereno) de la siguiente, formando así un polímero supramolecular 
constituido por varias unidades dador-aceptor complementarias en forma.98  
 
Figura 1.29. Estructura química de la pinza 49 derivada de exTTF. 
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Figura 1.30. Superior. Estructura química de la pinza molecular 51 constituida por un 
dador (exTTF) y un aceptor (PCBA). Inferior. Representación del autoensamblaje de 
51 con otras unidades iguales dando lugar a un polímero por complementariedad de 
carga y forma. 
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1.5 NANOTUBOS α-PEPTÍDICOS 
1.5.1 AUTOENSAMBLAJE DE CICLOPÉPTIDOS DE α-AMINOÁCIDOS 
Como hemos visto en la Introducción de esta Tesis, la Nanotecnología estudia la 
preparación, caracterización de estructuras a escala nanométrica (típicamente en una 
escala inferior a 100 nm, sub-100 nm) y sus aplicaciones como nuevos materiales y 
máquinas funcionales.6 Los nanotubos peptídicos, estructuras tubulares de longitudes 
nanométricas, son un ejemplo de sistema nanotecnológico que presentan potenciales 
aplicaciones de gran interés tales como agentes antimicrobianos99,100 o sistemas de 
transporte selectivo.101 Los primeros nanotubos peptídicos fueron sintetizados por 
Ghadiri y col. en 1993102 y su diseño ya había sido propuesto anteriormente en un 
trabajo teórico de De Santis, que estudiaba modelos de las hélices β que forman la 
estructura tubular de la gramicidina A.103 Dichos nanotubos estaban constituidos por 
ciclopéptidos formados por un número par de α aminoácidos y en los que se alternaban 
los aminoácidos naturales de quiralidad opuesta, D y L. De esta forma los ciclopéptidos 
adoptaban una conformación plana en la que los grupos C=O y NH se disponían de 
forma perpendicular al plano del ciclopéptido. La predisposición adoptada permitía la 
formación de una lámina β antiparalela con la siguiente subunidad de tal forma que 
daba lugar a un apilamiento ordenado de los ciclopéptidos (véanse Figuras 1.31 y 1.32). 
Tal ordenamiento conlleva que todas las cadenas laterales de los ciclopéptidos quedan 
orientadas hacia el exterior del nanotubo dejando vacía su cavidad interior. 
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Figura 1.31. Modelo del autoensamblaje molecular de dos D,L-α-ciclopéptidos 
mediante una lámina β antiparalela (arriba) o paralela (abajo). 
 
 
Figura 1.32. Modelo de nanotubo peptídico formado mediante el apilamiento de 
ciclopéptidos, constituidos por aminoácidos de quiralidad alternada representados en 
color rojo y violeta respectivamente, que adoptan una conformación plana en la que se 
disponen los grupos amida (NH y C=O) perpendicularmente al plano del anillo 
permitiendo la formación de enlaces de hidrógeno con otros ciclopéptidos. 
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Los primeros nanotubos peptídicos caracterizados se prepararon a partir del ciclo-[(L-
Gln-D-Ala-L-Glu-D-Ala-)2], que era soluble en disoluciones acuosas a pH básico pero 
que se autoensamblaba cuando se cambiaba el pH del medio (pH < 7) mediante la 
protonación de los grupos carboxilatos. Esta protonación permitía la formación de 
enlaces de hidrógeno adicionales entre las cadenas de Glu e inducía la formación del 
nanotubo (Figura 1.33 Superior). La utilización de Gln se debía a su posible 
participación como dador y aceptor en interacciones intra e inter-tubulares (Figura 1.33 
Superior) que facilitan el crecimiento de la red de nanotubos. Posteriormente, se 
observó que la estabilidad del nanotubo mejoraba cuando se empleaban, junto con las 
glutaminas, aminoácidos hidrofóbicos (Figura 1.34), probablemente debido a que se 
generaban superficies hidrofóbicas a lo largo del tubo que facilitaban el 
empaquetamiento de los nanotubos.104 
 
 
Figura 1.33. Superior. Efecto del cambio de pH en el autoensamblaje del ciclopéptido 
ciclo-[(L-Gln-D-Ala-L-Glu-D-Ala-)2]. Se propone que la protonación de la cadena 
lateral de los glutámicos disminuye la solubilidad, favoreciéndose la formación de 
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nanotubos mediante el establecimiento de enlaces de hidrógeno.102 Inferior. Modelo de 
apilamiento y empaquetamiento de nanotubos cristalizados que presentan en sus 
cadenas laterales un Glu y una Gln.104 
 
 
Figura 1.34. Estructura de ciclopéptidos precursores de nanotubos peptídicos de 
estructura c-[(D-Aa-L-Gln-)4], en el que D-Aa es un aminoácido hidrofóbico como Ala, 
Leu, Phe y Val. 104  
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1.5.2 DÍMEROS α-PEPTÍDICOS 
Inicialmente, la caracterización de los α-nanotubos se llevó a cabo usando TEM, 
difracción de electrones y FT-IR, pero ninguno de estos nanotubos ni las condiciones 
estudiadas dieron lugar a cristales en forma y tamaño adecuados para su resolución a 
nivel atómico (rayos X). Debido a estas limitaciones se recurrió al estudio con dímeros, 
que pueden considerarse como unidades sencillas del nanotubo, y los cuales resultaron 
ser modelos útiles para conocer la estructura, el proceso de autoensamblaje y las 
propiedades funcionales de los nanotubos. En 1994, G.P. Lorenzi y col. prepararon el c-
[(D-Leu-L-MeN-Leu-)3] donde la metilación selectiva de aminoácidos de igual quiralidad 
bloqueaba el crecimiento del nanotubo (los grupos N-metilo quedan perpendicularmente 
orientados hacia el exterior del dímero).105 Los metilos al quedar orientados 
perpendicularmente con respecto al plano del anillo bloqueaban el crecimiento del 
nanotubo al sustituir en una de las caras del ciclopéptido los grupos dadores de enlaces 
de hidrógeno, de forma que, tanto la falta de los dadores de enlaces de hidrógeno como 
el impedimento estérico originado por los metilos, impedía la formación de redes de 
enlace de hidrógeno características de los nanotubos peptídicos (véase Figura 1.35).106 
Los ciclopéptidos selectivamente metilados (todos los aminoácidos de igual quiralidad) 
formaban dímeros que eran solubles en disolventes orgánicos, los cuales se pudieron 
estudiar por RMN en disolución con el objetivo de conocer la dinámica del proceso de 
autoensamblaje y sus bases termodinámicas. Los autores determinaron la constante de 
asociación en disolventes apolares, mediante experimentos de RMN, resultando ser 80 
M-1.105 Casi simultáneamente, Ghadiri y col. sintetizaron un octapéptido el c-[(L-Phe-D-
MeN-Ala-)4] que poseía los grupos metilo situados en los nitrógenos de las alaninas.106 A 
partir de estudios de RMN en disolventes apolares se determinó la constante de 
asociación y las diferentes variables termodinámicas del proceso de autoensamblaje 
para el octapéptido: Ka (293 K, CDCl3) = 1.26 x 103 M-1; Ka (293 K, 84% CCl4/CDCl3) 
= 1.4 x 104 M-1; y cuyos parámetros termodinámicos resultaron ser, ΔHº(298 K, CDCl3) 
= -11.0 Kcal mol-1, ΔSº(298 K, CDCl3) = -23.7 cal K-1 mol-1. Era por tanto, y como se 
esperaba, un proceso dirigido entálpicamente debido a la formación de ocho enlaces de 
hidrógeno, aunque entrópicamente desfavorable. 
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Figura 1.35. Representación del equilibrio de dimerización del ciclooctapéptido 
formado por α-aminoácidos de configuración alternante D,L en los que los D-
aminoácidos están N-metilados. La formación del dímero se debe a la generación de 
una lámina β antiparalela.  
 
Posteriormente el grupo de Ghadiri estudió estos procesos mediante fluorescencia. Para 
ello prepararon D,L-α-ciclooctapéptidos funcionalizados con el fluoróforo 1,4,5,8-
naftalentetracarboxílico diimida (NDI), como sondas moleculares que facilitan el 
estudio de los dímeros derivados en CHCl3.48 El estudio se llevó a cabo sintetizando 
diferentes octapéptidos, todos ellos derivatizados con NDI (Figura 1.36) en los que se 
variaba el número de unidades de NDI, la longitud del espaciador (n), Lys (n = 3) ó Orn 
(n = 2), y el grupo R de la imida del NDI. En un principio se estudió la dimerización de 
estos sistemas mediante RMN y se observó que esta mejoraba cuando n = 2. El 
impedimento estérico del grupo alquilo de la diimida de la NDI no influía en la 
dimerización, mientras que la presencia de varios NDIs la desfavorecía. Las constantes 
de dimerización de estos octapéptidos en CHCl3 oscilaron entre 50-200 M-1. 
Posteriormente, a pesar de que la constante de dimerización era muy pequeña para 
estudiar de forma precisa este proceso por fluorescencia (mediante la formación de 
excímeros de NDI), se concluyó cualitativamente que el esqueleto peptídico tenía un 
papel fundamental en el autoensamblaje del sistema NDI-NDI ya que el NDI por sí solo 
no era capaz de formar excímeros (dímeros en el estado excitado) a las concentraciones 
a las que se realizaban estos experimentos. En particular, el excímero estaba favorecido 
cuando el espaciador era más flexible (n=1) y no tenía un grupo impedido en la posición 
axial al NDI (ciclopéptido 54). Además el aumento del número de NDIs en el 
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ciclopéptido desfavorecía la dimerización que se justificaba por el aumento de las 
interacciones estéricas entre los fluoróforos. De este trabajo se concluyó que la 
formación de excímeros (apilamiento de los NDI) no estaba directamente relacionada 
con la dimerización de los ciclopéptidos para esta sonda, sino que más bien dependía de 
factores ajenos a la dimerización y por tanto, el NDI no resultaba una sonda precisa para 
estudiar este tipo de procesos.  
 
 
Figura 1.36. Estructura de los ciclopéptidos 52-56 marcados con NDI utilizados para 
el estudio de las constantes de dimerización en disolventes apolares por el grupo de 
Ghadiri.48 
 
Posteriormente, se utilizaron los ciclopéptidos igualmente marcados con NDI para 
preparar nanotubos peptídicos con posibles aplicaciones electrónicas (véase Figura 
1.37).49 En estos estudios, la excitación de NDI inducía la formación de un estado 
excitado que favorecía el apilamiento de los NDIs y la formación de los nanotubos. 
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Figura 1.37. Modelo teórico del nanotubo formado por D-L-α-ciclopéptidos 
funcionalizados con NDI, en el que se ilustra el papel de los enlaces de hidrógeno entre 
las subunidades de la lámina β y el apilamiento de los NDIs (por claridad la mayoría 
de las cadenas laterales se han omitido).49 
 
Recientemente, N. Ashkenasy y col. estudiaron la conductividad de nanotubos 
peptídicos generados sobre superficies de oro. Para ello unieron covalentemente un 
ciclopéptido a la superficie de oro a través de los tioles presentes en el ciclopéptido. A 
continuación, siguiendo la estrategia de deposición capa por capa dirigida por un 
electrodo (véase Figura 1.38), se atrapa cada monómero en función de su carga y se 
ensambla con el monómero de carga opuesta de la capa inferior. Los resultados más 
destacables observados indicaban que la formación del nanotubo tenía lugar mediante el 
apilamiento ordenado de los ciclopéptidos que formaban el nanotubo conductor. 
Además, la conductividad del nanotubo se mejoraba al aumentar su longitud.107  
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Figura 1.38. A) Estructura química general de los ciclopéptidos (monómeros) usados 
en el trabajo de N. Ashkenasy y col. B) Representación esquemática del autoensamblaje 
sobre la superficie de oro de los péptidos catiónicos (azul) y aniónicos (rojo). Nótese 
que se alternan para formar el nanotubo.107 
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1.5.3 DÍMEROS α ,γ-PEPTÍDICOS 
La utilización de γ-aminoácidos en la construcción del esqueleto peptídico del 
ciclopéptido constituye un nuevo reto dentro del diseño de nanotubos, debido a las 
posibles modificaciones que se pueden producir en la cavidad interna del nanotubo.  
Nuestro grupo de investigación preparó ciclopéptidos que contenían γ-aminoácidos 
cíclicos, alternados con α-aminoácidos, que eran capaces de formar dímeros con el 
objetivo de estudiar su autoensamblaje y obtener una información precisa sobre la 
formación de nanotubos con una cavidad interna hidrofóbica. En estos estudios se usó 
como γ-aminoácido (γ-Aa) el ácido (1S,3R)-3-aminociclohexanocarboxílico (Ach), el 
ácido (1S,3R)-3-aminociclopentanocarboxílico (Acp) y sus correspondientes 
enantiómeros (Figura 1.39). 
 
 
 
Figura 1.39. Estructura de los γ-aminoácidos (Ach y Acp) empleados en la síntesis de 
ciclopéptidos precursores de nanotubos. 
 
En los α,γ-ciclopéptidos precursores de nanotubos la quiralidad de los aminoácidos que 
los constituyen es fundamental. Así para que los ciclopéptidos adopten la conformación 
plana los isómeros (1S,3R) se alternan con los L-α-Aa mientras que los isómeros 
(1R,3S) se alternan con los D-α-Aa, tal como se muestra en la Figura 1.40. Por similitud 
con los ciclopéptidos precursores de nanotubos desarrollados por Ghadiri, los isómeros 
(1S,3R) serían equivalentes a los enantiómeros D, mientras que los otros enantiómeros, 
(1R,3S), equivaldrían a los isómeros L. Esta equivalencia se utilizará a lo largo de la 
memoria para simplificar su nomenclatura (véase Figura 1.40). 
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Figura 1.40. Esquema de la equivalencia entre α- y γ- aminoácidos (arriba). α-CP 
precursor de nanotubos (abajo izquierda) y el análogo α,γ-CP (abajo derecha) en el 
que todos los aminoácidos de configuración L del α-CP se han sustituido por el 1R,3S-
Ach o L-Ach. 
 
La alternancia de quiralidad conlleva a que el ciclopéptido adquiriera una conformación 
plana en la que dispone todos los grupos C=O y NH perpendiculares a este plano, 
posibilitando así interacciones mediante enlaces de hidrógeno con otros ciclopéptidos a 
modo de una lámina β antiparalela. A diferencia de los dímeros desarrollados por 
Ghadiri, en este caso, dado la alternancia entre α y γ aminoácidos, hay dos tipos de 
interacciones diferentes dependiendo si éstas se producían a través de los α-aa o a través 
de los γ-aa. Como se muestra en la Figura 1.41, en la conformación plana los grupos 
amida de los γ-aa (N-H y C=O) quedaban orientados hacia un lado del disco (cara γ) 
mientras que en sentido opuesto se proyectaban los NH y carbonilos de los α-aa (cara 
α). Debido a la diferente separación que existe entre ambos grupos en la cara α y γ, las 
caras γ interaccionan con las caras γ, mientras que las caras α interaccionan con otra α. 
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Este diseño especial hizo necesario preparar dos modelos distintos de dímeros mediante 
la metilación selectiva. La utilización de α-Aa N-metilados permitía estudiar la 
formación de dímeros que interaccionaban a través de sus caras γ (interacción γ-γ) 
mientras que ciclopéptidos que poseían γ-Aa N-metilados permitían estudiar la 
formación de dímeros basados en las interacciones a través de sus α-Aa (interacción α-
α).108  
 
 
Figura 1.41. Representación de interacciones α-α y γ-γ presentes en los α,γ-nanotubos 
a partir de ciclohexapéptidos derivados de α-Aa y el γ-Ach. Los dímeros que se 
muestran a la derecha permitieron determinar los parámetros básicos de los dos tipos 
de interacciones. A partir de 58 se estudió la interacción γ-γ, mientras que 59 permitió 
estudiar la interacción α-α.108 
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Estudio de las variables termodinámicas de los dímeros α ,γ-peptídicos por RMN 
El estudio de la estabilidad termodinámica de los dímeros α,γ-peptídicos se llevó a cabo 
en el grupo mediante estudios de RMN, FT-IR y masas. 
En el caso de los dímeros derivados de ciclohexapéptidos la formación de los dímeros a 
partir de ciclopéptidos con N-Metil α-Aa (interacción γ-γ) presentaba una serie de 
señales características en RMN, como el desplazamiento a campo bajo de la señal de 
NH del γ-Aa al aumentar la concentración (entre 6.6 a 7.8 ppm). Además, los valores de 
las constantes de acoplamiento entre el NH de la amida y el protón en alfa (JNH-Hα entre 
9.0-9.5 Hz) confirman su disposición anti, característica de las hojas plegada β. 
Mediante estos estudios de RMN se pudo calcular la constante de asociación, que en 
cloroformo resultó ser 230 M-1.108  
La interacción α-α se estudió con el ciclohexapéptido c-[(D-Phe-(1R,3S)-MeNAch-)3] 
que en CHCl3 tenía una constante de asociación más fuerte (Ka > × 104 M-1) que la del 
ciclohexapéptido c-[(1R,3S)-Ach-D-MeNAla-)3].108 En el caso de interacción α-α tanto 
para ciclohexapéptidos derivados de Ach108 ó Acp,109 la señal del protón de la amida 
permanecía invariable con independencia de su concentración, incluso a 
concentraciones inferiores a 2 × 10-4 M. Además se podía calentar o añadir hasta 20% 
de MeOH, sin que se observase la disociación del dímero. Hay que enfatizar que estos 
valores son muy superiores a los dímeros descritos por Ghadiri y col., a pesar de que 
aquellos estaban basados en ciclooctapéptidos.106  
Mediante espectroscopía de FT-IR se pudo confirmar la formación de una lámina β 
antiparalela en los dímeros gracias a la aparición de las bandas características de esta 
estructura como la amida I (1625 cm-1), amida IIii (1523 cm-1) y amida A (3309 cm-1). 
En este caso también se observaba una banda a 3400 cm-1 (amida A) que se 
correspondía con la vibración del NH de monómero. El modo de vibración amida Ia se 
corresponde con la vibración del C=O en la componente perpendicular al plano de la 
amida, el modo de vibración amida Ib se corresponde a la componente paralela de 
vibración del C=O, este modo también está relacionado con la vibración del carbonilo 
libre, y suele ser más débil que la del tipo Ia. El modo de vibración amida IIII se 
corresponde con la vibración en el plano del NH y que a su vez se corresponde con la 
del enlace C-N. El modo de vibración amida A es la derivada del “stretching” o 
elongación del protón amida.110,111  
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En algún caso mediante espectroscopía de masas (en particular mediante FAB) se 
detectó la masa correspondiente al dímero.108 
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En los últimos años nuestro grupo de investigación se ha centrado en el diseño, síntesis 
y caracterización de α,γ-ciclopéptidos capaces de autoensamblarse para dar lugar a 
dímeros o nanotubos peptídicos.112,113 Hasta la fecha, la caracterización de estos sistemas 
se ha realizado mediante RMN y RX. Sin embargo, las elevadas estabilidades 
presentadas por estos sistemas (con constantes de asociación superiores a 104 M-1) 
dificulta su caracterización, haciendo necesario el uso de técnicas más sensibles, como 
la fluorescencia, para la caracterización de tales sistemas.  
Esta Tesis tiene como principal objetivo el diseño, la síntesis y el estudio de α,γ-
ciclohexa- y cicloocta- péptidos funcionalizados con fluoróforos, con el fin no sólo de 
mejorar el entendimiento de los procesos de asociación sino también de alcanzar un 
elevado control de su autoensamblaje (rotaisómeros, homo- y hetero- dímeros) en 
medios orgánicos y acuosos. 
Uno de los primeros objetivos es estudiar la estabilidad termodinámica en disolventes 
orgánicos y acuosos de los dímeros derivados de α,γ-ciclohexapéptidos (estabilizados 
por seis enlaces de hidrógeno) mediante la determinación de las constantes de 
dimerización de los ciclohexapéptidos marcados con el fluoróforo pireno (Figura 2.1). 
Además queremos extender el estudio a los ciclooctapéptidos, (Figura 2.2), ya que 
entendemos que estos sistemas al presentar dos enlaces de hidrógeno adicionales deben 
ser más robustos que los derivados de ciclohexapeptídicos, dándonos la posibilidad de 
desarrollar sistemas más estables en condiciones desfavorables. En los capítulos 
“Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos” y 
“Homo- y hetero- dímeros de α,γ-ciclooctapéptidos en disolventes orgánicos” se 
recogen los estudios comentados.  
 
 
 
Figura 2.1. Estructura general de los α,γ-ciclohexapéptidos marcados con pireno 
(representado en verde), que serán estudiados mediante fluorescencia, donde n = 0 
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(ácido γ-aminociclopentanocarboxílico, Acp) ó n = 1 (ácido γ-
aminociclohexacarboxílico, Ach).  
 
 
 
Figura 2.2. Estructura general de los α,γ-ciclooctapéptidos marcados con pireno 
(representado en verde), que serán estudiados mediante fluorescencia, donde n = 0 
(ácido γ-aminociclopentanocarboxílico, Acp) ó n = 1 (ácido γ-
aminociclohexacarboxílico, Ach).  
 
Como ya hemos mencionado en la Introducción de esta memoria, el control del 
autoensamblaje, para la generación de estructuras con aplicación práctica, es uno de los 
retos de los Químicos modernos. Uno de los objetivos de este trabajo de investigación, 
se centra en el control del autoensamblaje, en concreto en el caso de los 
ciclohexapéptidos que carecen de simetría C3. En este caso la dimerización da lugar a 
tres dímeros no equivalentes, representados en la Figura 2.3 por D[Acw], D[E] y 
D[Accw]. Nuestro objetivo consiste en fortalecer la formación de una de las especies que 
intervienen en el equilibrio de dimerización de α,γ-ciclohexapéptidos que carecen de 
simetría C3. Este objetivo surgió a raíz de los estudios iniciados en el grupo de procesos 
de transferencia de energía y sobre todo de transferencia de electrones, los cuales habían 
mostrado lo importante de la orientación relativa de los grupos cromóforos para facilitar 
la transferencia.114 Con el fin de mejorar la eficiencia de la transferencia decidimos 
evaluar la introducción de interacciones adicionales entre las dos cadenas 
ciclopeptídicas para facilitar la formación de una única especie más estable, el dímero 
D[E], en la que los cromóforos se queden adecuadamente orientados. El Capítulo 
“Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos” recoge 
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los estudios basados en el establecimiento de puentes salinos entre las cadenas laterales 
de la lisina y el glutámico, véase Figura 2.3. 
 
 
 
Figura 2.3. Esquema general del equilibrio de homodimerización de α,γ- 
ciclohexapéptidos en los que R1 representa a Glu, R2 a Lys y R3 al aminoácido 
funcionalizado con pireno. El dímero D[E], en el que la Lys y Glu están enfrentados, 
sería la especie mayoritaria en un rango de pH [5-9].  
 
Además resulta interesante desplazar el equilibrio a cualquiera de las otras 
formas diméricas y de forma reversible, imitando a los procesos de la naturaleza. Por lo 
tanto otro de los objetivos de este trabajo está enfocado al control de la selectividad y 
reversiblilidad de los tres equilibrios implicados en la dimerización de estos péptidos en 
base a cambios en las señales químicas externas como pH, adición de iones metálicos y 
otras moléculas orgánicas (“Rotor molecular basado en dímeros α,γ-peptídicos. Sistema 
on/off ”). 
 
Otra de las formas de ejercer control sobre el autoensamblaje es a través de las 
interacciones entre el esqueleto peptídico. De esta forma en nuestro grupo de 
investigación se ha demostrado la prevalencia en medio orgánico de la 
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heterodimerización (interacción Acp-Ach) frente a la homodimerización (interacción 
Acp-Acp ó Ach-Ach), representando una forma de control del autoensamblaje.109,115 Con 
el fin de extender este control a otros medios, como DMSO:CHCl3 y medio acuoso de 
alta salinidad, nos planteamos como objetivo estudiar el proceso de heterodimerización 
de α,γ-ciclohexapéptidos de nuevo. En el  Capítulo “Homo- y Hetero- dímeros de α,γ-
ciclohexapéptidos fluorescentes en medio orgánico polar y acuoso de alta salinidad” se 
recogen los estudios. Para ello se sintetizaron los correspondientes α,γ-
ciclohexapéptidos marcados con los fluoróforos pireno y perileno los cuales serán 
posteriormente estudiados por fluorescencia (FRET pireno-perileno ó exciplejo) para 
determinar la posible heterodimerización de los sistemas. Debido a la importancia en la 
estabilización de los dímeros que tiene la heterodimerización también resultó 
interesante estudiar el proceso con ciclooctapéptidos en medios orgánicos, ya que en 
este caso implicaría la obtención de heterodímeros con constantes de asociación 
mayores que las descritas hasta la fecha.115 La formación del heterodímero podría 
seguirse por la aparición de FRET o exciplejo entre el pireno y el perileno (Figura 2.4). 
El Capítulo “Homo- y hetero- dímeros de α,γ-ciclooctapéptidos en disolventes 
orgánicos” recoge este objetivo. 
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Figura 2.4. Esquema de las especies implicadas en el equilibrio de dimerización al 
mezclar un ciclooctapéptido derivado de Ach (azul) funcionalizado con un pireno con 
otro derivado de Acp (rojo) funcionalizado con un perileno, ambos con simetría C2. 
 
Finalmente, nuestro objetivo más ambicioso es la aplicación de los conocimientos 
obtenidos en los sistemas anteriormente estudiados a un problema de relevancia 
científica. En nuestro caso pensamos en la encapsulación de sustratos hidrofóbicos 
pequeños, como el adamantano o derivados triclorometílicos, en la cavidad de los 
dímeros derivados de  α,γ-ciclohexapéptidos, en un medio acuoso de alta salinidad, por 
II. Objetivos 
74 
similitud a las condiciones fisiológicas. En la Figura 2.5 se muestra de modo 
representativo el proceso de encapsulación del sustrato representado por GnA, el cuál 
consta del sustrato propiamente, representado en verde, y de un fluoróforo, en este caso 
Alexa 488 (en rojo). Si el sustrato es reconocido por la cavidad del dímero derivado del 
ciclopéptido CPn, se forma el complejo Dn⊂GnA derivado de la encapsulación. En el 
capítulo “Encapsulación de moléculas orgánicas en la cavidad de dímeros α,γ-
peptídicos” se recoge de forma extendida el fundamento de la técnica de Fluorescencia 
de Correlación (FCS), técnica usada para estudiar el proceso anteriormente comentado, 
y los estudios llevados a cabo con respecto a este objetivo.  
 
 
 
Figura 2.5. Esquema del equilibrio de complejación entre un dímero (Dn) y un sustrato 
(GnA) funcionalizada con una sonda (Alexa, representada en rojo). 
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En este capítulo se presenta la síntesis de los ciclopéptidos diseñados para su estudio en 
medio orgánico y acuoso así como la síntesis de las moléculas usadas como huésped en 
los estudios de encapsulación de esta Tesis. Comenzaremos por la síntesis de los α-
aminoácidos derivatizados con los fluoróforos pireno y perileno y los γ-aminoácidos 
utilizados en la síntesis de los α,γ-ciclopéptidos. A continuación describiremos la 
síntesis de los ciclopéptidos en disolución y la posterior funcionalización de alguno de 
estos mediante reacción de Sonogashira o “click chemistry”.  Finalmente se mostrarán 
las estrategias sintéticas para la obtención de los derivados triclorados, tertbutílicos y 
adamantílicos funcionalizados con el fluoróforo Alexa 488 y Dapoxilo para ser 
estudiados como huéspedes de los α,γ-dímeros en medio acuoso. 
 
3.1 SÍNTESIS DE α-AMINOÁCIDOS 
El aminoácido L-Boc-Glu(All)-OH se preparó a partir del hidrocloruro del ácido 
glutámico (S)-2-amino-5-oxopentanoico mediante la reacción con alcohol alílico en 
presencia de cloruro de trimetilsililo. Bajo estas condiciones el éster alílico del 
carboxilato menos impedido y reactivo se obtiene en un rendimiento del 77%. El 
tratamiento de dicho aminoácido con el anhídrido del tertbutiloxicarbonilo en medio 
básico (DIEA) dio lugar al correspondiente carbamato de tertbutilo en un 70% de 
rendimiento (Figura 3.1). 
 
Figura 3.1. Síntesis del L-Boc-Glu(All)-OH a partir de la sal (hidrocloruro) del ácido 
glutámico.  
 
La preparación del aminoácido derivado del ácido diaminopropiónico, L-Boc-Dpr-(1-
PirAc)-OH y del aminoácido derivado de la lisina, L-Boc-Lys-(1-PirAc)-OH se llevó a 
cabo mediante un acoplamiento del correspondiente α-aminoácido, L-Boc-Dpr-OH y 
L-Boc-Lys-OH con el ácido 1-pirenoacético, véase Figura 3.2. El tratamiento de esos 
III. Síntesis 
78 
aminoácidos con 1 eq del ácido 1-pirenoacético en presencia de HATU y DIEA condujo 
a los correspondientes aminoácidos con rendimientos de 77 y 56% respectivamente. La 
señal del espectro de RMN a 4.20 ppm correspondiente al grupo acetilo, así como las 
señales aromáticas del pireno nos confirmaron la formación de los compuestos 
deseados. 
 
 
 
Figura 3.2. Preparación de los α-aminoácidos funcionalizados con el ácido 1-
pirenoacético.  
 
El aminoácido L-Boc-Prg-(1-Pir)-OH, se preparó a partir de la propargilglicina 
mediante un acoplamiento de Sonogashira con el 1-bromopireno en medio acuoso según 
el procedimiento puesto a punto en nuestro grupo de investigación (Figura 3.3).116,117 El 
éxito de los distintos intentos llevados a cabo para realizar el acoplamiento con el 
bromopireno se vieron limitados por la baja solubilidad de dicho compuesto en el medio 
de la reacción DMF:H2O (3:1). Fue necesario recurrir a condiciones más diluidas que, 
aunque prolongaban los tiempos de reacción, mejoraban los rendimientos. De esta 
forma, cuando se lleva a cabo el acoplamiento a una concentración de 16 mM del 
aminoácido en presencia de un 10% Pd sobre C (53 mg por mmol de Aa) y en presencia 
de un 4% de CuI se obtuvo el producto de acoplamiento en un 85% de rendimiento. 
Una de las dificultades que acarreaba este método era la purificación del aminoácido 
debido a su baja solubilidad en disolventes poco polares. Es de destacar que el 
rendimiento de la reacción mejoraba cuando la purificación se llevaba a cabo mediante 
una filtración a través de celita con la que se conseguía eliminar el 1-bromopireno y los 
restos de metales de los acoplamientos. Posteriormente la fase orgánica (en CH2Cl2) se 
lavó con HCl (5%) para eliminar la propargilglicina que no había reaccionado así como 
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buena parte de la DMF, evitando así la tediosa separación por cromatografía rápida en 
la que la gran polaridad de los componentes de la mezcla hacían que se quedasen 
retenidos en la columna cromatográfica. 
La siguiente etapa era la reducción del triple enlace. Esta hidrogenación resultó más 
complicada de lo esperado ya que en las condiciones habituales no había reacción, 
debido a la falta de solubilidad del sustrato en EtOH, incluso sonicando y diluyendo. 
Tras varios intentos variando la concentración y añadiendo diferentes equivalentes de 
Pd/C decidimos añadir 1% ácido acético con 10% Pd/C en EtOH, obteniéndose el 
producto deseado, L-Boc-Pta-5-(1-Pir)-OH, con buenos rendimientos (Figura 3.3). En 
estas condiciones se observaba la formación de un subproducto de sobrehidrogenación 
como consecuencia de la reducción de uno de los dobles enlaces del anillo de pireno. Es 
necesario controlar el tiempo de reacción para evitar la presencia de este subproducto ya 
que una vez formado su separación por columna cromatográfica es difícil debido a que 
ambos compuestos tienen similares tiempos de retención.  
 
 
Figura 3.3. Estrategia sintética seguida para la preparación del L-Boc-Pta-5-(1-Pir)-
OH a partir del 1-bromopireno y el N-Boc propargilglicina. 
 
La preparación de los α-aminoácidos funcionalizados con perileno, L-Boc-Prg-(3-Per)-
OH y L-Boc-Pta-5-(3-Per)-OH (Figura 3.4), se llevó a cabo de forma análoga a la 
descrita para los derivados de pireno. En este caso fue necesario preparar inicialmente el 
3-bromoperileno. La bromación del perileno se llevó a cabo con la NBS (recristalizada) 
en DMF.118,119 Los bajos rendimientos de la bromación (<10%) a ta, debido a que la 
mayor parte de la sustancia de partida no reaccionaba,  nos llevaron a calentar la mezcla 
a 50ºC para favorecer la solubilidad de la sustancia de partida, obteniéndose el 
bromoperileno con un rendimiento del 15%. El producto deseado aparecía contaminado 
con el perileno de partida resultando tediosa y complicada su separación, pero dado que 
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este producto no interfería en el acoplamiento se utilizó sin más purificación. Durante la 
escritura de esta Tesis se encontraron dos trabajos donde se mejora considerablemente 
el rendimiento de esta bromación obteniéndose valores de 75%120 y 93%121, esto no ha 
sido estudiado en nuestro laboratorio.  
La estructura del 3-bromoperileno se identificó en base a su espectro de RMN en CDCl3 
en el que se observaban las señales dobletes a 8.10 y 7.99 ppm que se corresponden con 
las señales H1 y H2. Este espectro se diferencia fácilmente del perileno simétrico que 
presenta dos dobletes a 8.19 y 7.68 ppm y un triplete a 7.48 ppm.  
El acoplamiento de Sonogashira con el 3-Br-perileno presenta los mismos problemas ya 
mencionados para el pireno. La baja solubilidad del bromoperileno dificulta esta 
transformación. De todas formas el producto deseado, L-Boc-Prg-(3-Per)-OH se 
obtuvo con un rendimiento del 39% (Figura 3.4). La reacción se puede realizar en 
escala de 2-3 g sin variación apreciable del rendimiento. Finalmente la hidrogenación 
catalítica dio lugar al L-Boc-Pta-5-(3-Per)-OH con un rendimiento del 80%. 
 
 
 
Figura 3.4. Estrategia sintética seguida en la preparación del L-Boc-Pta-5-(3-Per)-OH 
basada en el acoplamiento de Sonogashira entre el 3-bromoperileno y la N-Boc-
propargilglina. 
 
La reacción de Sonogashira empleada para el acoplamiento del pireno y perileno a los 
α-aminoácidos (véase mecanismo122 en la Figura 3.5) presenta diversas ventajas con 
respecto a otros acoplamientos C-C, emplea Pd(0) como catalizador, el cual es selectivo 
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y compatible con diferentes grupos funcionales. El catalizador puede recuperarse 
fácilmente, la contaminación del producto con Pd es pequeña y no requiere la 
preparación previa de reactivos como en el caso de la reacción de Suzuki, que requiere 
la preparación del organoborano apropiado.123 Además, la reacción se puede llevar a 
cabo en agua,124 lo cual es atractivo desde del punto de vista ambiental y económico.  
 
 
 
Figura 3.5. Mecanismo de la reacción de Sonogashira.122 
 
En la Tabla 3.1 se muestran las cadenas laterales de los α-aminoácidos no naturales 
utilizados en la preparación de los ciclopéptidos, así como la nomenclatura abreviada 
que utilizaremos a lo largo de esta Tesis.  
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Tabla 3.1. Abreviaturas usadas para referirse a los α-aminoácidos no naturales y 
estructura de las cadenas laterales.  
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3.2 SÍNTESIS DE γ-AMINOÁCIDOS 
La preparación de los γ-aminoácidos D-Boc-γ-MeN-Ach-OFm108 y D-Boc-γ-MeN-Acp-
OFm109,125 en sus formas enantiopuras (ee > 97%) se llevó a cabo siguiendo las 
estrategias sintéticas mostradas en las Figuras S.6 y S.7, y previamente desarrollada en 
nuestro grupo de investigación. El D-Boc-γ-Ach-OFm se preparó a partir del 
aminoácido comercial, en su forma racémica, que mediante la protección como 
terbutilcarbamato, se resolvió mediante la cocristalización con (S)-1-feniletilamina. 
Previamente en el grupo de investigación se preparaba la forma racémica del Boc-γ-
Ach-OH mediante hidrogenación catalítica con Ni/Raney del ácido 3-nitrobenzoico a 
100 psi y 150ºC. La N-metilación se llevó a cabo mediante el tratamiento del Boc 
aminoácido (Boc-γ-Ach-OH) con hidruro sódico en presencia de iodometano. La 
formación del éster fluorenilmetílico condujo a los enantiómeros D-Boc-γ-MeN-Ach-
OFm o L-Boc-γ- MeN-Ach-OFm dependiendo del enantiómero de la 1-feniletilamina 
utilizado en la resolución. En este trabajo hemos empleado la (S)-1-feniletilamina para 
la obtención del isómero (1S,3R)-Boc-γ-Ach-OH que se combina con los α-Aa de 
quiralidad (S)- o L-α-Aa  (Figura 3.6).  
 
 
 
Figura 3.6. Esquema sintético seguido para la obtención de D-Boc- γ- MeN-Ach-OFm. 
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Para la preparación del D-Boc-γ-MeN-Acp-OFm (véase Figura 3.7) se partió de la 
lactama de Vince comercial, que tras hidrólisis por tratamiento con ácido clorhídrico y 
protección como terbutilcarbamato dio lugar al ciclopentilenaminoácido (Ace) que se 
resolvió, nuevamente, mediante cocristalizaciones en presencia de la (S)-1-
feniletilamina. El D-Boc-γ-Ace-OH obtenido se transformó mediante hidrogenación 
catalítica empleando 10% Pd/C en etanol para dar lugar al D-Boc-γ-Acp-OH. 
Seguidamente, la alquilación y posterior esterificación, en condiciones similares a las 
anteriormente descritas, condujo al compuesto D-Boc-γ-MeN-Acp-OFm con buenos 
rendimientos. En ambos casos los excesos enantioméricos se confirmaron mediante el 
test de Marfey, ya que se utilizó la rotación óptica como análisis cualitativo.126 
 
 
 
Figura 3.7. Esquema sintético seguido para la obtención de D-Boc-γ-MeN-Acp-OFm. 
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3.3 SÍNTESIS DE LOS α ,γ-CICLOHEXAPÉPTIDOS PARA 
DISOLVENTES ORGÁNICOS 
La síntesis de los ciclopéptidos preparados se llevó a cabo en disolución y mediante una 
estrategia convergente. La síntesis en disolución frente a la síntesis en fase sólida, por lo 
general, suele necesitar tiempos más prolongados, requiriendo una etapa de purificación 
tras cada acoplamiento para eliminar los reactivos utilizados, las sustancias de partida 
que no han reaccionado y los subproductos formados. Sus ventajas son que no se 
emplean grandes excesos de los reactivos y que se conocen los productos formados en 
cada etapa, por lo que generalmente la planificación es más sencilla y la pureza del 
producto final es más alta. La síntesis en disolución seleccionada implicaba que los 
acoplamientos sobre el Aa N-metilado se realizaban al comienzo de la síntesis, de esta 
forma se favorecía que el acoplamiento tuviese lugar. Los acoplamientos sobre Aa N-
metilados, más impedidos, son menos favorables que sobre los Aa sin metilar, por lo 
tanto si a esta dificultad le añadimos el plegamiento que puede aparecer al crecer el 
péptido, parece lógico llevar a cabo los acoplamientos sobre el Aa N-metilado al inicio 
de la síntesis y emplear agentes activantes altamente eficientes como el HATU.  
Los agentes activantes facilitan los acoplamientos por activación del ácido mediante la 
formación de un éster activo. Existe una gran variedad de agentes de acoplamiento y 
condiciones en las que se forman intermedios reactivos como los ésteres, fluoruros,127 y 
anhídridos. Entre los reativos que forman ésteres reactivos, procedimiento seguido en 
esta memoria, hay que destacar las sales de uronio como HATU, HBTU, TBTU, etc.,128 
con los que se forma un éster de gran reactividad (véase Figura 3.8), y que además 
permite llevar a cabo los acoplamientos con reducida o nula proporción de 
epimerización/racemización. Especial mención merece el HATU, uno de los mejores 
agentes de acoplamiento, que incluso permite condensaciones con aminas secundarias, 
y/o cadenas laterales voluminosas, con elevados rendimientos. 
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Figura 3.8. Mecanismo propuesto para la formación de un éster activo empleando una 
sal de uronio (HBTU, HATU o TBTU). 
 
La ortogonalidad de los grupos protectores permitía la desprotección selectiva del 
extremo N-terminal por tratamiento con TFA o del C-terminal por reacción con la 
piperidina. En general la síntesis en disolución permitió obtener los productos finales 
con buenos rendimientos.  
 
El procesos sintético comenzó con el tratamiento con TFA del Boc-γ-MeN-Aca-OFm 
seguido de acoplamiento con el correspondiente Boc-α-Aa-OH, empleando como 
agente activante el HATU, obteniéndose los correspondientes dipéptidos, en 
rendimientos superiores al 60%. Posteriormente los dipéptidos se transformaron en los 
correspondientes tetrapéptidos mediante la desprotección de los extremos N-terminales 
de una fracción del dipéptido, por tratamiento con piperidina, o desprotección del 
extremo C-terminal por reacción con TFA. Estas condiciones se emplearon para 
cualquier desprotección posterior de tetra- hexa u octapéptidos a lo largo de la síntesis. 
A partir de este punto, el acoplamiento entre un nuevo dipéptido con su grupo 
carboxílico libre y el tetrapéptido con su extremo N-terminal libre condujo a los 
hexapéptidos mientras que el acoplamiento entre otro tetrapéptido dio lugar a los 
octapéptidos lineales. Las siguientes etapas implicaban las ciclaciones generalmente a 
alta dilución. Cuando se emplean aminoácidos protegidos en sus cadenas laterales la 
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última etapa implicaba la desprotección que en nuestro caso se llevó a cabo mediante 
hidrogenación o acidólisis con una mezcla de HBr en TFA/AcOH. En la Figura 3.9 se 
muestra un esquema general de la síntesis en disolución seguida. 
 
 
Figura 3.9. Esquema general de la síntesis de α,γ-ciclohexapéptidos y 
ciclooctapéptidos empleada en este trabajo. 
 
La síntesis de los α,γ-ciclohexapéptidos para ser estudiados en disolventes orgánicos 
CP1-7 (derivados de Acp, Figura 3.10) y CP8-9 (derivados de Ach, Figura 3.11) 
suponía, como ya se comentó anteriormente, la formación en primer lugar de los 
dipéptidos correspondientes. Una vez obtenidos dichos dipéptidos el tratamiento con 
TFA de uno de ellos (generalmente el que contiene la Lys) y con piperidina del que 
contiene el Glu, dio lugar a los correspondientes dipéptidos con los extremos N- y C- 
terminal desprotegidos. Estos se sometieron nuevamente a las condiciones de 
acoplamiento (HATU, DIEA) para dar lugar al tetrapéptido Boc-L-α-Aa-D-MeN-γ-Aca-
L-α-Aa-D-MeN-γ-Aca-OFm con buenos rendimientos. Su caracterización resulta 
complicada ya que el equilibrio cis-trans característico de las amidas secundarias hace 
que las señales de RMN aparezcan desdobladas. Esta dificultad hace que la 
espectroscopía de masas sea la mejor técnica para detectar los productos, aunque impide 
detectar si a lo largo de la síntesis se produjeron reacciones de epimerización. Los 
posibles isómeros sólo pudieron detectarse tras la etapa de ciclación, ya que sólo el de 
alternancia D,L da lugar a péptidos que se pueden autoensamblar formando los 
correspondientes dímeros. 
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La desprotección del extremo N-terminal del tetrapéptido con TFA y el acoplamiento 
con el tercer dipéptido que se había tratado previamente con piperidina para liberar el 
grupo carboxilo condujo a los correspondientes hexapéptidos. La última etapa de la 
síntesis, la ciclación, implicaba el tratamiento con piperidina del péptido lineal 
protegido y posterior reacción con TFA para, a continuación, ciclarlo en presencia de 
TBTU. Dicha etapa requiere unas condiciones de alta dilución 0.001 M en CH2Cl2 para 
evitar los procesos intermoleculares.   
Empleando esta estrategia se prepararon los ciclopéptidos CP1-9 a partir de los α-
aminoácidos derivados de pireno, de Glu, Lys y los γ aminoácidos (MeN-Acp y MeN-
Ach). En todos los casos los ciclopéptidos preparados se purificaron mediante HPLC en 
fase normal (gel de sílice, CH2Cl2/MeOH) o por cromatografía rápida con gel de sílice.  
A diferencia de los ciclopéptidos derivados de Acp, (Figura 3.10), en los que utilizamos 
bencilo como grupo protector de Glu y Lys, en el caso de los ciclopéptidos derivados de 
Ach (Figura 3.11) se utilizó como grupo protector el ester alílico (All) y el 
aliloxicarbonil (Aloc) para la protección de la lisina. Estos grupos son compatibles con 
el alquino del aminoácido Boc-Prg-OH, evitando así el uso de condiciones ácidas 
fuertes que se tendrían que usar para eliminar los grupos bencilos. La presencia del 
alquino impide utilizar la hidrogenólisis para la desbencilación debido a su reducción 
bajo estas condiciones. Para evitarlo, los grupos aliloxi se eliminaron mediante el 
tratamiento del péptido protegido con Pd(0) generado a partir de acetato de paladio y 
trifenilfosfina en presencia de N-metilmorfolina y fenilsilano, cuya función es actuar 
tanto de nucleófilo como de reductor del complejo π-alilo de paladio.  
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Figura 3.10 Estrategia sintética seguida para la obtención de los ciclohexapéptidos 
CP1-7.  
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Figura 3.11. Estrategia sintética desarrollada para la preparación de los 
ciclohexapéptidos CP8-9.  
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3.4 SÍNTESIS DE α ,γ-CICLOHEXAPÉPTIDOS PARA 
DISOLVENTES ACUOSOS 
La preparación de los ciclopéptidos para ser estudiados en agua, CP10-20, se muestra 
en los esquemas sintéticos de la Figura 3.12 para derivados de Acp y Figura 3.13 para 
derivados de Ach. 
La síntesis de los CP10-13 (Figura 3.12, superior) se llevó a cabo a partir de los 
correspondientes ciclopéptidos protegidos CP2-5, mediante tratamiento con HBr en 
ácido acético (35%) y TFA en presencia de pentametilbenceno y anisol. Los derivados  
aromáticos sirven para atrapar los cationes bencílicos que se generan en la reacción e 
impiden que den lugar a reacciones de Friedel-Kraft sobre el anillo de pireno. La 
desprotección dió lugar a los productos con rendimientos variables que van del 30 al 
70%. La síntesis de los CP14-16 (Figura 3.12, inferior) se completó mediante una 
desprotección mediante hidrogenolisis catalítica con un 10% Pd/C y un 0.05% de AcOH 
en EtOH de los ciclopéptidos protegidos CP5-7. La hidrogenación es más limpia y 
mejora los rendimientos obtenidos con respecto al medio ácido. Sin embargo, debido a 
la presencia del pireno en los ciclopéptidos CP10-13, se evitó usar la hidrogenolisis 
como método de eliminación de los bencilos en estos casos ya que como ya se había 
observado en la síntesis del Aa, el pireno se reducía con cierta facilidad en las 
condiciones de reacción y resultaba difícil eliminar el producto de sobrehidrogenación.  
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Figura 3.12. Estrategia sintética seguida para la obtención de los ciclohexapéptidos 
CP10-16.  
 
La preparación de los ciclopéptidos derivados de Ach para ser estudiados en medio 
acuoso, CP17-20, se llevó a cabo por desprotección de los grupos Al y Aloc de los 
correspondientes ciclopéptidos protegidos CP9-10 mediante tratamiento con Pd(0) 
(PPh3, Pd(OAc)2, PhSiH3, NMNO) en CH2Cl2 seco (Figura 3.13). Tras de su 
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purificación por HPLC en fase reversa se obtuvieron los ciclopéptidos desprotegidos 
con rendimientos del 30% para el derivado de perileno CP17 y 67% para el derivado 
del propargil aminoácido, CP18. En el caso de la síntesis del ciclopéptido derivado de 
pireno CP20, la novedad sintética fue incorporar el grupo pireno a través del alquino 
terminal mediante un acoplamiento de Sonogashira en agua al final de la síntesis, el cual 
tuvo lugar con un rendimiento del 45%. A continuación, se llevó a cabo una 
hidrogenación catalítica utilizando las condiciones anteriormente optimizadas para el 
aminoácido (10% Pd/C, 0.05% AcOH/EtOH) obteniendo el ciclopéptido derivado de 
pireno desprotegido CP20, con un rendimiento del 60%. Lo interesante de este proceso 
es que permite introducir una variedad de grupos arílicos al final del proceso 
(divergencia) y la reacción de Sonogashira transcurre con buenos rendimientos, 
sobretodo si el bromuro de arilo es parcialmente soluble en las condiciones de 
DMF/H2O empleadas. 
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Figura 3.13. Estrategia sintética puesta a punto para la preparación de los 
ciclohexapéptidos CP17-20.  
 
La síntesis del CP21, ciclopéptido funcionalizado con el cromóforo Alexa 488, se 
ilustra en la Figura 3.14 y se llevó a cabo a partir del CP5 mediante una reacción de 
Huisgen de azida-alquino (cicloadición 1,3 dipolar)129 entre el acetileno del ciclopéptido 
y el grupo azida portador del cromóforo Alexa (G6). La reacción transcurrió con un 
rendimiento del 30% pudiéndose obtener una mezcla de los regioisómeros 1,4 y 1,5 
aunque no se pudieron separar ni determinar la relación entre ambos.130 La preparación 
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de G6 se llevó a cabo por acoplamiento directo entre el éster N-hidroxisuccinimídico 
del Alexa 488 y el hidrocloruro de la 3-azidapropanoamina en medio acuoso (Figura 
3.14). 
 
 
 
Figura 3.14. Esquema sintético desarrollado para la preparación del ciclohexapéptido 
CP21. 
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La preparación de CP22, dímero covalente, se realizó mediante una reacción de 
Sonogashira en las condiciones desarrolladas por nuestro grupo de investigación,117 a 
partir del CP5 y el 1,2-di(iodobenceno) (Figura 3.15A). Para ello se utilizó medio 
equivalente del 1,2-di(iodobenceno) en presencia de Pd sobre C (10%) y del ácido 4-
difenilfosfinobenzoico (4-DPPBA), que actúa como ligando y sirve para solubilizar el 
complejo de Pd en medio acuoso. La reacción transcurre a través del intermedio 
monoacoplado (CP23), Figura 3.15B, producto que se obtiene mayoritariamente si se 
emplea exceso del diiodobenceno. En esta reacción también se obtuvo el producto de 
acoplamiento alquino-alquino (CP25) (4%), así como pequeños porcentajes del 
derivado monoalquilado (CP23) (5%) y del derivado monoalquilado reducido (CP24) 
(1%). El dímero covalente (CP22) se obtuvo con un rendimiento bajo (20%) debido a 
que no reacciona todo el CP de partida y a la formación de los subproductos 
anteriormente comentados. Afortunadamente los distintos componentes de la mezcla se 
pudieron separar mediante HPLC.  
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Figura 3.15. A) Esquema sintético desarrollado para la preparación del dímero 
covalente CP22. B) Estructura de los subproductos obtenidos en el acoplamiento 
indicado en A) en las condiciones anteriormente comentadas. 
 
El RMN de 1H de CP22 en 10%D2O/90% disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 
mM NaCl a pH 6.4 presenta tres señales dobletes a 8.56, 8.34 y 8.35 ppm para los NH 
amídicos (integra por 6H), con una constante de acoplamiento entre el NH y Hα de 8.5 
Hz, similar a los 9.0 Hz que se describe para los dímeros, sugiriendo que CP22 se 
encuentra como dímero. 
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3.5 SÍNTESIS DE α ,γ-CICLOOCTAPÉPTIDOS PARA 
DISOLVENTES ORGÁNICOS 
En las Figuras S.16 y S.17 se muestra la síntesis de los ciclooctapéptidos marcados con 
los fluoróforos pireno y perileno, CP26-32 cuya homo- y hetero- dimerización será 
estudiada posteriormente por fluorescencia. Se prepararon dos derivados de Acp, uno 
marcado con pireno (CP27) y otro con perileno (CP29) (Figura 3.16) y un derivado de 
Ach que contiene un grupo pireno (CP32) (Figura 3.17). En general, para la unión del 
fluoróforo al ciclopéptido se seleccionó la cadena lateral de la serina, que nos permitiría 
formar un enlace éster entre los carboxilatos del pireno acético comercial y el 
glutámico, para la unión con el hidroxilo del derivado perilénico. La síntesis de estos 
ciclooctapéptidos se llevó a cabo en disolución y como en el caso de los hexapéptidos se 
basa en una aproximación convergente, en la que se va de los dipéptidos a los 
tetrapéptidos y de estos a los octapéptidos para finalmente llevar a cabo la ciclación. De 
nuevo la ortogonalidad de los grupos protectores de los extremos C y N terminal nos 
permite llevar a cabo la desprotección de cada uno de ellos según las necesidades. 
En ambas síntesis se parte del L-Boc-γ-MeN-Acp-OFm o del L-Boc-γ-MeN-Ach-OFm, 
que tras la desprotección con TFA se acoplaron con los aminoácidos comerciales 
protegidos para dar los correspondientes dipéptidos. Los dipéptidos tratados con TFA, 
para eliminar el grupo Boc, se acoplaron con los dipéptidos con su extremo C-terminal 
libre, obtenidos por tratamiento con piperidina, con lo que se obtuvieron los 
correspondientes tetrapéptidos generalmente con buenos rendimientos. A continuación, 
la mitad del tetrapéptido se trató con piperidina para eliminar el grupo protector del 
extremo C-terminal mientras que la otra mitad se trató con TFA para liberar el extremo 
N-terminal. El posterior acoplamiento de estos dos fragmentos con HATU y DIEA dio 
lugar a los octapéptidos lineales. La consiguiente ciclación se llevó a cabo empleando el 
TBTU como agente activante, previa desprotección del extremo C- y N- terminal. Bajo 
estas condiciones se obtuvieron los ciclooctapéptidos protegidos, CP26 (Figura 3.16) y 
CP32 (Figura 3.17) con rendimientos variables. La síntesis del ciclooctapéptido 
protegido CP29 tuvo lugar directamente a partir del tetrapéptido desprotegido en ambos 
extremos ciclando a una concentración 5 mM, cinco veces mayor que las condiciones 
habituales, obteniéndose el ciclooctapéptido correspondiente con un rendimiento del 
38%.  
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La síntesis de los ciclopéptidos derivados de pireno, CP28 (Figura 3.16) y CP34 
(Figura 3.17), se llevó a cabo mediante una reacción de esterificación con el ácido 1-
pirenoacético, para lo cual era necesario eliminar previamente los grupos bencilos. 
Nuestra primera aproximación fue la hidrogenolisis, sin embargo el CP28 no reaccionó 
en estas condiciones. Desconocemos el motivo de esta falta de reactividad, aunque la 
atribuimos a alguna impureza que envenena el catalizador. Por tanto, con este 
ciclopéptido fue necesario recurrir a condiciones más drásticas como son el tratamiento 
con medio ácido (HBr/TFA). Los ciclooctapéptidos desprotegidos, sin purificación 
adicional, se acoplaron con el ácido 1-pirenoacético, activando el ácido con DIC y 
DMAP, obteniéndose los derivados de pireno CP28 (23%) y CP34 (95%).131 
 
El ciclooctapéptido derivado de Acp funcionalizado con perileno, CP31, se preparó a 
partir del CP29 empleando una secuencia similar (Figura 3.16). En este caso la 
desbencilación del glutámico se pudo llevar a cabo mediante hidrogenolisis (10% Pd/C, 
1% AcOH/EtOH). El ciclooctapéptido desprotegido se acopló con el perilen-3-il-
metanol, mediante la activación del grupo carboxílico con DIC y DMAP en 
DMF:CDCl3 (1:11), obteniéndose CP31 en un 58% de rendimiento. 
El perilen-3-il-metanol se preparó a partir del perileno comercial mediante una 
monoformilación en la posición 3 siguiendo un procedimiento ya descrito en el que se 
utiliza como agente formilante el 1,1-diclorometilmetil éter en 1,2-diclorobenceno 
activando con tetracloruro de titanio.132 Bajo estas condiciones la reacción de sustitución 
electrófila aromática tuvo lugar exclusivamente en la posición más reactiva de los 
perilenos (C-3). La posterior reducción del grupo carbonilo con borohidruro sódico dio 
lugar al alcohol deseado en un 86% de rendimiento (Figura 3.18).132 
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Figura 3.16. Estrategia sintética desarrollada para la preparación de los 
ciclooctapéptidos CP28 y CP31. 
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Figura 3.17. Estrategia sintética puesta a punto para la preparación del ciclopéptido 
CP34.  
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Figura 3.18. Síntesis del perilen-3-il-metanol vía formilación selectiva del perileno 
seguida de reducción con NaBH4.132 
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3.6 SÍNTESIS DE α ,γ-CICLOOCTAPÉPTIDOS PARA 
DISOLVENTES ACUOSOS  
Para los estudios de ciclooctapéptidos en agua se preparó un derivado de Acp 
funcionalizado con pireno, CP38 (Figura 3.19) y un derivado de Ach, CP42 (Figura 
3.20). Estos ciclopéptidos presentan en su estructura un Glu y una Lys desprotegidos 
con el fin de que en disolución den lugar a dímeros gracias a la formación de puentes 
salinos (entre los carboxilatos del Glu y amonio (Lys) que contribuyan a su 
estabilización. La secuencia seleccionada incorpora una lisina adicional ortogonalmente 
protegida que permitiría, en caso de que fuese necesario, la incorporación de otros 
grupos. CP38 presenta, en vez del pirenilaminoácido, una propargilglicina, con el 
mismo fin que la lisina. El grupo acetileno nos permitirá realizar reacciones de 
Sonogashira, click, etc. que son totalmente químicoselectivas con los demás grupos 
funcionales presentes en el ciclopéptido. Una de las aplicaciones más evidentes es la 
incorporación de los fluoróforos al final de la secuencia. 
En ambas síntesis se prepararon los ciclooctapéptidos protegidos siguiendo la estrategia 
convergente anteriormente comentada. Posteriormente la desprotección de la Lys(Aloc) 
con Pd(OAc)2, PPh3, PdSiH3, NMNO en CH2Cl2 (seco) nos muestra claramente el 
potencial sintético que aporta su incorporación. En este caso concreto nos decidimos por 
su acetilación por tratamiento con anhídrido acético en CDCl3 y DIEA, dando lugar al 
ciclopéptido CP37 (Figura 3.19) y CP41 (Figura 3.20). Finalmente la desprotección de 
los grupos bencilos en medio ácido (HBr/TFA) dio lugar a los ciclooctapéptidos 
desprotegidos CP38 (Figura 3.19) y CP42 (Figura 3.20). 
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Figura 3.19. Estrategia sintética empleada para la preparación del ciclopéptido CP38.  
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Figura 3.20. Estrategia sintética utilizada para la preparación del ciclooctapéptido 
CP42. 
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3.7 SÍNTESIS DE LOS ESPACIADORES DERIVADOS DEL ÁCIDO 
FMOC-8-AMINO-3,6-DIOXAOCTANOICO Y DE LOS SUSTRATOS 
DERIVADOS DE DAPOXILO Y ALEXA 488 
 
El sustrato más sencillo G1A (el cual no posee un conector entre el elemento de 
reconocimiento y el cromóforo) se preparó mediante un simple acoplamiento entre el 
éster N-hidroxisuccinimínico del Alexa 488 (A488) con el tricloroetanol en DMF y en 
presencia de carbonato de cesio (Figura 3.21). 
 
 
Figura 3.21. Estrategia sintética puesta a punto para la preparación del sustrato G1A. 
 
Para la preparación de los sustratos que contienen el espaciador polioxigenado se utilizó 
el 9-fluorenilmetilcarbamato del ácido 8-amino-3,6-dioxaoctanoico. De esta forma la 
síntesis de G2 y G2A se inició con el tratamiento de dicho compuesto con piperidina 
para eliminar el grupo fluorenilo y el aminoácido resultante se trató con anhídrido de 
Boc para obtener un derivado cuyo grupo protector sea estable a condiciones básicas o a 
nucleófilos y se pueda desproteger en condiciones ácidas (Figura 3.22). El Boc-
aminoácido se trató con tricloroetanol en presencia de EDC y HOBt para obtener el 
tricloroetil éster G2b. El tratamiento con TFA permitió eliminar el grupo Boc y dar 
lugar a G2. Este sustrato se hizo reaccionar con el ester N-hidroxisuccínico de Alexa 
488 (A488) en condiciones básicas dando lugar al sustrato G2A. 
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Figura 3.22. Estrategia sintética puesta a punto para la preparación de los derivados 
tricloroetílicos G2 y G2A. 
 
También, a partir de 9-fluorenilmetilcarbamato del ácido 8-amino-3,6-dioxaoctanoico 
Fmoc-O2Oc-OH, se prepararon los sustratos G3 (derivado metílico), G4 y G4A 
(derivados terbutílicos), G5 y G5A (derivados adamantílicos) (Figura 3.23). El primero, 
G3, se preparó mediante el acoplamiento con MeOH en presencia de HOBt y EDC y el 
grupo fluorenilo se eliminó mediante hidrogenolisis catalizada por Pd/C en una mezcla 
de MeOH/acetonitrilo y en presencia de un 0.05% de AcOH.133,134 Por otro lado, los 
ésteres terbutílicos G4 y G4A y las adamantil amidas G5 y G5A se prepararon por 
reacciones de acoplamiento típicas a partir del 9-fluorenilmetilcarbamato del ácido 8-
amino-3,6-dioxaoctanoico empleando HOBt/EDC con el 3,3-dimetilbutan-1-ol y HATU 
en el caso del 1-adamantilmetanoamina. Los compuestos resultantes G4b y G5b se 
trataron con piperidina en CH2Cl2 para eliminar el grupo fluorenilo dando lugar a G4 y 
G5 respectivamente. Estos a su vez se acoplaron con el éster N-hidroxisuccinimidínico 
de Alexa 488 (A488) para dar lugar a los correspondientes sustratos G4A y G5A con 
rendimientos razonables (Figura 3.23). 
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Figura 3.23. Estrategia sintética puesta a punto para la preparación de los sustratos, 
G4A y G5A utilizados en los estudios de encapsulación. 
 
Por último, el derivado dapoxílico, G5D (Figura 3.24), se preparó mediante el 
correspondiente acoplamiento entre el éster N-hidroxisuccinimidínico del Dapoxilo 
(Dap) y la 1-adamantilmetanamina en presencia de DIEA obteniéndose dicho sustrato 
con un rendimiento del 91%. 
 
 
Figura 3.24. Estrategia sintética puesta a punto para la preparación del derivado 
dapoxílico G5D. 
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3.8 TABLA RESUMEN DE LOS CICLOPÉPTIDOS Y LOS 
COMPUESTOS USADOS COMO HUÉSPED  
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Tabla 3.2. Estructura y nomenclatura de los α,γ-ciclopéptidos y huéspedes preparados.  
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4.1 INTRODUCCIÓN Y ANTECEDENTES 
Desde que en 1954 Förster y Kasper descubrieron el excímero de pireno,135 este 
fluoróforo ha sido uno de los más estudiados. Esto se debe al largo tiempo de vida de 
sus estados excitados, a su elevado rendimiento cuántico de fluorescencia, a que las 
bandas de emisión de monómero y excímero están muy bien diferenciadas, y a la 
sensibilidad de su espectro de excitación a cambios ambientales. El pireno ha sido 
ampliamente usado como sonda, por ejemplo en estudios estructurales de proteínas136 y 
péptidos,137 reconocimiento de ADN,138,139  estudio de membranas lipídicas,140,141 etc. La 
fluorescencia de pireno también se aplicó para determinar parámetros medioambientales 
como temperatura142 ó pH.143 Además se ha usado para detectar moléculas huéspedes 
(guests) como gases (O2 ó NH3),144 moléculas orgánicas,144 metales,145 etc. Hoy en día el 
pireno, además de emplearse como sensor, presenta potenciales aplicaciones en el área 
de materiales electrónicos orgánicos.146 La Tabla 4.1 se muestran algunos derivados de 
pireno que se usan frecuentemente.146 
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Tabla 4.1. Formas reactivas de pireno mono, bi y tetrasustituido.146 
 
En nuestro grupo de investigación se iniciaron los estudios de fluorescencia con pireno 
para detectar la dimerización de un α,γ-ciclohexapéptido derivado de Ach 
funcionalizado con un pireno (véase Figura 4.1).115 La modificación quimioseletiva de 
la Ser dio lugar lugar al éster pirenílico cuyo rendimiento cuántico fue de ΦD = 0.03.147  
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Figura 4.1. Estrategia sintética desarrollada para la preparación del CP44. El 
fluoróforo pireno se introducía al final de la síntesis mediante la reacción de la cadena 
lateral de la serina con el ácido 1-pirenoacético.115  
 
El ciclopéptido CP44 carecía de simetría C3, por lo tanto, al dimerizar daba lugar a tres 
dímeros diferentes, que llamaremos D44[E], D44[Acw] y D44[Accw] dependiendo de la 
orientación relativa de las cadenas laterales (Figura 4.2). En estos estudios se denomina 
dímero eclipsado Dn[E] el que deja los dos aminoácidos de pireno (verde) enfrentados, 
mientras que denominamos dímeros alternados Dn[A] a los otros dos, donde los pirenos 
están enfrentados a fenilalaninas. 
 
IV. Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos 
118 
 
Figura 4.2. Esquema del equilibrio de dimerización para CP44, un ciclohexapéptido 
derivado de Ach, funcionalizado con pireno (verde) y que carece de simetría C3. El 
monómero está en equilibrio con los tres posibles dímeros, D44[E], D44[Acw], D44[Accw]. 
 
Cada uno de estas dos formas Dn[Acw] y Dn[Accw] se denominan de esta forma 
dependiendo del sentido de giro del dímero superior por el camino más corto para 
enfrentar a las dos pirenos (en el pie de página de la Figura 4.3 se explica esta 
nomenclatura). Para ver el tipo de giro se representan los posibles dímeros desde una 
vista superior.  
 
 
 
Figura 4.3. Orientación relativa de las cadenas laterales de los α-Aa en los posibles 
dímeros para el caso de α,γ-ciclohexapéptidos que carecen de simetría C3. Vista desde 
la parte superior de un eje perpendicular al plano de los ciclopéptidos. Cada bola de 
color representa a un α-Aa diferente. El α-Aa en verde representa al Aa derivado del 
pireno. Los diferentes rotaisómeros presentan diferente orientación relativa de las 
cadenas laterales. Mientras que el dímero eclipsado Dn[E] los pirenos están 
enfrentados, en el caso de los dímeros alternados Dn[Accw] y Dn[Acw] el pireno se aparea 
con los otros dos aminoácidos (azul ó rojo). En el esquema, “n” representa el número 
del péptido que dimeriza, “cw” indica “clockwise” o en sentido de las agujas del reloj 
y “ccw” indica “counterclockwise” o en sentido contrario a las agujas del reloj para 
referirse al sentido del giro para ir de pireno a pireno por el camino más corto 
manteniendo fijo el ciclopéptido inferior y moviendo el ciclopéptido superior.  
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En este precedente se determinó la constante de asociación de CP44 mediante la 
emisión de fluorescencia del pireno, teniendo en cuenta que sólo se detecta la señal 
(excímero) procedente del dímero Dn[E] y que los otros dos dímeros diasteroméricos se 
formaban en cantidades equimolares dando señal como monómero. El espectro de RMN 
de 1H y COSY nos indica que existen distintos NH peptídicos correspondientes a los 
distintos dímeros, Figura 4.4. Desafortunadamente el espectro es complejo y las señales 
que nos podrían dar información de la relación de dímeros, por ejemplo los NH 
peptídicos (8.61, 8.40, 8.22 y 8.10 ppm), H-2 del pireno (7.90 y 7.81 ppm) o Hβ(Ser(1-
Pir) (4.10 y 4.05 ppm) aparecen superpuestas con otras señales impidiendo su 
integración.115  
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Figura 4.4. Espectro de RMN de 1H y COSY del CP44 en CDCl3.115 
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4.2 DETERMINACIÓN DE LA CONSTANTE DE 
HOMODIMERIZACIÓN DE α ,γ-CICLOHEXAPÉPTIDOS 
FLUORESCENTES EN MEDIO ORGÁNICO 
En esta Tesis se ha elegido el 1-Br-pireno y el ácido 1-pirenoacético como formas 
reactivas de pireno para su anclaje a péptidos. Se prepararon tres ciclohexapéptidos 
derivados del Acp (CP1, CP2, CP3) (Figura 4.5) con el fin de cuantificar las constantes 
de asociación en disolventes orgánicos.  
 
 
 
Figura 4.5. Estructura de los ciclohexapéptidos derivados de Ach (CP44) y Acp (CP1, 
CP2, CP3) modificados con pireno, que fueron usados para la determinación de 
constantes de asociación en CHCl3. Estructuras químicas de las formas reactivas de 
pireno usadas en esta Tesis (abajo).  
 
El objetivo de preparar estos péptidos es, en primer lugar, completar los estudios 
iniciados en el grupo con CP44, ciclopéptido derivado de Ach, utilizando ahora 
ciclohexapéptidos derivados de Acp. En segundo lugar estos ciclopéptidos tienen la 
ventaja de poder ser estudiados en medio acuoso simplemente por desprotección de las 
cadenas laterales de Bn y Z. En tercer lugar, los ciclopéptidos desprotegidos dan lugar a 
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una posible interacción por puente salino entre la Lys y el Glu, lo cuál podría usarse 
para estabilizar la forma eclipsada, véase Figura 4.6.  
De forma contraria a CP44, estudiado previamente en el grupo, la incorporación del 
pireno a CP1, CP2 y CP3 se llevó a cabo al inicio de la síntesis en forma de α-Aa, 
utilizando un aminoácido sintetizado previamente. La ventaja de incorporar el pireno al 
inicio de la síntesis en vez de incorporarlo al final del proceso, es que se evita usar un 
tercer grupo protector ortogonal con Bn y Z. Además la presencia del fluoróforo en las 
primeras etapas de la síntesis, presenta la ventaja de poder seguir fácilmente los 
acoplamientos mediante UV. Empezamos preparando los ciclopéptidos marcados con 
pireno derivados de Lys (CP1) y a continuación se preparó el derivado del 1,3-
diaminopropionico Dpr (CP2) y el derivado alquílico (CP3) que presentan una cadena 
portadora del pireno más corta. 
4.2.1 CARACTERIZACIÓN DE LOS CICLOHEXAPÉPTIDOS 
PROTEGIDOS 
La característica común de los ciclopéptidos CP1, CP2 y CP3 es que carecen de 
simetría C3, lo cual implica que en el proceso de homodimerización pueden formarse 
tres dímeros diferentes (Figura 4.6). 
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Figura 4.6. Equilibrio de homodimerización de los ciclopéptidos CP1, CP2 y CP3. 
 
La caracterización de los ciclopéptidos se llevó a cabo mediante espectroscopía de 
masas, resonancia magnética nuclear de protón y carbono, y espectroscopía de IR e UV. 
En el RMN de 1H en CHCl3 de todos ellos resultaba difícil diferenciar las señales de los 
protones amida ya que quedaban enmascarados bajo las señales aromáticas del pireno 
(Figura 4.7). Estas señales se pudieron observar en los experimentos bidimensionales 
como el COSY y TOCSY, Figura 4.8 y 4.9. Los NH peptídicos aparecen acoplados con 
los Hα de Glu, Lys y el aminoácido funcionalizado con pireno y presentan 
desplazamientos químicos superiores a 8 ppm, lo que nos indica que los protones amida 
están implicados en enlaces de hidrógeno, por lo que deducimos que los péptidos están 
formando una hoja plegada β característica de los α,γ-dímeros. Alguna de las señales 
aparecen desdobladas y se correlacionan; por ejemplo NH(ω-Lys) en CP1 aparece 
desdoblado a 5.60 y 5.85 ppm o H-2 del Pir de CP3 a 7.82 y 7.73 ppm, lo que nos 
indica que se están formando al menos dos dímeros. La integración de estas señales 
debería darnos información sobre la ratio entre los dímeros, pero una de las señales 
aparece solapada impidiéndonos conocer dicha relación. De todas formas, tanto en el 
caso de CP1 como CP3, parece que existe una forma minoritaria y otras mayoritarias. 
Al igual que otros precedentes del grupo se están formando los tres dímeros, Dn[E], 
Dn[Acw] y Dn[Accw], cuya constante de asociación se determinó por RMN era superior a 
105 M-1.148,149  
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Figura 4.7. Espectros de RMN 1H en CHCl3 de los CP1, CP2 y CP3. 
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Figura 4.8. Espectros bidimensionales COSY en CHCl3 de CP1. 
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Figura 4.9. Espectros bidimensionales COSY en CHCl3 de CP3. 
 
Los espectros de IR también aportan información sobre la estructura dimérica de estos 
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ciclopéptidos (CPs).108,109 De esta forma hemos podido correlacionar las señales 
características de hojas plegada β que aparecen en los FTIR de estos ciclopéptidos. De 
forma general y a modo de ejemplo para CP3, Figura 4.10, se observa la banda 
correspondiente a la amida A (vibración del NH) a 3300 cm-1, mientras que la vibración 
del grupo carbonilo aparece con una banda a 1625 (amida I) y una segunda a 1533 cm-1 
correspondiente a la amida II paralela, (amida IIII, vibración del enlace C-N). 
 
Figura 4.10. Espectro de IR de CP3 en CHCl3 sobre soporte de NaCl para IR. 
 
El espectro de UV de los ciclopéptidos que poseen un pireno, CP1, CP2 y CP3 presenta 
un pico bien definido con máximo de absorción a 344 nm en CHCl3 (trazo negro, Figura 
4.11). El espectro de emisión de estos péptidos (trazo rojo, Figura 4.11), presenta dos 
bandas de emisión características bien definidas en la región ultravioleta del espectro (a 
376 y 398 nm), que representan la estructura vibrónica típica del pireno (monómero) y 
otra banda ancheada a mayor longitud de onda (470 nm) que aparece a altas 
concentraciones y que se corresponde con un estado electrónico excitado de una especie 
dimérica de tiempo de vida corto, esta especie se llama excímero. El excímero sólo se 
forma cuando los pirenos están predispuestos a una distancia entre 3 y 4 Å, por lo tanto 
la aparición de excímero en este sistema es indicativo de la presencia del dímero. 
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Figura 4.11. Espectro de absorción (negro) del ciclopéptido conteniendo pireno, CP3, 
y espectro de emisión (rojo) con excitación a 340 nm en CHCl3.  
 
La relación entre la intensidad de la banda del excímero y la intensidad de una de las 
bandas de monómero nos da una información parcial sobre la relación que existe entre 
estas especies en disolución. Como cabría esperar, la intensidad de esta banda del 
excímero varía con la concentración aumentando la señal del excímero al incrementar la 
concentración como consecuencia del desplazamiento del equilibrio hacia la formación 
del dímero. Se llevó a cabo una valoración para determinar la constante de 
homodimerización de los ciclohexapéptidos en CHCl3 teniendo en cuenta que debido a 
la carencia de simetría C3 de los ciclopéptidos, se formaban tres dímeros en cantidades 
similares. 
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4.2.2 DETERMINACIÓN DE LA CONSTANTE DE ASOCIACIÓN EN 
CHCl3 
Con el fin de determinar la constante de asociación de los ciclopéptidos CP1, CP2 y 
CP3 se prepararon disoluciones patrón (la concentración se determinó por UV, 
empelando un ε = 44000 cm-1M-1) de estos péptidos en CHCl3. La valoración 
fluorimétrica se llevó a cabo en el rango de concentración 0.07-25 µM, adicionando 
diferentes volúmenes de una disolución concentrada sobre un volumen de disolvente y 
se recogió el espectro de emisión cuando la muestra se excitaba a 340 nm.  
La irradiación de una muestra diluida de CP1 (15 nM, Figura 4.12) en CHCl3 genera el 
típico espectro de emisión del pireno, con dos máximos a 377 y 397 nm. A medida que 
se aumentaba la concentración de ciclopéptido por adición de alícuotas del la disolución 
concentrada se observa la aparición de una nueva banda a 472 nm que se corresponde 
con la emisión del excímero de pireno (Figura 4.12). Como se comentó anteriormente, 
de los tres posibles dímeros (rotámeros), sólo la forma eclipsada (Dn[E]) presenta la 
señal de emisión del excímero debido a que es la única que permite el apilamiento de 
las dos unidades de pireno necesarias para la formación del mismo. Teniendo en cuenta 
que la emisión de excímero es proporcional a la formación de dímero y suponiendo que 
la proporción de los tres dímeros en la mezcla es equimolar, se ha utilizado la emisión 
de excímero frente al monómero para calcular la constante de asociación de 
dimerización, utilizando la Ecuación 4.2 (que se explicará más adelante), resultando ser 
1.99 × 106 M-1. 
 
! 
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Ecuación 4.2. Ecuación empleada en el ajuste de las valoraciones de α,γ-CP que 
carecen de simetría C3 en disolvente orgánico. 
 
En la Figura 4.12 se muestran los espectros de emisión recogidos para el CP1 y la 
variación de las intensidades relativas frente a la concentración. Se pudo observar que a 
concentraciones superiores a 2 µM apenas se obtiene un aumento en la señal del 
excímero a pesar de que la relación entre la señal del dímero y del monómero es muy 
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pequeña. Consideramos, por tanto, que a estas concentraciones ya se está muy próximo 
a que todo el CP se encuentre en forma de dímero. 
 
 
Figura 4.12. Superposición de los espectros de emisión del CP1 en CHCl3 (λexc = 340 
nm) en un rango de concentración de 0.07-2.2 µM. En el recuadro se muestra el ajuste 
para la determinación de K1 (1.99 × 106 M-1) empleando la Ecuación 2.2 (ver detalles 
más adelante).  
 
La valoración de la constante de asociación de CP2 (Figura 4.13) y CP3 (Figura 4.14) 
se llevó a cabo de igual forma que con CP1. En la Figura 4.13 se muestran los espectros 
de emisión para el CP2 y la variación de las intensidades relativas frente a la 
concentración. Se puede observar, a diferencia de lo observado con el CP1, que a 
concentraciones superiores a 2.5 µM aún se observa un aumento en la señal del 
excímero. Llama en este caso la atención que la banda del excímero es más intensa que 
en los otros dos casos, así como que la banda del excímero está desplazada hacia 
longitudes de onda menores, 460 nm vs 470 nm, haciendo que se solape con la banda de 
398 nm que como consecuencia de esto, ahora tiene mayor intensidad que la de 370 nm. 
Esta diferencia la hemos atribuido a la longitud de la cadena lateral del ácido 
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diaminopropiónico (Dpr) frente a la de Lys, de menor longitud. La mayor longitud de 
cadena debe hacer que el tiempo necesario para la formación del excímero sea mayor, 
de tal forma que los pirenos anclados a la Lys se relajen durante un tiempo mayor, 
emitiendo como monómeros, antes de la formación del excímero (se explicará con más 
detalle en el apartado de estudios de estado estacionario). También es posible que la 
pequeña longitud y rigidez del conector entre el anillo de pireno en CP2 y pueda 
impedir que se forme el excímero con la geometría adecuada y que este sea el motivo 
por el cual la banda del excímero aparece ligeramente desplazada de 470 nm. La 
constante de asociación determinada, 0.6 × 106 M-1, resultó ser ligeramente inferior a los 
otros dos. 
 
 
Figura 4.13 Superposición de los espectros de emisión del CP2 en CHCl3 (λexc = 340 
nm) en un rango de concentración de 0.13-2.2 µM. En el recuadro se muestra el ajuste 
para la determinación de K1 (0.60 × 106 M-1) empleando la Ecuación 2.2 (ver detalles 
más adelante).  
 
En la Figura 4.14 se muestran los espectros de emisión recogidos para el CP3 y la 
variación de las intensidades relativas frente a la concentración. En este caso, de forma 
IV. Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos 
132 
similar a CP1, a concentraciones superiores a 10 µM apenas se observa un aumento en 
la señal del excímero, por lo que consideramos que el equilibrio ya estaba próximo a su 
saturación, y que todo el CP se encuentra en forma de dímero. El ajuste realizado 
empleando la Ecuación 2.2 da lugar a una constante de asociación con un valor de 1.6 × 
106 M-1. 
 
Figura 4.14. Superposición de los espectros de emisión del CP3 en CHCl3 (λexc = 340 
nm) en un rango de concentración de 1-10 µM. En el recuadro se muestra el ajuste 
para la determinación de K1 (1.60 × 106 M-1) empleando la Ecuación 2.2 (ver detalles 
más adelante).  
 
En la Tabla 3.2 se muestran resumidos los valores de K1 (constante de dimerización) 
obtenidos para los CP1, CP2, CP3, y el CP44 (valor determinado con anterioridad en el 
grupo).115 Estos ciclopéptidos tienen en común que carecen de simetría C3, lo que 
implica que es posible la formación de tres dímeros diferentes, que en principio hemos 
supuesto que están en igual relación para el cálculo de K1. Como se puede observar los 
valores de K1 obtenidos son similares en todos los casos, no existiendo diferencias para 
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la dimerización del derivado de Ach (CP44) y los derivados de Acp (CP1, CP2 y CP3) 
en CHCl3. 
  
 CP44115 CP1 CP2 CP3 
K1 (CHCl3)/M-1 1.00 × 106  1.99 × 106 0.60 × 106 1.60 × 106 
 
Tabla 4.2. Valores de K1 obtenidos para los péptidos CP44, CP1, CP2 y CP3 en CHCl3. 
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4.2.3 ECUACIONES EMPLEADAS EN EL AJUSTE DE LOS DATOS DE 
EMISIÓN DE α ,γ-CICLOHEXAPÉPTIDOS CON TRES DÍMEROS 
IMPLICADOS EN LA DIMERIZACIÓN 
 
La Figura 4.15 recoge los equilibrios implicados en la dimerización de un CP que puede 
dar lugar a tres dímeros distintos. 
 
 
Figura 4.15. Equilibrios implicados en homodimerización de ciclohexapéptidos que 
carecen de simetría C3. Los dímeros D[E] y D[Accw], D[Acw] representan a dos especies 
espectroscópicamente diferentes.  
 
Teniendo en cuenta este equilibrio, se podría emplear como ecuación general para este 
equilibrio la que se ilustra en la Ecuación 4.1, cuyo desarrollo se muestra en el anexo. 
 
 
! 
I470
I376
=
m1 " K1 " 1+ 4 " a0 " KT # 1+ 8 " a0 " KT( )( )
2 " KT " 1+ 8 " a0 " KT( ) #1( )+ n " K 2 " 1+ 4 " a0 " KT # 1+ 8 " a0 " KT( )( )
 
 
Ecuación 4.1. Ecuación general propuesta para el ajuste del equilibrio de dimerización 
de un ciclohexapéptido formado tres dímeros no equivalentes, Dn[E] y dos especies tipo 
Dn [A]. Donde a0 es la concentración, m1 es la constante del sistema, K1 es la constante 
de dimerización de Dn[E] (excímero), K2 constante de dimerización de Dn[Accw], K3 
constante de dimerización de Dn[Acw] y KT representa la constante global de 
dimerización, KT = K1 + K2 + K3. 
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En el caso de los ciclohexapéptidos como los empleados en este estudio, que carecen de 
simetría C3, el equilibrio de dimerización da lugar a tres dímeros diferentes con 
similares constantes de asociación. La ecuación se puede resumir al considerar que K1 = 
K2 = K3 y por tanto KT = 3 × K1 de tal forma que la Ecuación 4.1 da lugar a la Ecuación 
4.2, la cuál podría aplicarse cuando los tres rotaisómeros son equimoleculares. 
 
! 
I470
I376
=
m1 " 1+12 " a 0 " K1 # 1+ 24 " a0 " K1( )( )
6 " 1+ 24 " a0 " K1( ) #1( )+ 2 " 1+12 " a0 " K1 # 1+ 24 " a0 " K1( )( )
 
 
Ecuación 4.2. Ecuación empleada en el ajuste de los datos de emisión de los 
ciclohexapéptidos de simetría C3 en CHCl3 con cantidades equimoleculares de los 
dímeros.  
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4.3 DETERMINACIÓN DE LA CONSTANTE DE 
HOMODIMERIZACIÓN DE α ,γ-CICLOHEXAPÉPTIDOS 
FLUORESCENTES EN MEDIOS POLARES COMO DMSO:CHCl3 
Y AGUA 
4.3.1 ANTECEDENTES 
Existe un precedente en el grupo donde se prepararon dos ciclohexapéptidos 
funcionalizados, uno de ellos con un grupo dador y el otro con un grupo aceptor de 
electrones, Figura 4.16.114 Estos ciclohexapéptidos formaban los correspondientes 
heterodímeros, D45.46[E], D45.46[Acw], D45.46[Accw] dependiendo de la orientación relativa 
de los grupos cromóforos (C60 y TTF π-extendido). 
 
Figura 4.16 Equilibrio de heterodimerización entre CP45 y CP46 para dar lugar a los 
tres posibles heterodímeros D45.46[E], D45.46[Acw], D45.46[Accw]. 
 
Los estudios electrofísicos realizados indicaban que sólo una de las tres especies, 
D45.46[E], en la que ambos grupos cromóforos quedan próximos, era electroactiva 
(Figura 4.17). Un dato destacable de estos estudios era que los tiempos de vida de las 
especies radicalarias iónicas que se generaban eran superiores a 1 µs.114 A pesar de estos 
elevados tiempos de vida, para mejorar este proceso y hacerlo mucho más eficiente, es 
necesario controlar el equilibrio entre estos dímeros114 ya que las dos especies alternadas 
son inactivas. 
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Figura 4.17. Estructura (generada computacionalmente) del heterodímero activo 
D45.46[E] en la transferencia electrónica. La proximidad entre el dador (exTTF) y 
aceptor (C60) de electrones necesaria para la transferencia es facilitada por la 
predisposición de las cadenas laterales en el sistema dimérico.114 
 
Debido a estas limitaciones nos planteamos como objetivo de esta Tesis diseñar y 
sintetizar ciclohexapéptidos en los que se formase mayoritariamente la especie 
eclipsada, D[E]. Nótese que en el equilibrio existente entre los tres dímeros (Figura 
4.18), se puede observar que en la especie eclipsada, D[E], las cadenas laterales R1 y R2 
quedan próximas en el espacio pudiendo establecer interacciones entre ellas. Esta 
proximidad no se observa en ninguna de las otras dos formas, por tanto, si R1 y R2 
pueden establecer alguna interacción atractiva entre ellas se podría desplazar 
preferentemente el equilibrio hacia esta forma.  
 
 
 
Figura 4.18. Equilibrio entre los tres dímeros (Dn[E] y Dn[Accw], Dn[Acw]) no 
equivalentes en los que se puede observar las distintas interacciones de las cadenas 
laterales de los Ciclopéptidos que forman los dímeros. 
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En base a las estructuras de estos dímeros se pensó que la presencia de un Glu y una 
Lys en las secuencias sintetizadas permitiría establecer dos puentes salinos entre ellos y 
estabilizar el dímero que permite el apilamiento de los pirenos (Figura 4.19). 
 
 
Figura 4.19. Estructura general de los ciclohexapéptidos capaces de congelar el 
equilibrio de dimerización en la forma D[E] a través de puentes salinos entre los 
monómeros. En la representación de la estructura dimérica se omitió el segundo puente 
salino para simplificar la imagen.  
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4.3.2 CARACTERIZACIÓN DE LOS CICLOHEXAPÉPTIDOS 
DESPROTEGIDOS 
Los ciclopéptidos desprotegidos, (en el Capítulo Síntesis se detalla el procedimiento), 
CP10 y CP11 (Figura 4.20) no eran solubles en cloroformo, por lo que para su 
caracterización mediante RMN se utilizó una mezcla de DMSO:CHCl3 (30:70). 
Nuevamente las señales desdobladas de los NH peptídicos (8.12 y 8.08 ppm) aparecen 
solapadas con las del pireno, (Figura 4.21 para CP11), dificultando la caracterización 
del dímero, aunque mediante los experimentos COSY pudimos asignarlas gracias a las 
correlaciones con los Hα de los α-Aa. Los Hα y Hγ también aparecen solapados siendo 
imposible determinar el número de dímeros ni la relación en la que se encuentran. 
Nuevamente el desplazamiento químico de estos NH, 8.12 y 8.08 ppm para CP11, nos 
indica que en estas condiciones estos ciclopéptidos se encuentran en forma de dímero.  
 
 
Figura 4.20. Estructura de los ciclopéptidos CP10 y CP11.  
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Figura 4.21. Espectros de RMN 1H y COSY de CP11 en DMSO-d6:CDCl3 (30:70). 
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4.3.3 DETERMINACIÓN DE LA CONSTANTE DE ASOCIACIÓN EN 
DMSO:CHCl3 
Primeros estudios. Estudios del ciclohexapéptido desprotegido derivado del 
diaminopropiónico (CP10). 
 
La baja solubilidad del ciclohexapéptido desprotegido CP10. en CHCl3 impidió medir la 
constante de asociación en este medio para compararla con la obtenida en los 
ciclopéptidos protegidos. Por otra parte en DMSO, el ciclopéptido era totalmente 
soluble pero no se observa excímero incluso a una concentración de 70 µM, (Figura 
4.22). Por lo tanto decidimos llevar a cabo los estudios de fluorescencia en mezclas de 
DMSO y CHCl3 con una pequeña proporción de DMSO, encontrando que para los 
experimentos de fluorescencia en los que la concentración de CP era menor de 10 µM 
era suficiente una proporción del 10% DMSO:CHCl3. En estas condiciones y en 
concentraciones de 1 µM (Figura 4.23), ya se observaba una intensa señal del excímero, 
muy superior a cualquiera de los experimentos realizados con los CP protegidos, lo que 
podemos atribuir a la formación preferente del dímero eclipsado.  
 
 
Figura 4.22. Superposición de los espectros de emisión del CP10 1µM en 
DMSO:CHCl3 (10:90) (rojo) y 70 µM en DMSO (negro) (λexc = 340 nm). Los espectros 
fueron normalizados para su representación utilizando como referencia la banda de 
emisión a 397 nm.  
 
Uno de los problemas que nos encontramos era que la variación de la intensidad de la 
banda del excímero con respecto a la del pireno como monómero era bastante aleatoria 
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en concentraciones entre 0.15 y 14 µM, observándose que incluso a concentraciones tan 
bajas se observa una banda muy intensa correspondiente al excímero y que apenas 
aumenta con el aumento de la concentración de CP, (Figura 4.23).  
 
Figura 4.23. Variación de la relación de intensidades (I470/I398) con la concentración 
[0.1–1.4 µM] en una mezcla DMSO:CHCl3 (10:90) del CP10. La valoración se llevó a 
cabo añadiendo volúmenes crecientes de una disolución patrón de CP10 (2.4 µM).  
 
Por otra parte, el ciclopéptido protegido CP2, precursor de CP10, no presenta la banda 
del excímero incluso a concentraciones de 1 µM indicando que sin la presencia de los 
puentes salinos en estas condiciones los ciclopéptidos deben estar en forma 
monomérica, (Figura 4.24). 
 
IV. Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos  
143 
Figura 4.24. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia del pireno del 
CP2 (λexc = 340 nm) en concentraciones entre 0.5 µM (negro) hasta 1 µM (azul) en 
DMSO:CHCl3 (10:90). Todos los espectros fueron normalizados para su 
representación utilizando como referencia la banda de emisión a 376 nm.  
 
Con el objetivo de determinar el origen de esta variación aleatoria en la señal del 
excímero decidimos realizar un experimento en el que la misma muestra era irradiada 
sucesivas veces, con un tiempo de un minuto entre irradiación, Figura 4.25 (izquierda). 
Se observa en estos experimentos como la señal de emisión de fluorescencia va 
desapareciendo con el tiempo y por tanto se observa una disminución de la relación 
entre las bandas del excímero y del monómero (I470/I398). Esta relación disminuye de 
forma muy acusada cuando se usa como disolvente la mezcla DMSO:CHCl3 (10:90) y 
de forma más lenta, estabilizándose después de 30 min, en el caso de la mezcla 
DMSO:CHCl3 (20:80), Figura 4.25 (derecha). 
 
Figura 4.25. Superior: Superposición de los espectros de emisión del CP10 (0.93 µM) 
en DMSO:CHCl3 (10:90) (izquierda) y DMSO:CHCl3 (20:80) (0.43 µM) (derecha) a 
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distintos tiempos: 1min (negro), 3 min (rojo), 6 min (verde), <30 min (azul). Inferior: 
Representación de la variación de la relación I470/I398 con el tiempo.  
 
Este comportamiento puede estar relacionado con la precipitación de CP10, la cual 
parece más acusada cuando tenemos bajos porcentajes de DMSO. Por otra parte, estos 
resultados también parecen indicar una pérdida de fluorescencia por degradación del 
fluoróforo debido a la irradiación. En realidad hay que hacer constar que ninguna de las 
muestras fue desgasificada y podría ser la causa de desaparición de la señal. Esta 
hipótesis fue descartada ya que la señal del ciclopéptido protegido tanto en CHCl3 como 
en DMSO:CHCl3 (10:90), permanece estable ante repetidas irradiaciones en una 
disolución sin desgasificar. 
Parece evidente que el problema de pérdida de señal en las mezclas DMSO:CHCl3 se 
debe a la precipitación del ciclopéptido. Para evitar errores en las medidas realizadas 
decidimos aumentar la concentración de DMSO. De los estudios realizados decidimos 
que el porcentaje de DMSO que debería contener las mezclas sería 30% DMSO en 
CHCl3. En la Figura 4.26 se muestra como los datos se ajustan a la curva empleando 
DMSO:CHCl3 (30:70) como disolvente. El valor de constante de asociación obtenido es 
2.16 × 106 M-1, utilizando la ecuación de ajuste Ecuación 3.3. Dicho valor es incluso 
superior al obtenido para el ciclopéptido protegido CP2 en CHCl3, 0.6 × 106 M-1, a pesar 
de tener en el medio de dimerización un elevado porcentaje de un disolvente que 
compite por los enlaces de hidrógeno con el dímero.  
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Figura 4.26. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia del pireno del 
CP10 (λexc = 340 nm) en DMSO:CHCl3 (30:70) cuando se varía la concentración del 
CP entre 0.03 µM (negro) hasta 1.1 µM (azul oscuro). Las muestras se prepararon por 
adición de distintos volúmenes (5, 15, 40, … µL) de la disolución patrón cuya 
concentración era de 2.9 × 10-6 M-1 en un volumen inicial de disolvente de 500 µL. En el 
recuadro se muestra el ajuste para la determinación de la K1  (2.16 × 106 M-1) 
utilizando la Ecuación 4.4 (se muestra más adelante). 
 
 
Estudios del ciclohexapéptido desprotegido derivado del ácido amino pirenil 
pentanoico (CP11)  
En base a los buenos resultados obtenidos con CP10 en la mezcla DMSO:CHCl3 
(30:70) decidimos estudiar el ciclopéptido con el pirenilpentanoico (CP11) donde 
esperábamos que el fluoróforo fuese más estable fotoquímicamente y más soluble en 
medios apolares con el fin de así reducir el contenido de DMSO. En los estudios 
iniciales utilizamos la muestra de DMSO:CHCl3 (20:80), observando que una 
disolución de CP11 120 µM presentaba una señal de excímero de baja intensidad. Ante 
la posibilidad de que el CP, que provenía de una purificación por HPLC en fase reversa 
en la que habíamos empleado un 0.1% de TFA, estuviera completamente protonado 
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impidiendo la formación de los puentes salinos, (véase Figura 4.27, efecto del pH en la 
estabilización de los puentes salinos), decidimos añadirle una pequeña proporción de 
base (DIEA), observándose como se producía un claro incremento de la señal del 
excímero. Cuando se añadía exceso de base se empezaba a observar una disminuición 
de la señal del excímero como consecuencia de la desprotonación del amonio de la 
lisina y una destrucción de los puentes salinos que estabilizaban al dímero, (Figura 
4.28). 
 
 
 
Figura 4.27. Efecto del pH en las interacciones entre las cadenas laterales de los α-Aa 
para cada uno de los dímeros implicados en el equilibrio de dimerización de α,γ-
ciclohexapéptidos que carecen de simetría C3.  
 
 
IV. Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos  
147 
Figura 4.28. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia del CP11 (120 
µM) (λexc = 340 nm) en una mezcla DMSO:CHCl3 (20:80) (negro) en presencia de 
diferentes equivalentes de DIEA [1.8 (rojo), 3.5 (verde), 5.3 (marrón), 7.1 (naranja), 
28.3 (azul)]. Todos los espectros fueron normalizados para su representación 
utilizando como referencia la banda de emisión del monómero a 376 nm.  
 
Una vez ajustado el pH de la muestra buscando la mejor relación I470/I376 de la 
disolución patrón, se procedió a hacer la valoración de CP11 de forma similar a como 
se había hecho con el CP10, variando para ello, la concentración de CP entre 1.2 y 46.5 
µM. Tal como se puede observar en la Figura 4.29 se obtuvo una constante de 
dimerización, en base a las condiciones mencionadas (20% DMSO/CHCl3), de 4.3 × 105 
M-1. 
  
 
Figura 4.29. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia de CP11 (λexc 
= 340 nm) en DMSO:CHCl3 (20:80) cuando se varía su concentración entre 1.2 µM 
(negro) y 46.4 µM (rojo). Las muestras se prepararon independientemente, añadiendo 
distintos volúmenes (5, 10, 20, 70 … µL) de la disolución patrón del CP11 a una 
concentración 1.35 × 10-5 M-1 y que previamente se había tratado con DIEA (3eq) en un 
volumen final de 200 µL. En el recuadro se muestra el ajuste para la determinación de 
la K1 (4.3 × 105 M-1) utilizando la Ecuación 4.4. Todos los espectros fueron 
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normalizados para su representación utilizando como referencia la banda de emisión 
del monómero a 376 nm. 
 
Para demostrar que los puentes salinos estaban estabilizando el dímero se comparó el 
valor de K1 de CP11 con el del ciclopéptido protegido CP3 en las mismas condiciones 
resultando una K1 = 4.79 × 104 M-1 para CP3 (véase Figura 4.30), que es un orden de 
magnitud menor que para la especie desprotegida. En este caso se ajustaron los datos 
con la Ecuación 4.2, que tiene en cuenta que se pueden formar los tres dímeros no 
equivalentes en similares proporciones.  
 
 
Figura 4.30. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia de CP3 (λexc = 
340 nm) en DMSO:CHCl3 (20:80) cuando se varía la concentración entre 5 µM (negro) 
y 148 µM (azul oscuro). Las muestras se prepararon independientemente mediante la 
adición de distintos volúmenes (5, 10, 20, 70 … µL) de la disolución patrón de CP (2.94 
× 10-4 M-1) en volumen final de 200 µL. En el recuadro se muestra el ajuste para la 
determinación de K1(4.8 × 104 M-1) utilizando la Ecuación 4.2, para la que se considera 
la existencia de tres especies diméricas no equivalentes. Todos los espectros fueron 
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normalizados para su representación utilizando como referencia la banda de emisión 
del monómero a 376 nm. 
 
En la Tabla 4.3 se muestran los valores de K1 (constante de dimerización) obtenidos 
para CP2, CP3, CP10 y CP11. Los dos últimos ciclopéptidos tienen en común la 
capacidad de formar dos puentes salinos cuando dimerizan, estabilizando de esta forma 
el dímero eclipsado, Dn[E] frente a los otros dos posibles dímeros alternados, Dn[Acw] y 
Dn[Accw] . Es destacable el valor de K1 para CP10 en disolventes polares, un orden de 
magnitud superior que la de CP11, aunque esto podría deberse, tal como se verá más 
adelante, a una diferencia en el ajuste del pH de las disoluciones empleadas. 
 
 CP2 CP3 CP10 CP11 
K1/M-1 
0.6 × 106 
(CHCl3)a 
1.6 × 106 
(CHCl3)a 
4.8 × 104 
(20:80)b 
 
 
2.16 × 106 
(30:70)d 
 
 
4.3 × 105 
 (20:80), DIEAc 
 
Tabla 4.3. Valores de K1 obtenidos para los péptidos CP2, CP3, CP10 y CP11 en 
CHCl3 y DMSO:CHCl3. 
 
a. Las muestras se prepararon por adición de distintos volúmenes (5, 10, 20 .. µL) de la 
disolución patrón cuya concentración es 5 × 10-6 M en un volumen de 2 mL.  
b. Las muestras se prepararon independientemente mediante la adición de distintos volúmenes 
(5, 10, 20, 70 … µL) de la disolución patrón cuya concentración es de 2.94 × 10-4 M en volumen 
final de 200 µL. 
c. Las muestras se prepararon independientemente mediante la adición de distintos volúmenes 
(5, 10, 20, 70 … µL) de la disolución patrón cuya concentración es de 1.35 × 10-5 M en volumen 
final de 200 µL. 
d. Las muestras se prepararon por adición de distintos volúmenes (5, 15, 40, … µL) de la 
disolución patrón cuya concentración es de 2.9 × 10-6 M en un volumen de disolvente de 500 
µL. 
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4.3.4 DETERMINACIÓN DE LAS CONSTANTES DE ASOCIACIÓN EN 
H2O 
El siguiente paso en nuestro estudio era estudiar la dimerización el ciclopéptido 
desprotegido CP11 en medio acuoso aprovechando su solubilidad en este medio. La 
posibilidad de formar dímeros α,γ-peptídicos en agua nos abriría campos de aplicación 
de estos sistemas más realistas. 
Lo primero que intentamos determinar era si se formaba el dímero en medios acuosos, 
tarea difícil debido a la competencia de los enlaces de hidrógeno del agua con el 
sistema; además los puentes salinos en agua podrían estar debilitados por su 
solvatación. Como en los casos anteriores la formación de los dímeros debería denotarse 
por la presencia de la señal del excímero y todo ello a un pH determinado. Intuimos que 
a pH neutro debería formarse más fácilmente el dímero, condiciones en las que la forma 
zwiterion debería de ser mayoritaria, favorecido por los puentes salinos. Nuestro primer 
experimento se llevó a cabo en una disolución tamponada de fosfato (5 mM) a pH 7. El 
resultado se muestra en la Figura 4.31, en la que se observa a una concentración de 
ciclopéptido 50 µM, una intensa señal del excímero. Hay que resaltar que el pireno 
acético en estas condiciones y concentraciones no da lugar a excímeros, lo que indica 
que es el esqueleto peptídico el responsable de la dimerización permitiendo que los 
pirenos se predispongan adecuadamente para que se forme el excímero.  
 
 
Figura 4.31. Espectro de emisión del pireno acético (negro) y del CP11 (azul) 50 µM a 
pH 7 en una disolución reguladora de fosfato sódico 5 mM . 
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Los espectros de UV de los dos compuestos (pireno acético y CP11) presentaban 
grandes diferencias tal como se puede apreciar en la Figura 4.32. El espectro del pireno 
acético presentaba bandas claramente definidas con un máximo a 343 nm y cuya forma 
e intensidad relativas con respecto a otras bandas no varía con la concentración. Sin 
embargo, el CP11 presentaba un espectro de UV dependiente de la concentración, 
donde el máximo se ancheaba y desplazaba hacia el rojo unos 3 nm (a 346 nm) al 
aumentar la concentración.50 Estos resultados son un claro indicio de que los pirenos en 
el CP11 se encuentran apareados interaccionando antes de ser excitados. Es decir, en 
contra de lo observado en medios orgánicos, en el estado fundamental ya se observa la 
interacción entre pirenos, y ésta aumenta al incrementar la concentración.  
 
Figura 4.32. Superposición de los espectros de absorbancia del pireno acético 46 µM 
(negro, b = 0.2) y del CP11 a diferentes concentraciones desde 6.5 µM (violeta) hasta 
10 µM (azul) a pH 7 en una disolución tamponada de 5 mM fosfato sódico.  
 
Un primer indicio de la correlación entre el pH del medio y la estructura del 
ciclopéptido la obtuvimos de los espectros de UV. Así, cuando se añadió NaOH (1M) 
sobre la disolución de CP11 (40 µM) a pH neutro se observa el corrimiento al azul de 
las bandas desde 348 nm hasta 343 nm, (Figura 4.33). El espectro a pH básico se parece 
al del pireno acético en disolución, lo que sugiere que a pH básico se desagregan los 
componentes de la muestra. Un efecto similar aunque menos pronunciado se observó 
con la acidificación de la muestra tal como se puede apreciar en la Figura 4.33. Es de 
destacar que el proceso es reversible, es decir, la muestra acidificada recupera la banda 
a 348 nm una vez corregido el pH a 7. 
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Figura 4.33. Superposición de los espectros de absorción del CP11 (40 µM, 35 mM 
NaCl) con el pH del medio, observándose que a pH básico (azul), (obtenido mediante la 
adición de una disolución de NaOH 1 M) o a pH ácido (rojo) (generado mediante la 
adición de HCl 1 M) la banda a 348 nm se desplaza hacia el azul.  
 
Los experimentos de fluorescencia volvieron a mostrar una clara dependencia con el 
pH. Así, cuando a la disolución de CP11, a una concentración de 40 µM y pH 7, la cual 
presenta una intensa banda a 475 nm correspondiente al excímero, se le adiciona HCl o 
NaOH se produce la desaparición de la banda del excímero al mismo tiempo que se 
incrementan las bandas correspondientes al monómero (efecto no mostrado en la Figura 
4.34, al estar todos los espectros normalizados). La banda del excímero se recupera 
cuando el pH se vuelve a ajustar entre pH 5 y 9, (Figura 4.34). 
 
Figura 4.34. Superposición de los espectros de emisión del CP11 (40 µM, en 35 mM 
NaCl) a diferentes pH, en la que se puede apreciar la dependencia con este.  El pH fue 
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modificado mediante la adición de NaOH 1 M y HCl 1 M sobre la disolución de CP11 
a pH neutro.  
 
Una vez confirmado que el pH comprendido entre [5-9] es el óptimo para favorecer la 
formación del dímero, se llevó a cabo una determinación de la constante de asociación 
del CP11, en una disolución de fosfato sódico 5 mM de pH 7. La valoración se realizó 
de forma similar a los experimentos anteriores. Tal como se puede observar en la Figura 
4.35, a una concentración de 5 µM del CP11, éste se encuentra fundamentalmente como 
monómero, mientras que a 200 µM debe encontrarse mayoritariamente como dímero. 
La constante de dimerización obtenida en estas condiciones fue 1.2 × 104 M-1 (véase 
Figura 4.35).  
 
Figura 4.35. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia de CP11 (λexc 
= 340 nm) en agua a pH 7, disolución reguladora de fosfato sódico 5 mM cuando se 
varía la concentración entre 5 µM (azul oscuro) y 200 µM (negro). En el recuadro se 
muestra el ajuste para la determinación de K1 (1.2 × 104 M-1) utilizando la Ecuación 
4.4, para la que se considera la existencia de una especie dimérica. Todos los espectros 
fueron normalizados para su representación utilizando como referencia la banda de 
emisión del monómero a 376 nm. 
 
IV. Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos 
154 
Efecto del fluoróforo en la dimerización en agua. Estudios del decaimiento de la 
fluorescencia (fluorescencia de resolución temporal) 
 
Los experimentos de UV realizados con el CP11 en los que se veía el desplazamiento 
hacia el rojo de la banda a 343 nm así como su ancheamiento ya indicaban que los 
pirenos están interaccionando fuertemente en el estado fundamental.50 A pesar de esto 
decidimos hacer estudios de tiempos de vida, con el fin de determinar la cinética del 
proceso.  
El tiempo de vida (τ) del estado excitado singlete sirve para caracterizar un fluoróforo. 
En un experimento de medida de tiempos de vida de fluorescencia (τ), (fluorescencia de 
resolución temporal o “time-resolved fluorescence” frente a fluorescencia en el estado 
estacionario o “steady state fluorescence”) el fluoróforo se excita con un corto pulso de 
luz de excitación a un tiempo cero y luego disminuye la intensidad de fluorescencia 
observada con un decaimiento monoexponencial, según la Ecuación 4.3. 
 
! 
dF(t)
dt
= F(t = 0)e
"1
#  
Ecuación 4.3. Expresión matemática que describe la relación entre el tiempo de vida de 
fluorescencia τ y la intensidad de la fluorescencia. 
 
En esta ecuación, F(t=0) es la intensidad de fluorescencia tras un pulso de excitación 
conocida como factor preexponencial o amplitud. El tiempo de vida de fluorescencia τ 
es el tiempo en el que la intensidad de fluorescencia se reduce a 1/e del valor inicial. En 
el caso de una mezcla de fluoróforos con distintos tiempos de vida de fluorescencia o un 
fluoróforo con tiempos de vida de fluorescencia diferentes, según su microentorno, el 
decaimiento no es monoexponencial y puede describirse como una suma de 
decaimientos monoexponenciales individuales, Figura 4.36. Por lo tanto, los estudios de 
decaimiento de fluorescencia nos permiten determinar el número de tiempos de vida 
que existen para una muestra determinada. 
 
IV. Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos  
155 
 
 
Figura 4.36. Representación esquemática de la variación exponencial de la intensidad 
de fluorescencia con el tiempo, para una mezcla de tres especies A, B y C. La forma de 
la curva depende del número de especies y de los tiempos de vida de cada especie.  
 
Los estudios de decaimiento de fluorescencia se llevaron a cabo en el laboratorio del 
profesor Manuel Mosquera del Departamento de Química Física y Centro Singular de 
Investigación en Química Biológica y Materiales Moleculares de esta Universidad. El 
comportamiento de CP11 en agua es completamente diferente al de su homólogo 
protegido (CP3) en CHCl3. En la Figura 4.37 se muestran los decaimientos observados 
en ambos medios. En el caso de CP3 en CHCl3 observamos un decaimiento 
triexponencial a 475 nm (cuando se excita de 340 nm). Este decaimiento lleva 
asociaciados tiempos de vida de 2.0 y 7.6 ns, con amplitud negativa, que se asignaron 
con el proceso de formación del excímero, y otro de 22.8 ns, de amplitud positiva, que 
se corresponde con el típico decaimiento del excímero en estos medios.  
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Figura 4.37. Decaimiento de fluorescencia a 475 nm del CP3 en una disolución de 
CHCl3 (5 µM, gris) y del CP11 en agua (5 µM, negro) cuando se excita  a 340 nm. 
 
Basándonos en estos datos asumimos que en CHCl3 no existe un apilamiento π-π de los 
anillos aromáticos que impliquen una preformación del excímero y por lo tanto no 
existe una contribución que estabilice la estructura dimérica por parte de los anillos del 
fluoróforo. La situación es diferente en los estudios llevados a cabo en agua  con el 
CP11. En estas condiciones se observaba un decaimiento monoexponencial de la 
emisión a 480 nm en un tiempo de vida de 65 ns sin observarse ningún factor 
preexponencial negativo que implique los tiempos de vida necesarios para su 
formación. Esto supone que las unidades de pireno del CP11 están previamente 
enfrentadas en el estado fundamental, es decir, el carácter hidrofóbico de los anillos de 
pireno en medios acuosos favorece las interacciones de los anillos de pireno. Este hecho 
explica que la contribución de la banda del excímero en agua es mucho mayor que en 
disolventes orgánicos ya que no da tiempo a que el pireno emita como monómero 
mientras se produce el cambio espacial que conduce a la formación del excímero. Todo 
ello sugiere que en estas condiciones el propio fluoróforo también debe contribuir a 
estabilizar al dímero, aunque las otras interacciones, enlaces de hidrógeno de las hojas 
plegadas y los puentes salinos tienen una contribución fundamental.  
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A continuación decidimos llevar a cabo un experimento de competición de CP11 con 
un ciclopéptido similar pero sin fluoróforo, CP13 (Figura 4.38), para comprobar si el 
nuevo ciclopéptido podría competir con el dímero existente en el medio. La formación 
del nuevo dímero daría lugar a una desaparición de la banda del excímero una vez 
formado el heterodímero D11.13[E].  
 
 
 
Figura 4.38. Estructura química de los ciclopéptidos CP13 y CP14 empleados en los 
experimentos de competición con CP11. 
 
Decidimos realizar los experimentos de competición empleando una concentración del 
CP11 de 20 µM, condiciones en las que el CP se encuentra como monómero 
mayoritariamente, (Figura 4.39). Los experimentos se realizaron a pH 6.5 empleando 
una disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM en NaCl. En estas condiciones la 
relación I470/I376 es de 0.5. Cuando se añadieron 2 eq de CP13 apenas se observaba una 
variación en la intensidad de dichas bandas tal como puede observarse en la Figura 
4.38. La mezcla presenta un espectro de fluorescencia en la que se aprecia un 
incremento de la banda de emisión del excímero, lo cual se refleja en un ancheamiento 
en el espectro de UV (véase cuadro Figura 4.39). Con este experimento podemos 
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concluir que el dímero formado inicialmente con CP11 estaba estabilizado por la 
presencia de los pirenos y que la adición de otro CP era incapaz de desplazar el 
equilibrio hacia la formación de un nuevo dímero en el que la contribución del 
apilamiento de los pirenos no existiese.  
 
 
Figura 4.39. Superposición de los espectros de emisión del CP11 (20 µM, negro) a pH 
6.5, en una disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM NaCl y de una mezcla de 
CP11 (20 µM) y CP13 (40 µM). En contra de los esperado, se observa un pequeño 
incremento en la banda del excímero. En el recuadro se muestran los espectros de 
absorción en las mismas condiciones. Todos los espectros fueron normalizados para su 
representación utilizando como referencia la banda de emisión del monómero a 376 
nm. 
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Ante estos resultados, que sugerían una contribución tan importante de apilamiento de 
los pirenos, decidimos realizar el mismo experimento con el CP14, en el que el anillo 
de pireno se sustituye por indol (Figura 4.38).  
En las proteínas el grupo indol del Trp puede utilizarse como un fluoróforo sensible al 
medio en el que el espectro de emisión del indol puede aportar información de la 
localización de residuos de Trp en proteínas.150 La banda de emisión de un residuo de 
Trp en la superficie de una proteína emite a longitudes de onda mayores que las de un 
residuo de Trp localizado en un ambiente hidrofóbico como el interior de la misma 
(Figura 4.40).151 Un ejemplo es la proteína melitina formada por 26 aminoácidos y que 
contiene un residuo de Trp. Dependiendo de las condiciones de disolución, la melitina 
puede estar en forma de monómero o autoasociarse en forma de tetrámero (Figura 4.41). 
En la forma monomérica el Trp queda expuesto al medio acuoso mientras que la 
formación del tetrámero deja el Trp en el interior del agregado. Cuando esto ocurre la 
emisión del Trp se desplaza a longitudes de onda menores, véase Figura 4.40. 
 
 
 
Figura 4.40. Espectro de absorción y emisión de Trp localizado en interior (Int) y 
exterior (Ext) de una proteína. Nótese que en la representación esquemática los 
triptófanos están ubicados en el interior de la estructura.150 
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Figura 4.41 Representación simplificada de la estructura tetramérica de la melitina 
compuesta por α-hélices.152 
 
Los estudios de fluorescencia realizados con CP14 en disoluciones acuosas parecen 
indicar una contribución de la forma dimérica, ya que cuando la muestra se excita a 280 
nm, la banda del indol emite a 357 nm, ligeramente desplazada hacia el azul con 
respecto a la emisión del L-BocTrpOH, Figura 4.42. A estas concentraciones el Trp se 
encuentra en forma monomérica y expuesto al medio acuoso mientras que el 
desplazamiento hacia al azul en el ciclopéptido se puede deber a que en el dímero los 
indoles se apilan para retraerse del medio acuoso. 
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Figura 4.42. Superposición de los espectros de emisión (λexc 280 nm) del CP14 (40 µM, 
negro) y de L-BocTrp-OH (40 µM, azul) en una disolución de fosfato sódico 10 mM y 
100 mM NaCl a pH 6.5. En el recuadro se muestran los espectros de absorción en las 
mismas condiciones. 
 
Los experimentos de competición entre CP11 y CP14 parecen indicar que existe 
interacción entre ambos ciclopéptidos. En la Figura 4.43 se puede observar como la 
adición de 3 eq de CP14 sobre una disolución de CP11 (40 µM) da lugar a una 
disminución de la banda de emisión del excímero y un aumento de la banda del 
monómero, pasándose de la relación I470/I376 de 0.14 a 0.08, (Figura 4.43). De hecho, 
cuando estas muestras son excitadas a 350 nm (excímero) (Figura 4.44a) se observa una 
acusada disminución de la banda del excímero y no de la banda del monómero, 
sugiriendo que en el estado excitado de la mezcla de CP11 y CP14 hay una nueva 
especie (Figura 4.44a). Diferencias similares fueron observadas cuando se irradiaba a la 
longitud de onda del Trp (280 nm), Figura 4.44b. 
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Figura 4.43. Superposición de los espectros de emisión del pireno (λexc 340 nm) del 
CP11 (11 µM, negro) y de una mezcla de CP11 (11 µM) y CP14 (33 µM) (azul) en una 
disolución de fosfato sódico 10 mM, 100 mM NaCl y pH 6.5. En el recuadro se muestra 
la superposición de los espectros de absorbancia de CP11(11 µM, negro), CP14 (33 
µM, verde) y una mezcla de CP11 (11 µM) y CP14 (33 µM) (azul) en una disolución de 
fosfato sódico 10 mM, 100 mM NaCl y pH 6.5. 
 
La detección de la intensidad de fluorescencia, emitida por un fluoróforo a una cierta 
longitud de onda en función de la longitud de onda de excitación, permite obtener lo 
que se denomina un espectro de excitación. Dicho espectro coincide con el espectro de 
absorción del fluoróforo siempre que no se produzcan procesos de transformación en el 
estado excitado. Por lo tanto, los espectros de excitación son de gran utilidad para 
conocer los procesos que sufre el fluoróforo en el estado excitado. 
Mientras los espectros de excitación (verde a trazos) y de absorción (verde) del CP14 
coinciden, el espectro de la mezcla CP11.CP14 resultó ser diferente tal como se puede 
observar en la Figura 4.44c, sugiriendo la formación de una especie diferente en el 
estado excitado en el caso de la mezcla, que puede ser un exciplejo Trp-Pireno. Este 
exciplejo podría ser difícil de detectar debido a su bajo rendimiento cuántico. Tampoco 
IV. Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos  
163 
se descarta el FRET Trp (dador)-Pir (aceptor) ya que observamos que cuando se excita 
el Trp (280 nm) la banda del Trp disminuye ligeramente y aumenta la banda de emisión 
del pireno como monómero. Este fenómeno es apoyado por el solapamiento entre el 
espectro de emisión del Trp y el de absorción del pireno, (Figura 4.44d).153 De todas 
formas, la formación de este nuevo dímero, D11.14 está menos favorecido que el D11, ya 
que empleando 3 eq de CP14 aun se observaba claramente la señal del excímero 
correspondiente a D11[E]. 
 
Figura 4.44 a) Superposición de los espectros de emisión cuando se excita a 350 nm. b) 
Superposición de los espectros de emisión con excitación a 280 nm. c) Superposición de 
los espectros de excitación a 355 nm. d) Superposición de los espectros de emisión 
(Trp) y de absorción (Pir). La disolución que contiene CP11 (11 µM, trazo negro), una 
mezcla de CP11 (11 µM) y CP14 (33 µM) (trazo azul), CP14 (33 µM, trazo verde 
discontinuo para el espectro de excitación y continuo para el espectro de emisión). Los 
experimentos fueron realizados a pH 6.5 empleando una disolución de fosfato sódico 
10 mM con 100 mM NaCl.  
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4.3.5 ECUACIONES EMPLEADAS EN EL AJUSTE DE LOS DATOS DE 
EMISIÓN DE α ,γ-CICLOHEXAPÉPTIDOS CON UN DÍMERO 
IMPLICADO EN LA DIMERIZACIÓN 
La ecuación general, Ecuación 4.2, (mostrada anteriormente) representaría al equilibrio 
de dimerización de la Figura 4.15, correspondiente con la dimerización de un 
ciclohexapéptido que dada su simetría da lugar a tres dímeros no equivalentes.  
Cuando la dimerización da lugar mayoritariamente a la especie D[E] (Figura 4.45), 
inducido por la formación de dos puentes salinos, la ecuación general se transformaría 
en la Ecuación 4.4 en la que sustituimos K2 = K3 = 0 y KT = K1. 
 
 
Figura 4.45. Equilibrios implicados en homodimerización de ciclohexapéptidos que 
presentan los aminoácidos Glu y Lys y que al dimerizar en condiciones de pH 
adecuadas forman puentes salinos que favorecen la formación de un único dímero, en 
este caso D[E] con una constante de asociación K1.  
 
! 
I470
I376
=
m1 " 1+ 4 " a0 " K1 # 1+ 8 " a0 " K1( )( )
2 " 1+ 8 " a0 " K1( ) #1( )
 
 
Ecuación 4.4. Ecuación empleada en el ajuste de los datos de emisión de los 
ciclohexapéptidos desprotegidos con puente salino en mezclas DMSO:CHCl3 y H2O a 
pH [5-9]. 
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4.4 CONCLUSIONES 
Se han preparado una serie de α,γ-ciclohexapéptidos (Figura 4.46) con el fin de estudiar 
su constante de asociación y la influencia que tienen los puentes salinos entre un Glu y 
una Lys en la formación y estabilización de dímeros. Así mismo los puentes salinos 
restringen el equilibrio de dimerización en la especie dimérica responsable de la 
formación del excímero, el dímero D[E]. Los ciclopéptidos estudiados poseen elevadas 
constantes de dimerización en medio orgánico (106 M-1) y H2O (104 M-1) y son capaces 
de formar una única especie dimérica. Hemos podido comprobar que la dimerización es 
sensible al pH, mejorando a pH neutro. Además, en medio acuoso hemos constatado la 
contribución del pireno en la formación del dímero. La solubilidad en agua de los α,γ-
ciclohexapéptidos preparados nos permite buscar aplicaciones futuras realistas. 
 
 
 
Figura 4.46. Resumen del comportamiento de los α,γ-ciclohexapéptidos preparados en 
CHCl3, DMSO:CHCl3 y agua.  
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5.1 INTRODUCCIÓN 
La motivación por conseguir métodos que permitan un control riguroso de la estructura 
de sistemas diméricos cuyas constantes de asociación sean superiores a 106 M-1 nos 
llevó a la síntesis y el estudio de los α,γ-ciclooctapéptidos modificados con grupos 
fluorescentes. Estos ciclooctapéptidos presentan dos enlaces de hidrógeno adicionales 
frente a los α,γ-ciclohexapéptidos ya estudiados anteriormente por fluorescencia, y esto 
podría verse reflejado en homodímeros con constantes de asociación superiores.  
Como ya se indicó en los precedentes, los α,γ-ciclooctapéptidos derivados de Ach154 y 
de Acp155 se habían estudiado mediante RMN en nuestro grupo. Los derivados de Ach 
muestran propiedades similares a los α,γ-ciclohexapéptidos, una constante de 
asociación débil para la interacción γ-γ, Ka(CHCl3, 25ºC) = 60 M-1, con una contribución 
por enlace de hidrógeno de 1.27 KJ mol-1, y una constante de asociación para la 
interacción α-α mayor que 105 M-1.131 Por otro lado, los derivados de Acp se pliegan 
cuando poseen los α-Aa N-metilados (interacción γ-γ) y por tanto son incapaces de 
formar dímeros. En procesos con constantes de asociación tan elevadas la fluorescencia 
es una herramienta adecuada para la determinación de las mismas.  
Hoy en día, uno de los grandes retos en la química pasa por el control sobre el 
autoensamblaje, por ejemplo para formar selectivamente homo- y hetero- dímeros, de 
forma que consigamos un autoensamblaje a medida y múltiple. En la naturaleza, la 
interacción entre subunidades de proteínas, para formar tanto homo- como hetero- 
dímeros, representa un fenómeno crucial en regulación y catálisis.34-37 Este control 
puede ser una vía para adquirir diversidad estructural y versatilidad funcional. Por lo 
tanto, la formación de homo- y hetero- dímeros posee ya en sí misma una gran 
importancia, y el control sobre su formación selectiva representa un gran reto.  
En este sentido, otro de los objetivos de esta Tesis consistía en la síntesis de α,γ- 
ciclooctapéptidos derivados de Acp y Ach marcados con distintos fluoróforos para su 
posterior estudio en condiciones de heterodimerización. En el grupo existen precedentes 
del uso del RMN,109 fluorescencia114,115 y cálculos computacionales156 para demostrar la 
existencia de heterodímeros derivados de α,γ-ciclohexapéptidos, aunque no se han 
conseguido establecer las bases fundamentales que guían la selectividad de la 
formación. 
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Para llevar a cabo el estudio de heterodimerización de α,γ-ciclooctapéptidos decidimos 
utilizar dos fluoróforos que nos permitiesen estudiar tanto los procesos de homo- como 
de hetero- dimerización.  
Para ello seleccionamos el pireno y el perileno ya que cuando se apilan forman 
excímeros cuyas bandas de emisión (475 nm y 570 nm para el pireno y perileno, 
respectivamente) se diferencian claramente de las bandas de los monómeros, tal como 
se muestra en la Figura 5.1. Por otro lado, el solapamiento entre la banda de emisión del 
pireno y la de absorción del perileno los hace especialmente apropiados para procesos 
de transferencia de energía (FRET),39,50,147,157-159 Figura 5.2. Finalmente la posibilidad de 
observar la formación de exciplejos (entre pireno y perileno) también los hace 
especialmente atractivos porque esta banda de emisión es diferente a las antes 
comentadas pudiendo diferenciarse esta especie de las demás con relativa facilidad.50 La 
formación del exciplejo aportaría información sobre la predisposición de los fluoróforos 
en el heterodímero previamente a la excitación, de forma que, sólo se observaría esta 
señal si el sistema estuviese preorganizado. De esta forma el estudio de este sistema de 
dímeros mediante fluorescencia podría dar lugar a una cascada de señales de emisión 
según el proceso que tenga lugar (homodimerización, heterodimerización o no 
dimerización), Figura 5.1. 
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Figura 5.1. Equilibrios implicados en el estudio de los homo- y hetero- dímeros 
derivados de α,γ-ciclooctapéptidos de simetría C2 funcionalizados con pireno y 
perileno y señales indicativas de la formación de los diferente dímeros. 
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Figura 5.2. Espectro de absorción del perileno (línea roja) y el espectro de emisión del 
pireno (línea azul a trazos) en la que se puede observar el solapamiento espectral 
existente entre ambas especies. 
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5.2 HOMODÍMEROS DE α ,γ-CICLOOCTAPÉPTIDOS EN 
DISOLVENTES ORGÁNICOS 
5.2.1 ANTECEDENTES. ESTUDIO POR RMN DE LA RELACIÓN 
ENTRE DÍMERO ALTERNADO Y ECLIPSADO (D[E]:D[A]) EN CHCl3 
Los ciclopéptidos diseñados para este estudio, CP26-34 (Figura 5.3 Superior), poseían 
una simetría C2. Debido a esto su dimerización conduce a la formación de dos dímeros 
diferentes, no equivalentes, que se diferencian en las interacciones entre los α-
aminoácidos de cada ciclopéptido (Figura 5.3 Inferior).  
V. Homo- y hetero- dímeros de α,γ-ciclooctapéptidos en disolventes orgánicos 
174 
 
 
Figura 5.3. Superior. Estructura de los α,γ-ciclooctapéptidos estudiados en este 
Capítulo. Inferior. Estructuras de las dos formas diméricas Dn[E] y Dn[A] derivadas de 
la homodimerización de los α,γ-Ciclopéptidos (n=0, γ-Acp ó n=1, γ-Ach) de simetría 
C2.  
El dímero alternado al que hemos denominado, Dn[A], se corresponde con la especie en 
la que la fenilalanina queda próxima en el espacio a la serina (D26-28 y D32-34) o al 
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glutámico (D29-31 y D34). El dímero eclipsado, Dn[E], es el que posiciona a las 
fenilalaninas con las fenilalaninas y las serinas (o glutámicos) con las serinas. Por tanto, 
en la estructura de la forma alternada, Dn[A], las cadenas laterales funcionalizadas 
quedan enfrentadas a los bencilos de las fenilalaninas, mientras que en el dímero 
eclipsado, Dn[E], las cadenas laterales equivalentes se encuentran enfrentadas entre sí. 
La elección de este tipo de ciclopéptidos (de simetría C2) se debió a que pretendíamos 
determinar la posible contribución de los fluoróforos empleados en los estudios de 
dimerización. Esta interacción podría ser atractiva, derivada del apilamiento de los 
anillos aromáticos (apilamiento π), o repulsiva como consecuencia del impedimento 
estérico entre los sistema aromáticos. De esta forma, sí la adición del grupo pireno o 
perileno cambia la relación entre ambos dímeros favoreciendo la forma eclipsada, nos 
indicaría que los grupos fluoróforos están participando en la estabilización del dímero y 
por tanto la constante de asociación medida estaría influenciada por dicha interacción. 
Para conocer la relación entre estas especies en disolución, se estudió la 
homodimerización mediante RMN, dado que los dos dímeros generalmente presentan 
diferentes desplazamientos químicos para los protones peptídicos.160 Estos ciclopéptidos 
en 1H RMN (CDCl3) presentan señales que indican enlaces de hidrógeno de lámina β 
entre los monómeros. Las señales de los NH resuenan en la zona entre 8-9 ppm y los 
Hα de la Phe y Ser/Glu aparecen también fuertemente desapantallados con 
desplazamientos químicos mayores de 5.00 ppm. Fue gratificante observar que las dos 
señales de los protones peptídicos aparecen desdobladas y con diferentes 
desplazamientos químicos, los cuales pueden asociarse a cada uno de los dímeros 
(Dn[A] y Dn[E]). En la Figura 5.4 se muestra el 1H RMN (CDCl3) para CP26 y CP32. 
El CP32 forma mayoritariamente uno de los dímeros, tal como se puede observar en su 
RMN, que presentó dos dobletes a 8.60 y 8.50 ppm, correspondiendo el doblete a 8.30 
ppm al NH de la serina del dímero minoritario.  
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Figura 5.4. Espectros de 1H RMN en CDCl3 de los CP26 y CP32 en los que se puede 
apreciar la formación de los correspondientes dímeros como consecuencia del 
desapantallamiento observado en las señales de los protones peptídicos. La integración 
de estas señales permitió determinar la relación entre las formas diméricas eclipsadas 
y alternadas.160 
 
Los estudios bidimensionales realizados para CP32 en los que se veía el un nOe entre 
NH(Ser) y el NH(Phe) permitieron confirmar que el dímero mayoritario era la forma 
alternada, (Figura 5.5). Por el contrario el CP constituido por Acp, CP26, forma los dos 
dímeros en relaciones casi equimoleculares.160 
 
Figura 5.5. Estructura general de un α,γ-dímero donde se indica con flechas la 
interacción espacial entre los NH peptídicos de los Hα próximos, que darán lugar a un 
nOe en los experimentos bidimensionales. 
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En la Tabla 4.1 se muestra un resumen de los resultados obtenidos, mediante RMN, de 
las relaciones entre dímeros para los α,γ-ciclooctapéptidos que se detallan en la Figura 
5.3. En general, los ciclooctapéptidos derivados de Acp (CP26-CP31) mantienen una 
relación equimolecular entre los dos dímeros. Sin embargo, los derivados del Ach 
(CP32-CP34) forman mayoritariamente el dímero Dn[A], esto puede ser debido al 
impedimento estérico entre las cadenas laterales y a la rigidez del anillo ciclohexénico 
del Ach. En este aspecto, el CP desprotegido CP33 presenta una pequeña disminución 
de la forma alternada a favor de la eclipsada que podría atribuirse a una contribución de 
los enlaces de hidrógeno entre los hidroxilos de las serinas. Aunque esta contribución 
no se observa en los derivados de Acp de los ciclopéptidos protegidos y desprotegidos, 
cuyas dos formas diméricas (alternada y eclipsada) se mantienen en la relación 1:1. Es 
de destacar que en todos los casos estudiados la presencia del fluoróforo (pireno o 
perileno) apenas afecta a la relación entre dímeros, por tanto, podemos descartar que 
exista una interacción debido al apilamiento aromático que contribuya a la 
estabilización del dímero. Esta observación nos permite asegurar que los valores de la 
constante de asociación que se obtengan más adelante, utilizando la fluorescencia, van a 
indicar la contribución de los enlaces de hidrógeno en la estructura de hoja plegada β 
antiparalela.  
Es de resaltar que en el estudio de dimerización por fluorescencia se tendrá en cuenta la 
relación de los dos dímeros, Dn[A] y Dn[E], ya que en el caso de los ciclopéptidos 
derivados de Ach la proporción de dímero eclipsado será minoritaria y por lo tanto, la 
señal derivada de esta forma será también pequeña, ya que sólo la forma eclipsada emite 
fluorescencia característica del dímero (excímero de pireno).  
En particular, los ciclooctapéptidos que fueron estudiados por fluorescencia presentaban 
una relación entre los dímeros que varía entre las del derivado de Ach, D34[E]:D34[A] 
1:10, a las de los derivados de Acp, cuyas relaciones fueron D28[E]:D28[A] 1:1 y 
D31[E]:D31[A] 1:0.6. Estas relaciones se muestran en la Tabla 5.1. 
 
Derivado de Acp R1 Dn[E]:Dn[A] 
CP26 -CH2OBn 1:1 
CP27 -CH2OH 1:1 
CP28 -CH2OCOCH2(1-Pir) 1:1 
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CP29 -(CH2)2CO2Bn 1:1.2 
CP30 -(CH2)2COOH 1:1.2 
CP31 -(CH2)2CO2CH2(3-Per) 1:0.6 
Derivado de Ach R1 D[E]:D[A] 
CP32 -CH2OBn 1:14 
CP33 -CH2OH 1:6 
CP34 -CH2OCOCH2(1-Pir) 1:10 
 
Tabla 5.1. Relación entre los dímeros Dn[A] y Dn[E] de los ciclooctapéptidos CP26-34 
determinados por 1H RMN en CDCl3.160 
 
Nuestro grupo de investigación ha publicado recientemente una estrategia para controlar 
la relación Dn[E] y Dn[A], desplazando el equilibrio de homodimerización de 
ciclooctapéptidos derivados de Ach hacia la forma Dn[E] mediante la utilización de 
ligandos ditópicos. En este estudio se utilizan ligandos diamínicos como el DABCO 
(1,4-diazabiciclo[2.2.2]octano) o la 4,4-bipiridina.161 En el caso de los ciclooctapéptidos 
con una porfirina la adición de un equivalente de DABCO permite su complejación con 
el Zinc de las dos porfirinas superpuestas. Esta coordinación desplaza el equilibrio de la 
mezcla (mayoritariamente contiene D46[A], aunque debido a la complejidad del RMN 
no se pudo determinar exactamente la relación D46[E] y D46[A]) hacia una de las formas 
eclipsadas, DABCO⊂D46[E]. La adición de 1 eq de DABCO, sobre CP46 que contiene 
dos porfirinas, no era suficiente para congelar el equilibrio en la forma eclipsada, siendo 
necesarios 2 eq de DABCO. Además parece que el proceso es cooperativo ya que la 
adición del primer DABCO facilita la entrada del segundo equivalente, Figura 5.6.161 
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Figura 5.6. A) Estructura del ciclopéptido CP47 funcionalizado, a través de la cadena 
lateral Ser, con dos porfirinas metaladas. B) Representación esquemática de los 
equilibrios implicados en la dimerización de CP47 en presencia de uno o dos 
equivalentes de DABCO. Este ciclopéptido presenta simetría C2, por lo que la 
dimerización dio lugar a dos dímeros diferentes, D47[E] y D47[A]. La adición de dos 
equivalentes de DABCO desplaza el equilibrio hacia la formación del D47[E].161 
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5.2.2 DETERMINACIÓN DE LA CONSTANTE DE 
HOMODIMERIZACIÓN DE α ,γ-CICLOOCTAPÉPTIDOS POR 
FLUORESCENCIA EN CHCl3 Y DMSO:CHCl3 
Uno de los objetivos de esta Tesis consistió en la determinación mediante fluorescencia 
de la constante de dimerización de α,γ-ciclooctapéptidos, cuyo valor es superior al 
límite de detección del RMN. Para la determinación de las constantes de 
homodimerización se llevó a cabo la valoración en CHCl3 con cada uno de los 
ciclopéptidos marcados con pireno, CP34 (derivado de Ach) y CP28 (derivado de Acp) 
midiendo las intensidades relativas de las bandas de emisión a 470 nm, señal atribuida 
al homodímero, frente a la de 376 nm, que se corresponde a la señal de emisión del 
pireno aislado, (monómero). Es de destacar que se intentó realizar la medida de la 
constante de homodimerización del CP funcionalizado con perileno, CP31, pero la corta 
vida media del perileno excitado, junto con el hecho de que el excímero de perileno no 
está preformado, hacen que no se detecte el excímero. La falta de apilamiento de los 
anillos de perileno, una vez excitado, hace que sea necesario un cambio conformacional 
que permita su apilamiento y la consiguiente formación del excímero. Este cambio 
conformacional es más lento que la propia relajación del perileno, con lo cual no es 
posible detectar el excímero correspondiente bajo estas condiciones, (véanse los 
estudios de tiempos de vida más adelante). 
  
Para la determinación de la constante de asociación en CHCl3 se prepararon las 
muestras con diferentes concentraciones del CP34 en un rango entre 0.12 µM a 10.6 
µM por adición de distintos volúmenes (10, 20, 30, … µl) de una disolución patrón con 
una concentración de 12 µM sobre 900 µl de disolvente. Para el CP28 se prepararon 
muestras con un rango de concentraciones entre 5.7 nM y 0.58 µM a partir de una 
disolución patrón 1.5 µM, siguiendo la misma metodología que con CP34. La 
diferencia en las concentraciones usadas para CP34 y CP28 se debe a la distinta 
relación entre dímeros, lo que implicó el uso de mayores concentraciones del CP34 para 
poder observar la señal del excímero. Esto se puede constatar con el CP34 por la 
pequeña intensidad de la banda del excímero frente a las del monómero (Figura 5.7), en 
comparación con el CP28 (Figura 5.8). Para cada adición se recogió el espectro de 
emisión cuando la muestra se excitaba a 340 nm. Las distintas relaciones entre la 
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emisión del dímero (470 nm) y del monómero (376 nm) se representaron frente a la 
concentración. El ajuste de estos valores utilizando la Ecuación 5.2 y 5.1, que se 
muestran posteriormente, permitió obtener unos valores de constante de asociación (K1) 
de: 1.20 × 108 M-1 y 7.30 × 108 M-1 para el derivado de Ach (Figura 5.7) y Acp (Figura 
5.8), respectivamente. 
 
 
 
Figura 5.7. Superior. Representación esquemática del equilibrio de dimerización de 
CP34 en CHCl3. Inferior. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia 
del CP34 (350-600 nm) en CHCl3 entre 0.12 µM (negro) y 10.6 µM (azul oscuro) (λexc 
= 340 nm). En el recuadro se muestra el ajuste realizada para la determinación de K1 
(1.20 × 108 M-1) utilizando la Ecuación 5.2. Todos los espectros fueron normalizados 
con respecto a la banda de emisión del monómero (376 nm) para su representación.  
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Figura 5.8. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia del pireno (350-
600 nm) del CP28 en CHCl3 entre 5.7 nM (negro) y 0.58 µM (azul oscuro) (λexc = 340 
nm). En el recuadro se muestra el ajuste realizada para la determinación de K1 (1.50 × 
107 M-1) utilizando la Ecuación 5.1. Todos los espectros fueron normalizados con 
respecto a la banda de emisión del monómero (376 nm) para su representación. 
 
Tal y como esperábamos estos sistemas presentan una constante de asociación muy 
elevada en CHCl3. Aparentemente, la K1 de los dímeros de Acp es mayor que la de los 
derivados de Ach. Las constantes de asociación de ambos sistemas superan a las K1 de 
los α,γ-ciclohexapéptidos homólogos en dos ordenes de magnitud115,160 y en cinco 
ordenes de magnitud con respecto a los dímeros α-D,L-CP desarrollados por el grupo de 
Ghadiri y que también están estabilizados por el mismo número de enlaces de 
hidrógeno.106,162  
En medios más polares como DMSO:CHCl3 (20:80) el ciclooctapéptido CP28 también 
es capaz de dimerizar aunque, como cabría esperar, con menor K1. Para la 
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determinación de las constante de homodimerización en este medio se llevó a cabo una 
valoración similar a la realizada anteriormente. Se prepararon nuevamente muestras a 
distintas concentraciones de CP28 en un rango entre 2 µM y 0.2 µM añadiendo 
cantidades crecientes de una disolución concentrada (40 µM) en 200 µL de disolvente. 
Como se puede observar en la Figura 5.9, la señal de excímero empieza a distinguirse 
claramente a concentraciones superiores a 0.5 µM. Como en los anteriores estudios, la 
constante de dimerización se determinó utilizando la Ecuación 4.1 a partir de los valores 
obtenidos en este estudio, resultando K1 = 1.5 × 107 M-1, que es 50 veces inferior a la 
constante de dimerización en CHCl3, y tres órdenes de magnitud superior a la constante 
de dimerización de los ciclohexapéptidos en las mismas condiciones.160  
 
Figura 5.9. Superior. Representación esquemática del equilibrio de dimerización de 
CP28 en DMSO:CHCl3 (20:80). Inferior. Superposición de los espectros de emisión de 
fluorescencia del CP28 (350-600 nm) en DMSO:CHCl3 (20:80) entre 5.7 nM (negro) y 
0.58 µM (azul oscuro) (λexc = 340 nm). En el recuadro se muestra el ajuste realizado 
para la determinación de K1 (1.50 × 107 M-1) utilizando la Ecuación 5.1. Todos los 
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espectros fueron normalizados con respecto a la banda de emisión del monómero (376 
nm) para su representación. 
 
 
Un resumen de los valores obtenidos para las constantes de dimerización de CP28 y 
CP34 en CHCl3 y en una mezcla de DMSO:CHCl3 (1:4) se muestran en la Tabla 5.2. 
 
 
CP28 
(derivado de Acp) 
CP34 
(derivado de Ach) 
K1 (CHCl3)/M-1 7.3 × 108 1.2 × 108 
K1 
(DMSO:CHCl3)(1:4)/M-1 
1.5 × 107 ------ 
 
Tabla 5.2 Constantes de dimerización obtenidas de las valoraciones en CHCl3 y 
DMSO:CHCl3 (1:4) de los ciclooctapéptidos CP28 y CP34 derivados de Acp y Ach 
respectivamente. 
 
El ciclooctapéptido CP28 también es capaz de formar dímeros en CH3CN tal como se 
puede apreciar en la Figura 5.10. En este disolvente pudimos hacer una estimación 
inicial de la influencia que tienen las moléculas de H2O en desestabilizar el dímero. La 
adición de agua a una muestra 6 µM del CP28 en CH3CN provoca la desaparición de la 
señal del excímero inicial y el aumento de las bandas de monómero a medida que 
aumentaba el porcentaje de agua en la muestra. Esto es debido a la ruptura de enlaces de 
hidrógeno del dímero, al competir las moléculas de H2O con los enlaces de hidrógeno 
del esqueleto peptídico. De todas formas, es de destacar que a una concentración de 6 
µM del CP28 y en un medio que contiene un 15% de H2O en CH3CN, aún se observa la 
presencia de dímero (Figura 5.10). 
V. Homo- y hetero- dímeros de α,γ-ciclooctapéptidos en disolventes orgánicos 
185 
 
 
Figura 5.10. Superior. Representación esquemática del equilibrio de dimerización de 
CP28 en CH3CN y H2O. Inferior. Superposición de los espectros de emisión de 
fluorescencia (350-600 nm) de una disolución 6 µM de CP28 en CH3CN con cantidades 
crecientes de agua milliQ (0 (azul) a 15 (negro)%). Todos los espectros fueron 
normalizados con respecto a la banda de emisión del monómero (376 nm) para su 
representación. 
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5.2.3 ECUACIONES EMPLEADAS EN EL AJUSTE DE LOS DATOS DE 
EMISIÓN DE α ,γ-CICLOOCTAPÉPTIDOS CON DOS DÍMEROS 
IMPLICADOS EN LA DIMERIZACIÓN 
 
En el caso de los ciclooctapéptidos de simetría C2 el equilibrio de homodimerización 
puede dar lugar a dos dímeros diferentes espectroscópicamente, representados por 
Dn[E] y Dn[A] (Figura 5.11). La formación de cada dímero vendrá determinada por una 
constante de asociación característica, K1, para la formación del dímero eclipsado 
(Dn[E]) y K2 para el alternado (Dn[A]). Suponemos para ello que la interconversión 
entre los dímeros pasa a través de los monómeros sin que exista interconversión directa 
entre Dn[E] y Dn[A]. 
 
 
Figura 5.11. Esquema en el que se indican los equilibrios implicados en la 
dimerización de ciclopéptidos de simetría C2. 
 
Partiendo de la Ecuación 4.1, introducida anteriormente, se puede ajustar a los 
diferentes sistemas de dimerización teniendo en cuenta la relación entre las formas 
eclipsadas y alternadas estimadas anteriormente mediante RMN. De esta forma, en el 
caso de CP28, cuyo RMN indica una relación D28[E]:D28[A] 1:1, por lo tanto, K1 = K2 y 
la constante de dimerización total es KT = 2×K1. Si se sustituye ésto en la Ecuación 4.1, 
dicha ecuación se puede simplificar dando lugar a la Ecuación 5.1. 
 
 
! 
I470
I376
=
m1 " 1+ 8 " a0 " K1 # 1+16 " a0 " K1( )( )
4 " 1+16 " a0 " K1( ) #1( ) + 1+ 8 " a0 " K1 # 1+16 " a0 " K1( )( )
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Ecuación 5.1. Ecuación empleada en el ajuste de los datos de emisión de los 
ciclooctapéptidos con simetría C2, cuya relación entre dímeros Dn[E]:Dn[A] era de 
(1:1). 
 
Por otro lado, para el caso de CP34 donde la relación de dímeros D34[E]:D34[A] es de 
1:10, la relación entre las constantes de asociación es K2 = 10×K1 y por tanto KT = 
K1+K2 = K1+(10×K1) = 11×K1. De esta forma la Ecuación general 4.1 se transforma en 
la Ecuación 5.2. 
 
! 
I470
I376
=
m1 " K1 " 1+ 4 " a0 "11" K1 # 1+ 8 " a0 "11" K1( )( )
2 "11" K1 " 1+ 8 " a0 "11" K1( ) #1( ) +10 " K1 " 1+ 4 " a0 "11" K1 # 1+ 8 " a0 "11" K1( )( )
 
 
Ecuación 5.2. Ecuación empleada en el ajuste de los datos de emisión de los 
ciclooctapéptidos con simetría C2, cuya relación entre dímeros Dn[E]:Dn[A] era de 
1:10. 
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5.3 HETERODÍMEROS DE α ,γ-CICLOOCTAPÉPTIDOS EN CHCl3 
5.3.1 ANTECEDENTES. ESTUDIO DE LA FORMACIÓN DE 
HETERODÍMEROS DE α ,γ-CICLOOCTAPÉPTIDOS POR RMN 
La formación selectiva de heterodímeros (frente a los correspondientes homodímeros) 
entre α,γ-ciclohexapéptidos constituidos por unidades de γ-Acp y γ-Ach ha sido 
demostrada por nuestro grupo de investigación obteniéndose constantes de asociación 
elevadas (106 M-1), tanto para los homo- como para los hetero-dímeros.109,114,115 Los 
estudios de RMN de 1H en CDCl3 (Figura 5.12) mostraban desplazamientos químicos 
diferentes para los protones amida cuando estaban involucrados en los enlaces de 
hidrógeno de los homodímeros o de los heterodímeros. De tal forma que cuando sobre 
una disolución de CP49 (derivado de Ach, azul) se añadieron distintas cantidades de 
CP48 (derivado de Acp, rojo) se observaban nuevas señales en 1H RMN (verde) que no 
se correspondían con ninguna de las presentes en los espectros de los homodímeros 
iniciales, al mismo tiempo que las señales originales de los homodímeros desaparecían. 
Estudios bidimensionales de RMN permitieron determinar que estas nuevas señales se 
correspondían con las del heterodímero. 
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Figura 5.12. Superior. Representación esquemática del equilibrio de 
heterodimerización entre CP48 y CP49. Inferior. Espectros de 1H RMN de las distintas 
adiciones del CP48 (rojo) (2.1 mM en CDCl3) sobre una disolución del CP49 (azul) 
(2.1 mM en CDCl3).109 Las nuevas señales que aparecen, y que se corresponden con el 
heterodímero, se representan en verde.  
 
La evidencia final de la formación de heterodímeros se obtuvo mediante la obtención de 
cristales procedentes de una mezcla equimolecular de los ciclopéptidos derivados de 
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Acp y Ach, CP48 y CP49, en la que se pudo observar como cada CP derivado de Acp 
forma enlaces de hidrógeno con el CP derivado de Ach (Figura 5.13). 
 
 
 
Figura 5.13. Estructura de RX del heterodímero D48..49 cristalizado en CHCl3/hexano 
formado por c-[(D-Leu-(1R,3S)-MeN-γ-Acp)3] (CP48) y c-[(D-Phe-(1R,3S)-MeN-γ-Ach)3] 
(CP49).109 
 
Esta selectividad en la formación del heterodímero D48.49 se debe a las interacciones 
entre esqueletos y no a la selectividad por determinadas interacciones entre cadenas 
laterales. Este hecho representa una ventaja, ya que permite modificar las cadenas 
laterales para otros fines, por ejemplo procesos de transferencia de energía o de 
electrones, sin que el proceso de heterodimerización resulte afectado.30,35 La causa de 
esta alta selectividad en la heterodimerización no está clara, aunque en base a la 
estructura de RX (Figura 5.13) se podría sugerir que el heterodímero es más estable 
porque permite alinear mejor los enlaces de hidrógeno entre dadores y aceptores. 
En nuestro grupo también se han llevado a cabo estudios teóricos con el objeto de 
intentar determinar el origen de la selectividad en la formación de los heterodímeros 
tanto en ciclohexapéptidos como en ciclooctapéptidos. Las energías de dimerización 
calculadas con los funcionales B3LYP, MOS-2X sugieren una ligera preferencia por el 
heterodímero, aunque son muy parecidas en ambos casos.151 Las contribuciones 
entrópicas, no exploradas en dichos estudios, podrían desempeñar un papel importante 
en este tipo de dimerización.151,163 
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Posteriormente al estudio de los heterodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en CHCl3 por 
RMN, nuestro grupo extendió el mismo estudio a α,γ-ciclooctapéptidos de simetría C4.1 
Al igual que con los derivados hexaméricos, las adiciones sucesivas de CP51, derivado 
de Ach, (desde 0 a 1.7 eq) a una disolución de CP50, que contenía unidades de Acp, 
implicó la aparición de un conjunto de nuevas señales en el espectro de 1H RMN que no 
se correspondían con las señales de los posibles homodímeros. La naturaleza 
heterodimérica de la nueva especie se confirmó por la aparición de una señal de nOe 
entre HγAcp (δ = 4.96 ppm) y HαAch (δ = 2.67 ppm), y HγAch (δ = 4.33 ppm) y HαAcp (δ = 
3.17 ppm), véase Figura 5.14. De nuevo, la formación predominante del heterodímero 
se producía con independencia de las cadenas laterales de los α−Aa, tal como se 
demostró con ciclopéptidos que contenían Phe, Leu ó Ser.131 
 
 
 
Figura 5.14. Superior. Representación esquemática del equilibrio de 
heterodimerización. Inferior Izquierda. Espectros de RMN resultantes de las adiciones 
del ciclooctapéptido CP51 (azul) (1.7 eq) sobre una disolución de CP50 (rojo). Debido 
                                                
1 Trabajo de Tesis Doctoral de Roberto J. Brea Fernández 
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a la simetría C4 de los ciclooctapéptidos sólo se forma un heterodímero. En verde se 
muestran las señales correspondientes al heterodímero D50..51. Inferior Derecha. 
NOESY de la mezcla de homodímero de Acp y Ach (1:1.7) eq en CDCl3.131  
 
A continuación se evaluaron los ciclooctapéptidos de simetría C2 (CP26 y CP32) que 
habíamos preparado. En este caso el objetivo era poder determinar si se formaban dos 
heterodímeros diferentes y cual de ellos se formaba preferentemente. En todos los casos 
estudiados, véase el ejemplo ilustrado en la Figura 5.14, la formación del heterodímero 
D26.32 se observaba en una relación equimolecular de los heterodímeros D26.32[A] y 
D26.32[E] con independencia de la relación de los homodímeros de partida. Tal como se 
comentó anteriormente, los homodímeros derivados de CP32 aparecerían en una 
relación D32[E]:D32[A] 14:1, y como consecuencia su espectro de protón mostraba casi 
únicamente dos señales de los NH, mientras que el derivado de Acp (CP26) formaba 
homodímeros D26[E]:D26[A] en una relación de 1:1, observándose cuatro señales de los 
NH (dos para cada una de las formas). Cuando se empieza a añadir el CP26 sobre CP32 
se observa la desaparición de las señales del D32 a la vez que van apareciendo nuevas 
señales que, en su mayor parte, no coinciden con el D26. En adiciones próximas a 1 eq el 
espectro muestra ocho dobletes, correspondiendo cuatro para cada uno de las formas 
heterodiméricas. Desafortunadamente, no fue posible asignar estos dobletes a cada uno 
de los dos posibles heterodímeros debido al alto número de especies presentes (Figura 
5.15).131 
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Figura 5.15 Superior. Representación esquemática del equilibrio de heterodimerización 
en CHCl3. Inferior. Espectros de RMN resultantes de las adiciones del ciclooctapéptido 
CP26 (rojo) (0.3, 0.7 y 0.9 eq) sobre una disolución de CP32 (azul). Debido a la 
simetría C2 de los ciclooctapéptidos se forman dos heterodímeros diferentes D26.32[E] y 
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D26.32[A] en una relación próxima a 1:1. En violeta se marcan las señales atribuidas a 
los heterodímeros.131 
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5.3.2 ESTUDIO DE LA FORMACIÓN DE HETERODÍMEROS DE α ,γ-
CICLOOCTAPÉPTIDOS POR FLUORESCENCIA 
La formación de heterodímeros de simetría C2 también se abordó mediante estudios de 
fluorescencia. Los fluoróforos elegidos para marcar a los ciclooctapéptidos fueron el 
pireno y el perileno, por su capacidad para formar excímeros y por el solapamiento de 
las bandas de absorción (perileno) con el espectro de emisión (pireno), condición 
necesaria para experimentar procesos de transferencia de energía,39,147,157-159 así como por 
su capacidad para formar exciplejos. La aparición de estos dos proceso nos podría 
indicar la formación de heterodímeros y su geometría. 
 
El primer experimento para evidenciar la formación de heterodímero consistió en 
determinar el efecto que tenía la adición de un ciclopéptido derivado de Ach sin 
fluoróforo, CP32, a una muestra de homodímeros de Acp marcados con pireno, D28, a 
una concentración en la que presenta una banda de excímero importante. Para ello se 
prepararon diversas muestras con diferentes concentraciones de CP32 (entre 0 y 1.6 eq) 
mientras se mantenía constante la concentración de CP28 (130 nM). El aumento de la 
concentración de CP32 implicó un aumento de la emisión de las bandas a 377 y 397 nm 
(características de la emisión de pireno) y una reducción de la banda del excímero, tal 
como se puede observar en la Figura 5.16. Claramente se puede atribuir este resultado al 
desplazamiento del equilibrio desde el homodímero D28 (mezcla de ambas formas 
alternada y eclipsada en relación de 1:1) hacia la formación del heterodímero (D28.32), 
que no puede formar excímero. Un aspecto llamativo con respecto a lo observado 
mediante RMN, es la necesidad de añadir 1.6 eq de CP32, frente a 1 eq de CP26, que se 
añadía en los estudios de RMN (Figura 5.15), para que deje de emitir el excímero y por 
tanto, podamos considerar que se ha suprimido la forma homodimérica D28[E]. La 
diferencia fundamental de este estudio es el orden de adición de los péptidos, en un caso 
se parte de un derivado de Ach y sobre este se añade el derivado de Acp, estudio por 
RMN, y en el  estudio por fluorescencia el orden es el inverso. 
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Figura 5.16. Superior. Representación esquemática del equilibrio de 
heterodimerización. Inferior. Superposición de los espectros de emisión de 
fluorescencia (350-600 nm) del CP28 en CHCl3 (0.13 µM) en presencia de diferentes 
equivalentes de CP32 (0 eq, azul; 0.1 eq, rojo; 0.2 eq, verde; 0.3 eq, verde claro; 0.75 
eq, azul claro; 1.2 eq, violeta; 1.6 eq, amarillo; 3 eq, negro) (λexc = 340 nm). Nótese 
que la señal del excímero de CP28 (homodímero de Acp) se va reduciendo 
paulatinamente como consecuencia de la formación del heterodímero, D28.32.  
 
Experimento de FRET 
Para demostrar que en el experimento anterior la desaparición de la señal de excímero 
se debía a la formación de una nueva especie (heterodímero) que emite como 
monómero, se llevaron a cabo otros experimentos en los que la formación de dímeros 
fuese acompañada de la aparición de una nueva señal, en este caso debido al fenómeno 
de transferencia de energía. Para ello, decidimos trabajar con el ciclopéptido CP34 
(formado por el γ-Ach) funcionalizado con dos pirenos y, el CP31 (formado por el γ-
Acp) funcionalizado con dos perilenos (Figura 5.17). El experimento se llevó a cabo 
preparando diferentes muestras de CP31 a una concentración constante (8 µM), en las 
que se iba variando el número de equivalentes de CP34. Cada muestra era excitada a 
340 nm de tal forma que la formación del heterodímero se puede seguir por la aparición 
de las bandas de emisión del perileno, cuya intensidad debería aumentar a medida que 
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se incrementa la proporción del heterodímero. Dada la simetría C2 en ambos 
ciclopéptidos esperábamos la formación de dos heterodímeros diferentes, D31.34[A] y 
D31.34[E]. Las posibles formas de emisión podrían variar para cada una de las formas. 
Mientras el D31.34[A] sólo podría emitir mediante la transferencia de energía, la forma 
eclipsada podría emitir también mediante la formación de un exciplejo que llevase 
consigo el apilamiento de ambos cromóforos. El primer caso supondría la emisión 
típica del perileno con las bandas a 450, 480 y 520 nm, mientras que el exciplejo 
supondría la aparición de una banda ancha a longitudes de onda entorno a los 550 nm. 
La señal de emisión en este experimento se corresponde con las típicas bandas del 
perileno, aunque al excitar a 340 nm estas bandas son de baja intensidad. A medida que 
aumentamos la concentración de CP34 la señal del perileno aumenta mientras que las 
bandas del pireno apenas aumentan, es decir hay FRET intramolecular pireno → 
perileno, lo cual está de acuerdo con la formación del heterodímero (Figura 5.17). 
Además se observa que al añadir más de 1 equivalente de CP derivado de Ach, el 
crecimiento de la banda de perileno se detiene, sugiriendo que se ha consumido todo el 
dímero derivado de CP31. Además a partir de la adición de más de 1 eq de CP34 se 
empieza a observar un claro incremento en la emisión de las señales correspondientes 
al pireno. El aumento de la señal del perileno es 12 veces su inicial cuando se añade 1 
eq de péptido complementario. Es de destacar que las únicas bandas que se observan 
son las típicas del perileno, sin observarse en este caso la formación del exciplejo. De 
nuevo parece confirmarse el no apilamiento de los anillos aromáticos necesario en la 
formación de un exciplejo. Esta falta de preorganización impide ver el exciplejo ya que 
la transferencia de energía (FRET) tiene lugar de forma más rápida que la formación 
del exciplejo. 
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Figura 5.17. Superior. Representación esquemática del equilibrio de 
heterodimerización. Inferior. Superposición de los espectros de emisión de 
fluorescencia (350-600 nm) del CP31 (8 µM) en CHCl3 en presencia de diferentes 
equivalentes del CP34 (0 eq, azul; 0.2 eq, rojo; 0.3 eq, verde; 0.4 eq, amarillo; 0.70 eq, 
azul claro; 1.2 eq, violeta; 1.6 eq, gris; 2.4 eq, negro) (λexc = 340 nm). El aumento de 
equivalentes de CP34 provoca un aumento de las bandas de emisión del perileno, 
correspondiente con un proceso de FRET indicativo de la formación de los 
heterodímeros D31.34. 
 
El segundo experimento consistió en una adición inversa al experimento anteriormente 
descrito. Sobre una disolución de D34 a una concentración 6 µM, concentración a la 
cual todo el ciclopéptido está dimerizado en forma de los correspondientes D34[A] y 
V. Homo- y hetero- dímeros de α,γ-ciclooctapéptidos en disolventes orgánicos 
199 
D34[E] y donde esta última especie es la minoritaria, se añaden diferentes equivalentes 
de CP31. 
Después de recoger los espectros de emisión de muestras en las que se tenían 
cantidades crecientes de ciclopéptido portador del grupo perileno, CP31, (Figura 5.18) 
se observaba que a medida que se aumenta la concentración de CP31 tenía lugar una 
disminución de la emisión del pireno mientras que se observa un claro aumento de la 
emisión del perileno. Estos experimentos, vuelven a confirmar la formación de las 
especies heterodiméricas mediante la observación del FRET correspondiente. 
 
 
Figura 5.18. Superior. Representación esquemática del equilibrio de 
heterodimerización. Inferior. Superposición de los espectros de emisión de 
fluorescencia (350-600 nm) del CP34 (6 µM) en CHCl3 en presencia de diferentes 
equivalentes del CP31 (0 eq, azul; 0.05 eq, rojo; 0.1 eq, verde; 0.25 eq, azul claro; 0.5 
eq, negro) (λexc = 340 nm). El aumento de la concentración de CP31 provoca una 
disminución de la banda del pireno y un aumento de las bandas de emisión del 
perileno, en concreto la banda del perileno es 7 veces superior a la esperada para la 
misma concentración en ausencia de CP34. 
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Estabilidad del heterodímero 
Una vez formado el heterodímero intentamos obtener información sobre la constante de 
asociación mediante experimentos de dilución entre 5 µM y 5 nM de D31.34 generado a 
partir de una mezcla equimolecular de los CP31 y CP34 (Figura 5.19). En estos 
experimentos se observa una disminución de la emisión del perileno a partir de 
concentraciones inferiores a 30 nM, acompañada de un aumento en la emisión del 
pireno (376 nm), lo que confirma que se produce una reducción de la concentración del 
heterodímero. La representación de la relación de intensidades entre emisión del 
perileno (448 nm) y pireno (376 nm), (I448/I376), frente a la concentración dio lugar a una 
curva cuyo ajuste conlleva un valor de 1.1 × 108 M-1 para la constante de formación del 
heterodímero, asumiendo una relación entre los heterodímeros alternado y eclipsado de 
1:1. Esta constante es del mismo orden que la obtenida en la formación del homodímero 
del ciclopéptido derivado de Ach, CP34, pero claramente inferior al del homodímero de 
Acp, CP31 (Tabla 4.2). Tal vez esta diferencia en la K1 podría justificar la adición de 
1.6 eq de CP34 para deshacer completamente los dímeros D31[E] y D31[A] que 
observamos en el experimento de competición. Los resultados parecen coincidir con los 
estudios teóricos que predicen una mayor estabilidad del homodímero de Acp con 
respecto a los de Ach.156 
 
 
Figura 5.19. Representación de la emisión relativa entre la banda a 448 nm y la de 376 
nm frente a la concentración de una muestra del heterodímero D31.34 y en la que se 
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muestra (línea de color negro) el ajuste de dichos puntos empleando la Ecuación 4.1. 
La K1 obtenida es 1.1 × 108 M-1. 
 
Experimento de eliminación del FRET 
Un último estudio realizado consistió en la adición de un CP no fluorescente formado 
por Ach (CP32) sobre una mezcla de los heterodímeros D31.34[E] y D31.34[A], (Figura 
5.20). En este proceso se volvió a observar la disminución de la emisión del perileno 
acompañado de un aumento en la emisión del pireno a medida que se añadía CP32. Hay 
que destacar que sólo se pueden observar la bandas de emisión del pireno como 
monómero y no del excímero. Este resultado pone de manifiesto que al añadir otro 
péptido diferente, capaz de competir con el heterodímero existente, se forma el nuevo 
heterodímero, D31.32, y desaparece el FRET al eliminarse el heterodímero inicial. Por 
tanto, este experimento nos indica que la formación del heterodímero se debe a la 
interacción preferente entre el esqueleto de CP de Acp y de CP de Ach, y no a la 
preferencia por la interacción entre cadenas laterales. Es de recalcar que fue necesario 
añadir 1 eq de CP32 para desplazar aparentemente el equilibrio hacia el nuevo 
heterodímero D31.32.  
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Figura 5.20. Superior. Representación esquemática del equilibrio de 
heterodimerización. Inferior. Superposición de los espectros de emisión de 
fluorescencia (350-600 nm) del heterodímero D31.34 en CHCl3 en presencia de 
diferentes equivalentes (0 (azul) a 0.8 (negro) eq) de CP32 (λexc = 340 nm). 
 
Estudios de decaimiento de fluorescencia (fluorescencia de resolución 
temporal) 
Los estudios de resolución temporal realizados en colaboración con el Prof. Manuel 
Mosquera, nos permitieron obtener una idea mucho más clara de la dinámica del 
proceso de heterodimerización.  
En la excitación de una muestra del derivado de Acp, D28, a 333 nm y recogiendo a 395 
nm, (Figura 5.21A, azul) se observa un decaimiento de fluorescencia que se puede 
ajustar a un modelo triexponencial mediante tres valores diferentes de tiempos de vida 
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de 25, 6.4 y 0.3 ns. El mayor de ellos tiene una contribución del 95% y se corresponde 
con el decaimiento normal de la emisión del pireno, que debe corresponderse con la 
emisión del homodímero alternado y de la forma eclipsada antes de que se forme el 
excímero. El tiempo de vida de 6.4 ns, con una contribución de 5% y la de 0.3 ns, con 
una contribución residual de 0.2%, son atribuidos a los procesos de cambios 
conformacionales necesarios para la formación del excímero (Figura 5.21). Las medidas 
de decaimiento cuando se emite a la longitud de onda de emisión del excímero (480 nm) 
(Figura 5.21A, verde) también presentan tres factores exponenciales con tiempos de 
22.7, 7.4 y 2.1 ns. Los tiempos de vida más pequeños están asociados a factores 
preexponenciales negativos. El mayor de ellos se corresponde con el decaimiento del 
excímero, que como se deduce de los factores preexponenciales, se forma 
fundamentalmente en el estado excitado. Es decir, los dos pirenos en su estado relajado 
no están interaccionando entre ellos en la especie dimérica eclipsada. De los valores 
preexponenciales se puede deducir que al menos el 70% del complejo que emite como 
excímero se forma en el estado excitado, lo que implica que proviene de dos 
confirmaciones diferentes que se transforma en el excímero a través de rotaciones de la 
cadena lateral de la serina. La relación de conformaciones sería 7:1 y la más abundante 
es aquella que tiene un tiempo de vida de 7.4 ns, Figura 5.21A.  
Los estudios de tiempos de vida realizados con el CP derivado de Acp modificado con 
dos perilenos (CP31) muestran un decaimiento de fluorescencia, excitando la muestra a 
375 nm y recogiendo a 475 nm, que puede ser ajustado nuevamente a tres coeficientes 
exponenciales, 4, 1.4 y 0.2 ns, (Figura 5.20B). El de mayor tiempo de vida (4 ns) se 
corresponde bien con la típica emisión del perileno y tiene una contribución del 80%. 
Los otros factores exponenciales de 1.4 y 0.2 ns tienen una contribución del 18 y 2% y 
se podrían atribuir nuevamente a conformaciones de la forma eclipsada que se 
transforman en el excímero. Desgraciadamente, esto no pudo ser confirmado porque el 
excímero de perileno no se pudo observar bajo estas condiciones. La dificultad para 
observar el excímero de perileno la hemos atribuido a los cortos tiempos de vida y bajo 
rendimiento cuántico de la molécula de perileno que impiden, de forma general, 
observar los excímeros si estos no están preformados. 
Para los estudios realizados con la mezcla heterodimérica, D31.34, en donde el CP 
derivado de pireno, CP34 está en exceso, los decaimientos de fluorescencia obtenidos a 
480 nm pueden ser ajustados nuevamente a tres coeficientes exponenciales (23.4, 3.6 y 
1.2 ns, Figura 5.21C) para los cuales los de tiempo de vida más cortos (1.2 y 3.6 ns) 
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tienen la misma amplitud pero con signo opuesto, de tal forma que las especies que 
emiten con un tiempo de vida de 3.6 ns provienen de aquellas de tiempo de vida más 
corto (1.2 ns). El tiempo de vida de emisión del perileno es de 3.6 ns y éste resulta de la 
transferencia de energía del pireno, es decir, el tiempo de 1.2 ns se asigna al proceso de 
transferencia de energía, (τte), lo cual representa el valor medio de todas las 
conformaciones y distancias entre el dador y el aceptor. Con este valor de tiempo de 
vida de la transferencia, el radio de Förster (Ro) (22 Å) y el tiempo de vida del pireno en 
ausencia de transferencia (τ0D = 25 ns), podemos determinar la distancia a la que se 
encuentra el dador y el aceptor en la transferencia de energía, según la Ecuación 2 
(Introducción), resultando de r = 18 Å (con una eficiencia del 96%). El valor de r se 
corresponde con la distancia entre el dador y el aceptor en el rotámero alternado. El otro 
rotámero que posiciona los dos fluoróforos enfrentados debe tener un proceso de 
transferencia de energía más rápido y éste no se detecta en la escala de ns. El tiempo de 
vida de 23.4 ns se corresponde a la emisión del pireno ya que el ciclopéptido derivado 
del pireno, CP34, está en exceso en la mezcla heterodimérica estudiada, formando 
homodímeros de tipo alternado mayoritariamente D34[A]. 
 
! 
r = Ro
"D
0 /" te( )
1/ 6  
Ecuación 1.2. Expresión para el cálculo de la distancia (r) entre el dador y el aceptor 
en la transferencia de energía. 
 
Por último, los experimentos realizados con una mezcla heterodimérica D31.34 donde el 
derivado de perileno, CP31, está en exceso produce resultados similares a los 
anteriormente descritos. Una vez más, el decaimiento de la fluorescencia se ajustó a tres 
factores exponenciales, 14, 4.5 y 1.2 ns, (Figura 5.21D). El valor de 4.5 ns corresponde 
a la emisión del perileno que interviene en un proceso de transferencia de energía a 
partir del pireno, y al monómero de perileno (en exceso) por excitación directa (333 
nm). El tiempo de vida de 4.5 ns tiene mayor amplitud porque hay más perileno, al 
encontrarse en exceso. Finalmente, el tercer tiempo de vida de 15 ns corresponde a la 
emisión del pireno y puede asociarse a la pequeña cantidad de monómero de pireno que 
pueda existir en la mezcla.  
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Figura 5.21. A) Curva de decaimiento exponencial del CP28 (5 µM) (derivado de Acp 
funcionalizado con dos pirenos) después de su excitación a 333 nm con emisión a 395 
nm (azul) y 480 nm (verde). B) Curva de decaimiento exponencial del CP31 (5 µM) 
(derivado de Acp funcionalizado con dos perilenos) después de su excitación a 333 nm 
con emisión a 480 nm. C) Curva de decaimiento exponencial del D31.34 (5 µM CP34 y 3 
µM CP31) después de su excitación a 333 nm con emisión a 480 nm. D) Curva de 
decaimiento exponencial del heterodímero D31.34 (3 µM CP34 y 5 µM CP31) después de 
su excitación a 333 nm con emisión a 480 nm. E) Propuesta para los cambios 
V. Homo- y hetero- dímeros de α,γ-ciclooctapéptidos en disolventes orgánicos 
206 
conformacionales del dímero eclipsado para formar el excímero una vez excitado el 
pireno. 
 
Un resumen de los tiempos de vida se recoge en la Tabla 5.3. 
 
Dímero/Exc/Em 
(Figura 5.21) τ / ns Amplitud Asignación 
25 0.009 Pir monómero 
6.4 0.008 conformación 
D28/333 nm/ 395 nm 
(Figura 5.21A) 
0.3 0.041 conformación 
22.7 0.097 Pir excímero 
7.4 -0.062 conformación 
D28/333 nm/ 480 nm 
(Figura 5.21A) 
2.1 -0.009 conformación 
4.0 0.029 Per monómero 
1.4 0.018 conformación 
D31/333 nm/ 480 nm 
(Figura 5.21B) 
0.2 0.011 conformación 
23.4 0.032 Pir monómero 
3.6 0.048 Per monómero 
D31.34/333 nm/ 480 nm 
Exceso de CP34 (Ach-Pir) 
(Figura 5.21C) 
1.2 -0.043 Transferencia energía 
14.8 0.001 Pir monómero 
4.5 0.038 Per monómero 
D31.34/333 nm/ 480 nm 
Exceso de CP31 (Acp-Per) 
(Figura 5.21D) 
1.2 -0.018 Transferencia de energía 
 
Tabla 5.3. Resumen de los tiempos de vida de los dímeros D28, D31 y D31.34 derivados de 
α,γ-ciclooctapéptidos en CHCl3. 
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5.4 CONCLUSIONES 
Las constantes de asociación encontradas para los α,γ-ciclooctapéptidos marcados con 
pireno son del orden de 108 M-1 en CHCl3, dos órdenes de magnitud superior a los α,γ-
ciclohexapéptidos en las mismas condiciones. Para los α,γ-ciclooctapéptidos derivados 
de Acp la constante de asociación es 7 veces superior que para los derivados de Ach. En 
medios polares como DMSO:CHCl3 (20:80) la constante de dimerización disminuye, 
siendo del orden de 107 M-1. En cambio, es tres ordenes de magnitud superior a la 
constante de los ciclohexapéptidos (4.8 × 104 M-1) en condiciones similares. Debido a 
los elevados valores de las constantes de asociación en estos sistemas, la fluorescencia 
es una herramienta analítica adecuada para su estudio. Por otra parte hemos podido 
demostrar la existencia del heterodímero usando ciclooctapéptidos marcados con pireno 
y perileno, los cuales al formar el heterodímero daban lugar a FRET. Los experimentos 
de competición de un ciclooctapéptido derivado de Ach en presencia de un homodímero 
de Acp marcado con pireno también evidenciaban la formación de heterodímeros 
(desaparición del excímero) de forma independiente a las cadenas laterales. Esto indica, 
al igual que en el caso de los ciclohexapéptidos estudiados anteriormente en el 
grupo,109,114,115 que el esqueleto peptídico es el responsable de la selectividad de la 
formación del heterodímero frente a los correspondientes homodímeros. Los distintos 
estudios realizados confirman que no existe apilamiento entre estos cromóforos 
aromáticos que pudiesen contribuir a una mayor estabilidad de los dímeros. Por tanto en 
este caso las sondas pireno y perileno son apropiadas para estudiar los procesos de 
homo y heterodimerización de estos ciclopéptidos. La estabilidad del heterodímero es 
superior a la del homodímero de Ach y ligeramente superior a la de los homodímeros de 
Acp. 
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6.1 INTRODUCCIÓN 
El objetivos de este Capítulo es el estudio de los procesos de homodimerización y 
heterodimerización de α,γ-ciclohexapéptidos fluorescentes en medio orgánico polar y 
en medio acuosos de alta salinidad. Las elevadas constantes de dimerización (106 - 104 
M-1) determinadas para los mismos sistemas (α,γ-ciclohexapéptidos) en medio orgánico 
y en medio acuoso de baja salinidad, (“Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en 
disolventes orgánicos y acuosos”), así como la respuesta en la dimerización a cambios 
en el pH, nos animaron a buscar aplicaciones a dicho sistema en condiciones más 
similares a las fisiológicas (alta concentración salina). Una posible aplicación que 
hemos barajado consistía en diseñar un híbrido o conjugado, ciclopéptido-factor de 
transcripción GCN4, con el objeto de desarrollar un nuevo sistema de control de la 
trascripción que ante la secuencia consenso sea capaz de autoensamblarse e 
interaccionar con dicha secuencia con afinidad controlada. Este trabajo se realizaría en 
colaboración con el grupo del Prof. Mascareñas. Los híbridos ciclopéptido-factor de 
transcripción GCN4, haciendo uso de péptidos sencillos, tratarían de imitar a factores de 
transcripción tipo GCN4, que se unen a zonas específicas del ADN mediante el motivo 
homodimérico bZIP. En el grupo del Prof. Mascareñas se han desarrollado otros 
conjugados con el mismo fin.164-166 El motivo estructural, tipo bZIP, está compuesto por 
un homodímero de hélices α (Figura 6.1). En cada hélice α que compone el 
homodímero, se pueden distinguir dos zonas bien diferenciadas, tanto por la secuencia 
de aminoácidos que la forman, como por la función que realizan. La llamada región 
básica, que se corresponde con el extremo N-terminal de las hélices, es la encargada de 
llevar a cabo los contactos con el ADN. La cremallera de leucinas, situada a 
continuación de la región básica hacia el extremo C-terminal es la responsable de la 
dimerización del péptido gracias al empaquetamiento hidrofóbico de los grupos 
isobutílicos de las leucinas que contienen esta región. 
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Figura 6.1. Estructura del complejo de unión de GCN4 con el sitio AP-1 del ADN. 
Nótese que se distinguen dos regiones en el péptido GCN4, la región básica 
responsable de la unión al ADN y la región de cremallera de leucinas responsable de la 
dimerización de la región básica.167 
 
Con el fin de sustituir la cremallera de leucinas, responsable de la dimerización de la 
región básica,168 el grupo del Prof. Mascareñas diseñó un péptido unido a un 
azobenzeno en su extremo C-terminal (Figura 6.2), de tal forma que cuando se irradia el 
azobenceno a una determinada longitud de onda (luz ultravioleta) se consigue la 
dimerización de la región básica, al orientar ambas cadenas peptídicas en el mismo 
sentido. La interacción con ADN resultó ser del orden de nM.164 Otra variante de esta 
estrategia es el uso de ligandos externos para conseguir la dimerización no covalente 
entre las secuencias de reconocimiento del ADN.166 
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Figura 6.2. Modelo de dimerización, desarrollado por el grupo del Prof. J. L. 
Mascareñas, de la región básica de un péptido tipo bZIP, mediante la isomerización de 
un grupo azobencénico colocado en el extremo C-terminal. La isomerización de la 
forma termodinámicamente más estable (isómero E) mediante luz UV da lugar a la 
forma (isómero Z) que es capaz de plegarse formando una doble hélice α con 
capacidad de insertarse en el surco mayor del ADN, en la que están presente las bases 
consenso, con una afinidad nM. 164 
 
Nuestra idea implicaba la posible sustitución de las cremalleras de leucinas y su efecto 
dimerizador por un α,γ-ciclooctapéptidos que estuviese funcionalizado con un 
fluoróforo y que su dimerización fuese sensible al pH. Los dímeros derivados de α,γ-
ciclopéptidos estarían estabilizados por puentes salinos y los correspondientes 
ciclopéptidos se unirían al extremo N-terminal de los péptidos helicoidales, como se 
ilustra de manera esquemática en la Figura 6.3A. La ventaja de este sistema de 
dimerización no covalente es que podría permitir un control de la dimerización 
mediante el cambio del pH del medio, Figura 6.3B. El proceso de dimerización se 
podría seguir gracias a la emisión del pireno.169 Otra posible ventaja de este sistema es 
que podría imitar a sistemas heterodiméricos como Fos y Jun,30 si cada una de las zonas 
de reconocimiento de dichos factores de transcripción se uniese a ciclopéptidos capaces 
de formar selectivamente heterodímeros. Esto es, uno de los ciclopéptidos sería un 
derivado de Acp y el otro de Ach. Además, dependiendo de la constante de 
dimerización de los ciclopéptidos (homodímeros de Acp, Ach o heterodímeros),131 
podríamos modular la afinidad por el ADN.  
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Figura 6.3. A) Componentes del conjugado peptídico formado por, una región básica 
de una proteína bZIP y el α,γ-ciclooctapéptido (responsable de la dimerización a pH 
fisiológico) junto con el ADN de doble hebra consenso. B) Representación esquemática 
de la formación del conjugado péptido-ADN donde la dimerización de los ciclopéptidos 
es fundamental para la unión al ADN de doble hebra.  
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6.2 HOMODÍMEROS DE α ,γ-CICLOHEXAPÉPTIDOS 
ESTABILIZADOS POR PUENTES SALINOS EN MEDIO ACUOSO 
DE ALTA SALINIDAD 
 
En el Capítulo “Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y 
acuosos”, se determinó la constante de homodimerización del α,γ-ciclohexapéptido 
(CP11) en una disolución tamponada de fosfato sódico (5 mM) a diferentes pH, 
obteniéndose la mayor constante de asociación para pH 7 con un valor de K1 = 1.19 × 
104 M-1.  
El siguiente objetivo, que se expondrá en este capítulo, es estudiar el proceso de 
homodimerización y heterodimerización de los α,γ-ciclohexapéptidos a pH neutro en 
condiciones de alta salinidad y ver que efecto tiene la fuerza salina en la dimerización.  
En la Figura 6.4 se muestran los ciclohexapéptidos, de los que se obtuvo la constante de 
asociación en condiciones de alta salinidad (disolución de fosfato sódico 10 mM, 100 
mM NaCl, pH 6.5). Además se muestra la estructura del ciclooctapéptido (CP38) que 
será usado en los estudios con híbridos ciclopéptido-factor de transcripción, que se 
comentó en la introducción de este capítulo. Los ciclopéptidos diseñados se caracterizan 
por ser derivados del γ-Aa de cinco miembros (Acp) y de seis miembros (Ach), 
funcionalizados con un fluoróforo. En el caso de CP11 y CP20 ambos contienen un 
pireno como sonda fluorófora separada del esqueleto peptídico por una cadena 
carbonada de tres carbonos. Se preparó también un ciclopéptido derivado del Ach que 
posee un triple enlace conjugado con el pireno (CP19). En el caso de los ciclopéptidos 
funcionalizados con un perileno, uno está basado en γ-Acp (CP12) y otro γ-Ach 
(CP17). Por último se preparó un ciclooctapéptido, derivado de Acp y que posee la 
cadena lateral de la lisina acetilada (CP38), con el que pretendíamos estudiar la 
constante de dimerización de los octámeros. En este caso, la funcionalización de la Lys 
con bromoacético en lugar de con acético permitiría anclar el CP al péptido de la región 
básica de GCN4 que posee los aminoácidos responsables del reconocimento del ADN.  
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Figura 6.4. Estructura de los ciclohexapéptidos y del ciclooctapéptido funcionalizados 
con pireno y perileno estudiados en condiciones de alta salinidad.  
 
El primer ciclopéptido estudiado fue CP11, que en condiciones de baja salinidad 
presentó una constante de dimerización des 1.19 × 104 M-1. En la Figura 6.5 se muestra 
la valoración llevada a cabo con dicho ciclopéptido en las nuevas condiciones, 
obteniéndose una constante de dimerización de 1.20 × 103 M-1, un orden de magnitud 
inferior a la determinada en las anteriores condiciones (fuerza salina baja). Como cabría 
esperar, al existir en el medio una mayor concentración de sales (fuerza iónica) los 
puentes salinos entre el carboxilato del Glu y el amonio de la Lys tienen una menor 
contribución observándose una clara disminución en la presencia de la forma dimérica. 
Hay que mencionar que este valor de K1 obtenido es una aproximación, ya que en el 
rango de concentraciones en las que se realizó este experimento, la variación de la 
fluorescencia no ocurre de forma lineal con la concentración. 
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Figura 6.5. Superior. Representación esquemática del equilibrio de dimerización de 
CP11 en medio acuoso a pH neutro. Inferior. Superposición de los espectros de emisión 
de fluorescencia del CP11 (λexc = 340 nm) en una disolución de fosfato sódico 10 mM y 
100 mM NaCl a pH 6.5 cuando se varía la concentración entre 2 µM (azul oscuro) y 
130 µM (negro). En el recuadro se muestra el ajuste para la determinación de K1 (1.2 × 
103 M-1) utilizando la Ecuación 4.4. Todos los espectros fueron normalizados para su 
representación utilizando como referencia la banda de emisión del monómero a 376 
nm. 
 
Para el ciclopéptido derivado de Ach (CP20) también se llevó a cabo una valoración en 
condiciones similares de alta concentración salina (Figura 6.6). En este caso nos 
encontramos que en el mismo rango de concentraciones teníamos una mayor señal de 
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excímero, dando como resultado una K1 de 5.1 × 103 M-1, superior a la obtenida para el 
Acp 1.2 × 103 M-1. Este resultado sugiere una ligera mayor estabilidad del homodímero 
de Ach que el de Acp, tal vez debido a que las contribuciones hidrofóbicas, en este 
medio de alta salinidad, tienen una contribución más importante. 
 
 
Figura 6.6. Superior. Representación esquemática del equilibrio de dimerización de 
CP20 en medio acuoso a pH neutro. Inferior. Superposición de los espectros de emisión 
de fluorescencia del CP20 (λexc = 340 nm) en una disolución de fosfato sódico 10 mM y 
100 mM NaCl a pH 6.5 cuando se varía la concentración entre 2 µM (azul oscuro) y 78 
µM (negro). En el recuadro se muestra el ajuste para la determinación de K1 (5.1 × 103 
M-1) utilizando la Ecuación 4.4. Todos los espectros fueron normalizados para su 
representación utilizando como referencia la banda de emisión del monómero a 376 
nm. 
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El CP19 es el intermedio que se obtiene en la síntesis de CP20. Un aspecto interesante 
era evaluar si el etinil pireno, presente en CP19, permitiría la formación de los 
correspondientes excímeros como consecuencia de la rigidez estructural que le confiere 
el alquino. La conjugación aporta un coeficiente de extinción 1.4 veces superior al de 
los alquil pirenos y un desplazamiento de las bandas en el espectro de absorción, 
desplazadas 17 nm, y de las bandas de emisión desplazadas 12 nm hacia el rojo.170 En 
concreto, el espectro de absorción muestra unas bandas a 339 nm y 360 nm, Figura 
6.7B. Fue gratificante comprobar como, en las condiciones de estudio, el CP19 
mostraba claramente un excímero a 483 nm, confirmando que a pesar de la rigidez 
aportada por el etino los pirenos se apilan para dar lugar a la formación del excímero. El 
apilamiento empieza a apreciarse a una concentración de 4 µM (Figura 6.7C), 
concentraciones similares a las observadas para el homólogo reducido CP20, por lo que 
cabe esperar una constante de dimerización de este sistema similar a la obtenida con el 
ciclopéptido que presenta el alquil pireno. El desplazamiento de las señales de emisión 
en el nuevo pireno favorece el solapamiento con el espectro de absorción del perileno, 
lo que puede implicar FRET más intensos y la posibilidad de formar un nuevo 
exciplejo. Por tanto el derivado del etinil pireno parece una sonda apropiada para llevar 
a cabo los estudios propuestos. 
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Figura 6.7. Superior. Representación esquemática del equilibrio de dimerización de 
CP19 en medio acuoso a pH neutro A) Espectro de absorción de CP11 (negro, 9 µM) y 
de CP19 (azul, 7 µM) en una disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM NaCl a pH 
6.5 B) Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia del CP19 (λexc = 355 
nm) en las mismas condiciones que A) cuando se varía la concentración entre 1.4 µM 
(azul oscuro) y 14 µM (negro). En el recuadro se muestra la representación de la 
variación de intensidades (I470/I376) frente a la concentración. Todos los espectros 
fueron normalizados para su representación utilizando como referencia la banda de 
emisión del monómero a 376 nm. 
 
Nuestro siguiente objetivo fue determinar y comparar la constante de dimerización de 
CP17, un derivado de Ach similar a CP20, con la única diferencia de que posee el 
anillo de perileno en vez del de pireno (Figura 6.8). Queríamos determinar si el 
apilamiento de los anillos aromáticos, en este caso perileno, era capaz de cambiar la 
constante de asociación con respecto a la estimada con CP20 y pireno. A diferencia de 
lo observado en disolventes orgánicos el CP portador de perileno muestra claramente la 
señal característica de su excímero,50 aunque debido a su bajo rendimiento cuántico esta 
señal es mucho menos intensa que la observada para el pireno. La banda del excímero 
muestra su máximo a 550 nm y se observa ya a concentraciones de 5 µM. La menor 
intensidad del excímero de perileno y el pequeño rango de concentraciones empleado en 
el estudio no permitió calcular la constante de asociación de este sistema. De todas 
formas la relación de intensidades (Iexc/Imon) con respecto a la concentración muestra un 
comportamiento similar a CP20, lo que nos sugiere que existen pequeñas diferencias 
entre la constante de asociación para los dos ciclopéptidos derivados de Ach 
independientemente del fluoróforo usado (pireno o perileno). 
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Figura 6.8. Superior. Representación esquemática del equilibrio de dimerización de 
CP19 en medio acuoso a pH neutro. Inferior. Superposición de los espectros de emisión 
de fluorescencia del CP17 (λexc = 425 nm) en disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 
mM NaCl a pH 6.5 cuando se varía la concentración entre 1 µM (azul oscuro) y 27 µM 
(negro). En el recuadro se muestra la representación de la variación de intensidades 
(I540/I446) frente a la concentración. Todos los espectros fueron normalizados para su 
representación utilizando como referencia la banda de emisión del monómero a 446 
nm. 
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Finalmente se estudió el ciclopéptido con 8 residuos, CP38, en similares condiciones, 
con el objetivo de dictaminar la contribución de los dos enlaces de hidrógeno 
adicionales que puede formar dicho octapéptido. Los estudios realizados permitieron 
calcular de forma aproximada la constante de asociación, que resultó ser 6 × 103 M-1 
(Figura 6.9). El incremento en sólo 6 veces del hexámero al octámero nos sorprendió en 
gran medida ya que en el caso de disolventes orgánicos, como CHCl3, la contribución 
de dos enlaces de hidrógeno provocaba un aumento de la constante de asociación en dos 
órdenes de magnitud. 
 
  
 
Figura 6.9. Superior. Representación esquemática del equilibrio de dimerización de 
CP38 en medio acuoso a pH neutro. Inferior. Superposición de los espectros de emisión 
de fluorescencia del CP38 (λexc = 340 nm) en una disolución de fosfato sódico 10 mM y 
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100 mM NaCl a pH 7.5 cuando se varía la concentración entre 2 µM (azul oscuro) y 
121 µM (negro). En el recuadro se muestra el ajuste para la determinación de K1 (6.0 × 
103 M-1) utilizando la Ecuación 4.4. Todos los espectros fueron normalizados para su 
representación utilizando como referencia la banda de emisión del monómero a 376 
nm. 
 
 
En resumen las constantes de asociación determinadas en condiciones de alta salinidad 
son del orden de 10-3 M-1, Tabla 6.1. Se observa que la constante de asociación para los 
hexámeros derivados de Ach es ligeramente mayor que la de los correspondientes 
derivados de Acp. Los octámeros con dos enlaces de hidrógeno presentan una constante 
de dimerización del mismo orden que los hexámeros, aunque ligeramente superior (6 
veces) a la de los mismos. 
 
 CP11 CP20 CP38 
K1/M-1 1.2 × 103 5.1 × 103 6.0 × 103 
 
Tabla 6.1. Valores de K1 obtenidos para los péptidos CP11, CP20 y CP38 en una 
disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM de NaCl a pH 6.5. 
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6.3 HETERODÍMEROS DE α ,γ-CICLOHEXAPÉPTIDOS 
ESTABILIZADOS POR PUENTES SALINOS EN DMSO:CHCl3 
6.3.1 PRECEDENTES 
 
Los precedentes de nuestro grupo de investigación en los que se observaba la formación 
de heterodímeros en CHCl3, proceso que se podía seguir tanto por RMN como mediante 
procesos de transferencia de energía115 y electrones,114 nos llevó a plantear el estudio de 
dicho proceso en medios más polares, e incluso en agua, donde se podrían desarrollar 
aplicaciones de interés biológico.  
El diseño original padecía de los problemas ya comentados de la formación sin control 
químico de dímeros no equivalentes. Utilizando pireno y dapoxilo como cromóforos, en 
el caso de ciclohexámeros se forman tres dímeros no equivalentes, uno eclipsado, D[E], 
y dos alternados D[A], Figura 6.10A.115 
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Figura 6.10 Estructura de los α,γ-ciclohexapéptidos (CP43, CP44, CP52 y CP53) 
funcionalizados con fluoróforos pireno ó dapoxilo usados en el estudio de formación de 
homo- y  hetero- dímeros llevados a cabo en CHCl3. 115 
 
La formación de los diferentes heterodímeros derivados de los ciclopéptidos 
representados en la Figura 6.10A se confirmó mediante diferentes análisis: 
1. El homodímero derivado de CP44 (equilibrio “a” en Figura 6.11), presentaba la 
banda del excímero de pireno derivada de la superposición de los pirenos en el 
dímero eclipsado. Esta banda desaparecía cuando se añadía sobre dicho 
homodímero el ciclopéptido CP52, indicando la formación del heterodímero 
D44..52 (equilibrio “d” en Figura 6.11). 
2. La adición de pequeñas alícuotas del CP44, sobre una disolución del 
ciclopéptido complementario marcado con Dapoxilo, CP53, excitada a 340 nm 
produce un aumento significativo en la banda de emisión del dapoxilo debido al 
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FRET pireno-dapoxilo desencadenada por la formación del heterodímero D44..53 
(equilibrio “b” en Figura 6.11). 
3. La transferencia de energía debido a la formación del heterodímero D44..53 se veía 
interrumpida si sobre el heterodímero se añadía CP43, provocando una 
disminución de la banda del dapoxilo y un aumento de la emisión del pireno, lo 
que indicaba que se formaba el nuevo heterodímero, D43.53 (equilibrio “c” en 
Figura 6.11). 
4. En los estudios de tiempos de vida del heterodímero D44.52 se detectó un tiempo 
de vida de 1 ns, que se correspondería con la transferencia de energía de las 
especies no eclipsadas, D44.53[Acw] y D44.52[Accw]. La especie eclipsada, D44.53[E], 
tendría tiempos de vida inferiores no detectables en la escala de nanosegundos. 
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Figura 6.11. Equilibrios entre los homodímeros y heterodímeros derivados de CP44, 
CP52 y CP53. La inserción indica los otros dos heterodímeros no alternados que 
pueden dar lugar a FRET.115 
 
Para los estudios en medios orgánicos polares y agua se decidió utilizar el perileno en 
lugar del dapoxilo por diversos motivos: primero, el dapoxilo es muy insoluble en agua 
y su rendimiento cuántico es muy bajo en este medio.171 Segundo, el perileno es 
estructuralmente similar al pireno lo que permitiría una contribución similar del 
homodímero de pireno al de perileno donde el apilamiento π-π sabemos que estabiliza 
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la formación del homodímero. De esta forma, la heterodimerización no supondría coste 
relevante, ya que el apilamiento pireno-perileno tendría una contribución comparable a 
la del pireno-pireno o perileno-perileno. Por tanto, decidimos utilizar el ciclopéptido 
derivado de Acp marcado con un pireno y el de Ach funcionalizado con el perileno. El 
apareamiento de ambos cromóforos podría seguirse tanto por FRET como por la 
formación de un exciplejo, lo que implicaría la aparición de una nueva banda de 
emisión.50 
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6.3.2 ESTUDIOS DE LA HETERODIMERIZACIÓN: MEDIOS POLARES 
NO ACUOSOS  
El primer experimento para formar el heterodímero partió de la adición de distintos 
equivalentes de un péptido derivado de Acp funcionalizado con pireno (CP11) sobre 
una disolución de un péptido derivado de Ach funcionalizado con perileno (CP17) en 
una mezcla de DMSO:CHCl3 (20:80). En concreto sobre una disolución de CP17 a una 
concentración de 85 µM, se adicionaron diversas cantidades hasta 1.1 eq de CP11, lo 
que condujo al aumento de las bandas del perileno y a la disminución de las del pireno, 
Figura 6.12A. El comportamiento manifestado es característico de la transferencia de 
energía (FRET) y por tanto indicativo de que en la mezcla predominaba el heterodímero 
frente a los respectivos homodímeros. Si el experimento se realizaba ajustando el pH 
previamente con base, se favorecía la formación inicial de los respectivos homodímeros, 
lo cual se reflejaba en una señal de excímero importante (Figura 6.12A). Al igual que el 
caso anterior, la mezcla 1:1 de CP17:CP11 condujo a la formación preferente del 
heterodímero, reflejado en una clara disminución de la banda del excímero y monómero 
del pireno y en la aparición de las bandas de emisión características del perileno con una 
intensidad 10 veces superior a las del perileno en el homodímero D17, Figura 6.12B. En 
el caso del heterodímero, el efecto de la corrección del pH no es tan significativo sobre 
la señal de FRET, obteniéndose señales de similar intensidad independientemente del 
pH (Figura 6.12B). Una posible explicación al comportamiento observado es que las 
especies alternadas, presentes cuando el pH no está corregido (Figura 6.12A), son 
capaces de dar FRET al igual que la forma eclipsada, presente cuando ajustamos el pH 
(Figura 6.12B). Otra posible explicación sería que la formación del heterodímero esté 
gobernada principalmente por las interacciones del esqueleto sin tener en cuenta las 
interacciones de las cadenas laterales.  
La conclusión de los experimentos comentados es que tiene lugar la heterodimerización 
en DMSO:CHCl3 (20:80), sin embargo estos experimentos no nos dan información 
sobre la relación entre los distintos dímeros. 
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Figura 6.12. Representación del equilibrio de heterodimerización entre CP11 y CP17 
en DMSO:CHCl3 (20:80). A) Superposición de los espectros de emisión (λexc = 340 
nm), en DMSO:CHCl3 (20:80) de una mezcla de CP17 (85 µM) con diferentes 
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equivalentes de CP11, 0 eq (azul), 0.16 eq (rosa), 0.32 eq (naranja), 0.54 eq (violeta), 
0.83 eq (verde claro), 1.1 eq (negro), 1.5 eq (azul claro), 1.9 eq (verde). B) 
Superposición de los espectros de emisión (λexc = 340 nm), en DMSO:CHCl3 (20:80) 
con DIEA de CP11 (rojo, 85 µM), CP17 (azul, 85 µM ), heterodímero D11.17 (verde, 85 
µM, 85 µM). 
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6.4 HETERODÍMEROS DE α ,γ-CICLOHEXAPÉPTIDOS 
ESTABILIZADOS POR PUENTES SALINOS EN MEDIOS 
ACUOSOS DE ALTA SALINIDAD  
6.4.1 HETERODÍMERO, JUSTIFICACIÓN POR LA FORMACION DEL 
EXCIPLEJO PIRENO-PERILENO 
 
Una vez comprobada la formación de los heterodímeros en disolventes orgánicos y que 
el proceso se puede seguir gracias a las sondas fluorescentes seleccionadas, pasamos por 
tanto a estudiar este proceso en condiciones acuosas de alta salinidad. A diferencia del 
medio orgánico anteriormente estudiado, en los medios acuosos la preorganización del 
sistema y la hidrofobicidad de los fluoróforos podrían favorecer el apilamiento de un 
perileno de un ciclopéptido con el pireno del otro ciclopéptido para formar un exciplejo 
que podría ser detectado mediante la aparición de una nueva banda de emisión de dicha 
especie. Este exciplejo presentaría rendimientos cuánticos bajos y tiempos de vida 
cortos, lo que implica que no se pueda detectar en sistemas que no estén 
preorganizados,50 tal como mostró nuestro sistema en disolventes orgánicos. 
Se llevaron a cabo dos estudios, uno a concentraciones entre 7 y 20 µM y otro a alta 
concentración, entre 40 y160 µM. 
En el experimento a baja concentración (cuyos espectros de UV se muestran en Figura 
6.13 A) se partió de una disolución 7 µM de CP11 en una disolución de fosfato sódico 
(10 mM) y NaCl (100 mM) a pH 6.5, que se excitaba a una longitud de onda de 350 nm, 
Figura 6.13 B. En estas condiciones no se observa la presencia de excímero, lo que nos 
hace intuir que todo el ciclopéptido se encuentra como monómero. Fue gratificante 
detectar que la mezcla de concentraciones [CP11] = 8 µM y [CP17] = 9 µM implicó la 
aparición de una nueva banda ancha a 530 nm y otras de menor intensidad entorno a 
450 y 480 nm.  De este primer resultado deducimos que parte del ciclopéptido de 
perileno se encuentra como monómero, mientras que otra proporción se consumía en la 
formación del heterodímero D11.17. La señal del exciplejo a 530 nm, indicativa de la 
formación del heterodímero, aumentaba en una mezcla de concentraciones [CP11] = 15 
µM y [CP17] = 10 µM, mientras que aparentemente disminuían las bandas entre 450-
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480 nm. Resultó sorprendente que una mezcla de concentraciones [CP11] = 10 µM y 
[CP17] = 20 µM provocara la disminución relativa del exciplejo.   
Cuando estas mismas muestras resultantes de la mezcla de CP11 y CP17 a distinta 
concentración, eran irradiadas a la longitud de emisión del perileno, 425 nm, Figura 
6.13 C, se observaba una nueva banda a 530 nm, correspondiente al exciplejo, como 
consecuencia de la formación del heterodímero, siendo la mezcla de concentraciones 
[CP11] = 15 µM y [CP17] = 10 µM, la que daba lugar a una banda de exciplejo muy 
intensa. Es de destacar que a diferencia del excímero del pireno, el excímero de perileno 
presenta una banda de baja intensidad a 550 nm, lo que hace difícil cuantificar el 
homodímero de CP17. Parece evidente que la formación del heterodímero se favorece 
al aumentar la concentración de los péptidos, pero no está claro porque un exceso de 
CP11 provoca un incremento superior al que se observa cuando tenemos un exceso de 
CP17.  
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Figura 6.13. Representación esquemática del equilibrio de heterodimerización de CP11 
y CP17 en una disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM NaCl a pH 6.5. A) 
Superposición de los espectros de UV del CP11, CP17 y mezclas de estos en una 
disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM NaCl a pH 6.5 cuando se varía la 
concentración entre 7 y 20 µM. B) Superposición de los espectros de emisión de 
fluorescencia (λexc = 350 nm) en las mismas condiciones que A. Todos los espectros 
fueron normalizados para su representación utilizando como referencia la banda de 
emisión del monómero a 376 nm. C) Superposición de los espectros de emisión de 
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fluorescencia (λexc = 425 nm) en las mismas condiciones que A. Todos los espectros 
fueron normalizados para su representación utilizando como referencia la banda de 
emisión del monómero a 445 nm. 
 
Los experimentos recogidos en la Figura 6.13, sugieren la formación preferente del 
heterodímero frente al homodímero, de todas formas resulta difícil cuantificar la 
relación entre las distintas especies al solaparse alguna de las bandas de emisión y 
presentar estas especies diferentes rendimientos cuánticos. 
A continuación realizamos el experimento a alta concentración de ciclopéptidos, 80 
µM, en la que los ciclopéptidos se encuentran mayoritariamente en forma dimérica. 
Sobre una muestra 80 µM del CP11 se añadió un equivalente de CP17 mientras se 
irradiaba a 350 nm, Figura 6.14 A. En la mezcla resultante de concentraciones [CP11] = 
80 µM y [CP17] = 80 µM, se aprecia claramente la desaparición de la banda del 
excímero (470 nm) mientras aparecía una banda de 530 nm correspondiente al 
exciplejo, aunque de baja intensidad. La adición de un segundo equivalente de CP11, 
mezcla de concentraciones [CP11] = 160 µM y [CP17] = 80 µM, produce un aumento 
considerable de la banda del exciplejo (530 nm), sin que aparentemente se observase la 
banda del excímero de pireno. Si estos mismos experimentos los realizamos excitando 
el perileno (Figura 6.14 B) se aprecia más claramente la banda del excímero de perileno 
o del exciplejo para cada adición.  
La banda del exciplejo va aumentando a medida que aumentamos la concentración y 
tenemos uno de los ciclopéptidos en exceso. Así por ejemplo, si tenemos una mezcla 
[CP11] = 40 µM y [CP17] = 80 µM, a pesar de tener en exceso uno de los 
componentes, como la concentración total de CP es menor que en el caso de la mezcla 
[CP11] = 80 µM y [CP17] = 80 µM, resulta una señal de excímero de menor intensidad 
(Figura 6.14B). Esto sugiere que aunque se está formando el heterodímero, a una 
concentración de 80 µM de ambos ciclopéptidos, aún debe existir monómero de ambos 
ciclopéptidos libres que sólo se consigue consumir en forma de heterodímero cuando se 
aumenta la concentración total de ciclopéptido, por ejemplo en la mezcla [CP11] = 160 
µM y [CP17] = 80 µM . Otra posibilidad que podría justificar este hecho es que las 
especies heterodiméricas son sólo ligeramente más estables que las homodiméricas de 
forma que sólo cuando hay un exceso de uno de los ciclopéptidos se consigue forzar el 
equilibrio hacia la formación preferente del heterodímero.  
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Figura 6.14. Representación esquemática del equilibrio de heterodimerización de CP11 
y CP17 en una disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM NaCl a pH 6.5. A) 
Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc = 337 nm) del CP11 y 
una mezcla de CP11 y CP17 en una disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM 
NaCl a pH 6.5 cuando se varía la concentración entre 40 y 160 µM. Todos los 
espectros fueron normalizados para su representación utilizando como referencia la 
banda de emisión del monómero a 376 nm. B) Superposición de los espectros de 
emisión de fluorescencia (λexc = 425 nm) en las mismas condiciones que A. Todos los 
espectros fueron normalizados para su representación utilizando como referencia la 
banda de emisión del monómero a 445 nm. 
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6.4.2 HETERODÍMERO, JUSTIFICACIÓN POR LA FORMACIÓN DEL 
EXCÍMERO DE PIRENO 
 
Los experimentos anteriores parecen indicar que la formación del heterodímero es más 
favorable que la formación de los homodímeros. Desgraciadamente la superposición de 
los espectros de fluorescencia debido a la posible formación de una mezcla compleja de 
los monómeros, homodímeros y heterodímeros nos impidieron determinar con más 
exactitud la estabilidad del heterodímero con respecto a las otras especies. Con el objeto 
de obtener un valor aproximado de la constante de asociación, proponiendo la 
formación preferente del heterodímero, realizamos unos experimentos de dilución de la 
mezcla formada por dos ciclopéptidos, CP11 y CP20. La principal característica común 
de ambos ciclopéptidos es que están funcionalizados con un pireno, en cambio se 
diferencian en que CP11 es derivado de Acp y CP20 de Ach. La mezcla de ambos da 
lugar a una señal de excímero procedente tanto de los respectivos homodímeros como 
del heterodímero. En el experimento para la determinación de la constante de asociación 
se mide el espectro de emisión excitando a 340 nm una mezcla equimolecular de CP11 
y CP20 variando la concentración entre 0.1 y 100 µM. La Figura 6.15 muestra los 
resultados de dicho experimento y el ajuste de la relación de la banda de 
excímero/monómero del pireno. A pesar de que la mezcla da lugar a tres equilibrios 
simultáneos diferentes con constantes K1 (heterodimerización), K2 (homodimerización 
Acp) y K3 (homodimerización Ach), en el cálculo de la constante de dimerización 
suponemos que la constante K1 es superior a las otras dos, simplificando los equilibrios 
a uno, la heterodimerización. De esta forma aplicando la Ecuación 4.4, se obtuvo una 
constante de asociación de 1.8 × 103 M-1. Esta constante es ligeramente superior (1.5 
veces) a la constante de homodimerización del derivado de Acp y no supera a la del 
derivado de Ach pero en general la constante de heterodimerización es del mismo orden 
a las constantes de homodimerización como se puede apreciar más adelante en la Tabla 
6.2.  
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Figura 6.15. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia de una mezcla 
de CP11 (250 µM) y CP17 (250 µM) (λexc = 340 nm) en una disolución de fosfato 
sódico 10 mM y 100 mM NaCl a pH 7.5 cuando se varía la concentración entre 0.1 µM 
(azul oscuro) y 97 µM (negro). En el recuadro se muestra el ajuste para la 
determinación de K1 (1.8 × 103 M-1) utilizando la Ecuación 4.4. Todos los espectros 
fueron normalizados para su representación utilizando como referencia la banda de 
emisión del monómero a 376 nm. 
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6.5 CONCLUSIONES 
En resumen, hemos estudiado los procesos de homo- y hetero- dimerización de 
ciclohexapéptidos en medios acuosos tamponados con una disolución de fosfato sódico 
10 mM y que contiene 100 mM de NaCl a pH 6.5. La formación de homodímeros tiene 
lugar con constantes de dimerización del orden de 103 M-1. Es de destacar que la elevada 
fuerza salina usada en estos estudios (100 mM NaCl) provoca la desestabilización del 
sistema, debilitando los enlaces salinos intermoleculares, en un orden de magnitud con 
respecto a condiciones de baja salinidad (K1 del orden de 104 M-1). Otra posible 
explicación a esta desestabilización es que el incremento de fuerza salina provoque un 
reclutamiento de los metilos en busca de la menor superficie hidrofóbica expuesta al 
disolvente. En este caso, podríamos mantener los puentes salinos y la interacción 
hidrofóbica del pireno, pero implicaría la pérdida de los enlaces de hidrógeno 
intramoleculares, quedando los NH amídicos y carbonilos expuestos al disolvente.172 El 
apoyo de esta teoría sería el bajo incremento de la constante de homodimerización de 
octámeros frente a hexámeros. La formación del homodímero de un ciclooctapéptido 
derivado de Acp presentó una  constante de dimerización de tan sólo 6 veces superior a 
su homólogo de seis miembros. En estas condiciones de estudio la presencia de dos 
enlaces de hidrógeno adicionales no provoca un incremento en orden de la constante de 
asociación, algo a lo que estábamos acostumbrados en medios orgánicos como CHCl3, 
donde el aumento de estos dos enlaces de hidrógeno provocaba el aumento de la 
constante de dimerización de dos ordenes de magnitud.  
El heterodímero formado por un ciclohexapéptido que contiene el aminoácido de Acp y 
el que contiene el ciclohexapéptido de Ach es 1.5 veces más estable que el homodímero 
de Acp, pero del mismo orden. La homodimerización de ciclohexapéptidos derivados de 
Ach en estas condiciones es ligeramente más favorable que la heterodimerización o la 
homodimerización de los derivados de Acp. Los procesos se siguieron mediante la 
formación de excímero y/o exciplejo de pireno y perileno. En las condiciones acuosas el 
apilamiento aromático juega un papel determinante en el proceso de dimerización.  
La Tabla 6.2 resume los valores de las constantes de dimerización de los 
ciclohexapéptidos y octapéptido estudiados en medio acuoso de alta salinidad. 
Finalmente no hemos llevado a cabo el estudio del sistema híbrido ciclopéptido-factor 
de transcripción GCN4, debido a la baja constante de dimerización del ciclooctapéptido 
CP34 en condiciones acuosas de alta salinidad. 
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Homo Ach 
D20[E] a 
Homo Acp 
D11[E] a 
Hetero 
D20-11[E] a 
Homo Acp 
D34[E] 
K1 5.1 × 103 M-1 1.2 × 103 M-1 1.8 × 103 M-1 6.0× 103 M-1 
 
Tabla 6.2. Valores de las constantes de asociación de homo- y hetero- dimerización en 
una disolución de fosfato sódico 10 mM, 100 mM de NaCl a pH 6.5a y 7.5b.  
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7.1 INTRODUCCIÓN 
Las cápsulas supramoleculares formadas por enlaces de hidrógeno u otro tipo de 
interacción débil entre pequeñas subunidades se han estudiado de forma extensa en los 
últimos años debido al gran número de aplicaciones en biología, química23 y 
farmacología.173 Dichas cápsulas pueden incorporar en su cavidad interna diferentes 
tipos de moléculas en una relación única dependiente del tamaño, forma y superficie 
química del anfitrión (host) y del huésped (guest).174 La ocupación adecuada del espacio 
de la cápsula es un aspecto esencial para la encapsulación reversible (reconocimiento 
molecular por tamaño y forma, Capítulo: “Introducción”); así Rebek ha propuesto que 
los huéspedes que rellenen un poco más de la mitad de la cavidad dan lugar a los 
complejos más estables.175 Estas cápsulas se forman, de manera reversible, en escalas de 
tiempo de milisegundos a horas, lo cual permite la observación espectroscópica directa 
de pequeñas moléculas en el interior bajo condiciones ambientales de equilibrio. 
Además durante su tiempo de existencia se pueden comportar como centros de 
reacción176 o receptores quirales,177 entre otras muchas funciones relevantes. El 
entendimiento de su formación es importante para el desarrollo de aplicaciones. Uno de 
los primeros ejemplos de compuestos que dan lugar a cápsulas supramoleculares son los 
resorcinarenos, Figura 7.1. En este caso seis unidades de resorcinarenos forman una 
cápsula que encapsula ocho moléculas de benceno. También es de destacar la presencia 
de ocho moléculas de agua que sirven como conector entre las unidades de 
resorcinareno.  
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Figura 7.1. Estructura de la primera cápsula de resorcinareno 606(H2O)8⊂8C6H6 
cristalizada (en nitrobenceno caliente). La cápsula consiste en un cubo donde los 
resorcinarenos (60) constituyen los lados y los vértices son moléculas de agua. El 
espacio interior tiene un volumen de 1400 Å3 y está ocupado por ocho moléculas de 
benceno.82  
 
Es muy común encontrar cápsulas supramoleculares, en disolventes orgánicos o en 
disolventes orgánicos húmedos, disolventes que compiten débilmente por los enlaces de 
hidrógeno.178 En disolventes acuosos este tipo de interacción es más complicada ya que 
el agua compite con los enlaces de hidrógeno intramoleculares. Sin embargo, existen 
ejemplos de estructuras supramoleculares solubles en agua que forman cápsulas. Un 
ejemplo son los calixarenos (unidades de fenol unidas por grupos metileno) 
funcionalizados con nucleótidos que, en medio acuoso, forman dímeros cuya cavidad 
hidrofóbica es capaz de encapsular una molécula de pireno (Figura 7.2).179  
 
 
 
Figura 7.2. A) Estructura del tetra-nucleótido derivado del calixareno capaz de 
autoensamblarse en agua. B) Modelo computacional de la estructura dimérica que 
adopta en medio acuoso el calixareno que aparece representado en A. La superficie 
hidrofóbica generada con el dímero es capaz de atrapar una molécula de pireno.179 
 
Además de las cápsulas supramoleculares, los cavitandos también juegan un papel 
importante en el reconocimiento de diversas sustancias. Los cavitandos son estructuras 
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cóncavas con una cavidad interior en la que se pueden incluir huéspedes de tamaño o 
propiedades complementarias. La Figura 7.3 muestra un ejemplo de cavitando formado 
por el p-sulfonatocalix[4]-areno interaccionando con el anestésico dibucaina180 en 
D2O,.otros calixarenos encapsulan C60.181 Otros ejemplos de estructuras que tienen 
afinidad por moléculas apolares en medio acuoso son las ciclodextrinas182 y los 
cucurbiturilos.183 Ambas moléculas de estructura coloidal tienen una cavidad 
hidrofóbica y debido a la presencia de grupos polares expuestos hacia el medio que lo 
rodean son solubles en medios acuosos. 
 
 
 
Figura 7.3. Ejemplo de cavitando. Equilibrios de la interacción del anestésico 
dibucaina (violeta) con el p-sulfonatocalix[4]-areno (negro) en D2O a pD 2.0 con una 
disolución reguladora de fosfato 0.1 M. La constante de asociación, determinada por 
calorimetría isotérmica, es de 1.8 × 104 M-1. 184 
 
De forma similar, los ciclopéptidos desarrollados en nuestro grupo de investigación 
forman estructuras diméricas que poseen un orificio central. Los estudios de RX de 
alguno de estos ciclopéptidos muestra que su cavidad interior está ocupada por 
moléculas de propiedades muy diversas (cloroformo, agua; véase Figura 7.4), lo que nos 
hace suponer que tienen propiedades anfipáticas.108,109,149 Esta propiedad anfipática de la 
cavidad deriva por un lado de la presencia de los grupos amida los cuales dan lugar a los 
enlaces de hidrógeno que forman los correspondientes dímeros y que confieren a la 
cavidad propiedades hidrofílicas, tal como ya se pudo determinar con los primeros 
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nanotubos peptídicos formados sólo por los α-Aa.99 Por otro lado, el grupo metileno de 
los γ-Aas es el que le confiere las propiedades hidrofóbicas, al quedar orientado hacia el 
interior del dímero. Los estudios computacionales llevados a cabo en el grupo con 
nanotubos α,γ-peptídicos también demostraron las propiedades anfipáticas de los 
mismos debido a la flexibilidad que tienen para incorporar en el interior moléculas de 
agua o CHCl3 dependiendo del medio en el que se encuentren.185 
 
 
 
Figura 7.4. A) Vista lateral de la estructura cristalina de c-[D-Phe-L-MeN-γ-Ach-)2] 
cuando el disolvente de cristalización es CHCl3/hexano, en la que aparece una 
molécula de CHCl3 en el interior de la cavidad.149 B) Vista lateral de la estructura 
cristalizada de c-[D-Phe-L-MeN-γ-Ach-)2] de una mezcla de MeOH/hexano. En la 
cavidad interior aparece una molécula de H2O desordenada ocupando el volumen 
delimitado de blanco en la imagen.149  
 
Sería interesante utilizar esta cavidad para encapsular moléculas apolares en 
disoluciones acuosas, como por ejemplo derivados del tricloroetilo, el trimetilmetilo e 
incluso el adamantano. La inclusión de cloroformo o derivados parece especialmente 
adecuado ya que su simetría C3 coincide con la de la cavidad de los dímeros y su 
inclusión en el estado sólido se ha observado en diversos dímeros. Además la propia 
encapsulación podría estabilizar el dímero en disolución acuosa, por lo que conseguir 
este objetivo sería atractivo desde los dos puntos de vista, encapsulación y 
estabilización de la estructura dimérica. Estudios recientes realizados por la Dra. Rebeca 
García-Fandiño muestran que la encapsulación de una molécula de CHCl3 en el interior 
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del dímero de ciclohexapéptidos conduce a la estabilización del dímero en medios 
acuosos.186  
 
Este sistema de encapsulación podría, en principio, ser diseñado à la carte ya que si en 
vez de usar como γ-Aa los Acps o Achs (que generan cavidades hidrofóbicas) se 
utilizasen γ-Aa funcionalizados en su carbono β podrían generarse cavidades 
supramoleculares con propiedades muy diversas, lo que permitiría el atrapado de 
sustratos de diferentes formas y propiedades. En este sentido, en nuestro grupo de 
investigación se ha preparado un γ-Aa que está funcionalizado con un grupo hidroxilo 
en la posición C2 (ácido 4-amino-3-hidroxitetrahidrofurano-2-OH carboxílico). Este 
Aa, una vez incorporado en los α,γ-ciclopéptidos forma dímeros en los que el grupo 
hidroxilo queda orientado hacia el interior de la cavidad determinando la formación 
predominante de uno de los dímeros, aquel en el que los grupos hidroxilos participan en 
la formación de un enlace de hidrógeno.187  
El estudio del proceso de encapsulación se llevó a cabo mediante diferentes técnicas: 
experimentos de 1H RMN,174 FRET,39 espectroscopía de masas,188 espectroscopía de 
UV.183 También se intentó su caracterización mediante estudios es la espectroscopía de 
correlación de fluorescencia (FCS), que posteriormente se comentará. En este capítulo 
se presentan los estudios de RMN y FCS con diferentes α,γ-ciclopéptidos como 
anfitriones (hosts) y distintos derivados de adamantano, tricloro y tertbutilo como 
huéspedes (guests), con el fin de determinar si se forma el dímero y tiene lugar la 
encapsulación. 
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7.2 ANFITRIONES Y HUÉSPEDES 
Las moléculas anfitrión (host) que se estudiaron en los experimentos de encapsulación 
(Figura 7.5) se corresponden a hexámeros que pueden establecer puentes salinos, 
similares a los ya descritos anteriormente, con la diferencia de que estos no presentan el 
grupo pireno o perileno, el cual se sustituyó por un propilo (CP16), isobutilo (CP15), 1-
butino (CP13 y CP18), el indol de un triptófano (CP14) y un cromóforo como el Alexa 
(CP21). Con objeto de forzar el sistema a formar dímeros se preparó un dímero 
covalente, CP22, con el fin de que la sustitución en orto del anillo bencénico con dos 
ciclopéptidos preorganizase el sistema favoreciendo la formación del dímero. Este 
dímero covalente estaría mejor predispuesto para la encapsulación de las moléculas 
objetivo. 
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Figura 7.5. Estructura de los ciclopéptidos usados como anfitriones.  
 
Para poder estudiar el fenómeno de inclusión pensamos en huéspedes que presentaran 
grupos hidrofóbicos que por tamaño y simetría pudiesen ocupar el interior del dímero. 
Nuestro primer objetivo fueron derivados triclorometílicos por similitud al cloroformo 
que se había encontrado en el interior de las estructuras cristalinas de los dímeros. Para 
poder seguir el proceso mediante fluorescencia decidimos unir un grupo fluoróforo 
(Alexa 488, Figura 7.6) al huésped. Así por ejemplo se eligió como huésped el 2,2,2-
tricloroetanol al que se unió una molécula de Alexa 488 (Figura 7.6, G1A). Con el 
objetivo de distanciar el cromóforo del extremo del huésped colocamos como 
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espaciador el ácido 8-amino-3,6-dioxaoctanoico, como en G2A, el cuál además 
incrementaría la solubilidad del huésped en agua. Otros huéspedes elegidos fueron 
derivados del grupo terbutilo (G4A) y del adamantilo (G5A, G5D). Los sustratos G2-
G6 son intermedios de la síntesis de los anteriores pero fueron utilizados en algún caso 
para los estudios de RMN.  
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Figura 7.6. Estructura de los huéspedes (G), sin fluoróforo, y con el fluoróforo (Alexa y 
Dapoxilo) elegidos para ser estudiados en medio acuoso. 
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7.3 ESTUDIOS DE RMN 
El objetivo que tratamos de abordar en este apartado es estudiar la encapsulación de 
moléculas afines a la cavidad de los dímeros mediante RMN. Lo primero que 
estudiamos es la cavidad, en este caso de los dímeros peptídicos. A priori, el RMN 
podría ser una herramienta útil para caracterizar los dímeros, sin embargo, el agua 
compite por los enlaces de hidrógeno intermoleculares entre los carbonilos y las amidas. 
Tanto en el caso de que tengamos enlaces de hidrógeno intramoleculares (dímero) como 
en el caso de que el agua solvate a cada ciclopéptido, esperamos un desplazamiento de 
las señales (NH amida) a campo bajo. Por lo tanto, la característica esencial utilizada en 
trabajos anteriores para estudiar los procesos de autoensamblaje, el desplazamiento de 
las señales (NH amida) a campo bajo al aumentar la concentración, no puede ser 
utilizado. De hecho los RMN de 1H de CP13 y CP18, los más sencillos de estos 
ciclopéptidos que poseen una cadena lateral propinílica, muestran las señales de los NH 
fuertemente desapantalladas, entre 8.2 y 8.5 ppm, que se podrían corresponder tanto con 
el dímero como con el monómero solvatado.  
El desplazamiento químico de los protones amida es sensible a la temperatura, debido a 
que generalmente participan en enlaces de hidrógeno.189 La variación del 
desplazamiento químico de un NH que interviene en un enlace de amida depende del 
inverso de la distancia entre el protón amida y el aceptor de enlace de hidrógeno a la 
tercera potencia.190 Al aumentar la temperatura esta distancia aumenta, lo que implica 
que el desplazamiento químico se desplaza a campo alto.191 Los enlaces de hidrógeno 
intramoleculares, más fuertes, son menos susceptibles a la deformación y por lo tanto, 
estas amidas muestran menos cambios en el desplazamiento químico con la 
temperatura. Por lo tanto, una posible forma de establecer en nuestros sistemas si se 
trata de enlaces de hidrógeno con el disolvente o si se trata de un enlace intramolecular 
es ver el comportamiento del desplazamiento químico con la temperatura, coeficiente de 
temperatura (Δδ/ΔT en ppb/K). 
Para disolventes polares como 6d-DMSO o agua, los coeficientes de temperatura (-
Δδ/ΔT) mayores de 5 ppb/K (valor absoluto) implican que los NH amida están 
expuestos al disolvente, mientras que si los valores de los coeficientes son inferiores a 3 
ppb/K se interpreta como que los NH amida están formando enlaces de hidrógeno 
intramoleculares o están estéricamente impedidos.192 De todas formas, estudios 
realizados con diversos péptidos han demostrado que la utilización de estos parámetros 
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debe ser interpretada con cierto cuidado ya que fundamentalmente esto solo se cumple 
cuando no existen grandes cambios conformacionales en la estructura del péptido.191 
Otro aspecto importante es que en ningún caso están determinados los valores de Δδ 
con la temperatura para procesos intramoleculares como el que pretendemos estudiar en 
nuestro caso, que es muy posible que tenga valores de coeficientes de temperatura muy 
diferentes dependiendo de la constante de asociación.  
Teniendo en cuenta las limitaciones anteriores decidimos determinar los coeficientes de 
temperatura. Los espectros de 1H RMN de los ciclopéptidos se llevaron a cabo en un 
rango de temperatura entre 20 y 80ºC y utilizando una disolución de fosfato sódico 10 
mM a pH 6.5 con una concentración de NaCl de 100 mM, por similitud a las 
condiciones habituales en los estudios de los conjugados péptido-péptidoGCN4 con 
ADN.193 Los coeficiente de temperatura obtenidos en estas condiciones fueron de -7 y -
13 ppb/K, (pendiente de las rectas de la Figura 7.7 recogidas en la Tabla 7.1). Dichos 
valores indican que los NH amida no intervienen en enlaces de hidrógeno fuertes 
(intramoleculares). 
 
Figura 7.7. Representación de la variación del desplazamiento químico de 1H de uno de 
los NH amida de distintos ciclopéptidos con la temperatura: CP15 (5 mM, azul), CP14 
(5 mM, verde), CP7 (24 mM, rojo), CP18 (5 mM, negro), CP40 (1.2 mM, violeta). La 
pendiente de la recta representa el coeficiente de temperatura (-Δδ/ΔT). Los 
experimentos se realizaron en 10% D2O/90% fosfato sódico 10 mM y 100 mM NaCl a 
pH 6.2.  
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CP Aa (Δδ/ΔT) ppb/K 
CP14 Trp -7.7 
CP15 Leu -8.6 
CP16 Pta -9.0 
CP182 Prg -8.6 
CP22 Prg-1-benceno -12.7 
 
Tabla 7.1. Coeficientes de temperatura (-Δδ/ΔT) (ppb/K) en 10% D2O/90% fosfato 
sódico 10 mM y 100 mM NaCl a pH 6.2 para los distintos c-[L-Aa-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-
D- MeN-γ-Acp-L-Lys-D- MeN-γ-Acp-] estudiados.  
 
 
Es de destacar que CP14 que posee el grupo indol y que se parece estructuralmente a 
los ciclopéptidos portadores de pireno, y para los cuales habíamos estimado una 
constante de asociación del orden de 103 M-1, presenta un coeficiente del 
desplazamiento químico ligeramente inferior a los otros ciclopéptidos (-7.7), aunque en 
ningún caso se aproxima a los valores de los enlaces intramoleculares.  
Con el CP15, que tiene un isopropilo en lugar del pireno, llegamos a realizar este 
estudio a una concentración más elevada (24 mM) con el objeto de forzar el equilibrio 
hacia el dímero. Sin embargo, nuevamente el Δδ/ΔT resultó de -9 ppb, tal como se 
puede observar en la Tabla 7.1. Para el derivado de Ach estudiado, CP18, no se observó 
diferencia en su coeficiente de temperatura con respecto a los derivados de Acp. 
Finalmente, se probó el CP22, el dímero donde los dos ciclopéptidos están unidos 
covalentemente a través de un anillo de benceno con sustitución 1,2. Este diseño debería 
forzar a ambos ciclopéptidos a formar la hoja plegada β, al igual que el grupo 
azobencénico usado por M. S. Vollmer, el cuál en su conformación Z generaba dímeros 
intramoleculares, tal como se indica en la Figura 7.8.194  
                                                
2 Está constituído por γ-Ach en vez de Acp 
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Figura 7.8. Equilibrios de dimerización de 61, en su conformación Z y E. 
 
Sin embargo, para CP22 encontramos de nuevo que el coeficiente de temperatura es 
muy superior a 5 ppb/K, de hecho resultó ser el mayor de todos ellos, -12.7 ppb/K. Es 
de destacar que en este estudio se utilizó una concentración de ciclopéptido inferior a 
los casos anteriormente estudiados, aunque dado que son enlaces intramoleculares la 
formación del dímero debería ser independiente de la concentración. 
 
Por lo tanto todos los estudios realizados nos dan variaciones del desplazamiento 
químico, Δδ/ΔT, superiores a los 5 ppb/K, que parecen sugerir que los ciclopéptidos se 
encuentran solvatados con moléculas de agua más que formando dímeros, al menos en 
las condiciones de alta salinidad. Este resultado es incluso más evidente con el dímero 
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covalente en el que los enlaces de hidrógeno son intermoleculares y no 
intramoleculares.  
 
El segundo estudio que iniciamos fue la formación de heterodímeros de los 
ciclopéptidos usados como anfitrión, (Figura 7.5). Los resultados comentados en 
capítulos anteriores junto con los precedentes en nuestro grupo de investigación 
sugerían que los heterodímeros, aquellos formados por un ciclopéptido derivado de Acp 
con otro ciclopéptido que contiene Ach, son ligeramente más estables que los 
homodímeros. Esto nos llevó a pensar que quizás los heterodímeros existiesen en agua y 
se pudiesen caracterizar por RMN. En caso de formarse, los desplazamientos de los 
protones amida deberían ser diferentes a los de los correspondientes homodímeros. 
Esperábamos ver la aparición de nuevas señales a medida que uno de los ciclopéptidos 
se añadía sobre la disolución del otro ciclopéptido. Además, si los heterodímeros son 
más estables que los correspondientes homodímeros sus coeficientes de temperatura 
deberían ser menores. De esta forma seguimos por RMN el proceso de mezcla entre el 
CP18 y CP13, derivado de Ach y Acp, respectivamente, y que poseen una 
propargilglicina. Inicialmente observamos únicamente las tres señales a 8.24, 8.29 y 
8.44 ppm correspondientes a cada uno de los protones peptídicos de CP18. Sobre esta 
disolución se fueron añadiendo pequeñas alícuotas de una disolución que contiene el 
CP13, observándose la aparición de nuevas señales (8.34 y 8.51 ppm), que coinciden 
perfectamente con las del CP13 puro. Sorprendentemente no se aprecia ningún cambio 
considerable en ninguna de las señales de los NH peptídicos de ambos ciclopéptidos 
(Figura 7.9 Superior) así como tampoco ninguna señal nueva en la zona de los NMe, 
(Figura 7.9 Inferior). 
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Figura 7.9. Superior. Ampliación de los espectros de 1H RMN en la zona (8.7-7.4 ppm) 
en 10% D2O/90% fosfato sódico 10 mM y 100 mM NaCl a pH 6.2 de CP18 (7 mM) 
sobre la que se añadieron A) 0 eq, B) 0.25, C) 0.5, D) 1 eq de CP13 (7 mM). E) 
Espectro de CP13 (7 mM) bajo las mismas condiciones anteriores. Inferior. Ampliación 
de los espectros de 1H RMN zona de (3.2-2.0 ppm) en las mismas condiciones que la 
figura superior. 
  
Como cabría esperar, el experimento inverso, la adición del CP18 sobre una disolución 
de CP13, dio lugar a resultados similares, tal como se muestra en la Figura 7.10. Sobre 
una disolución de concentración 8 mM de CP13 se fue añadiendo pequeñas 
proporciones de CP18 sin que se observase cambio alguno en los desplazamientos 
químicos de las señales de los protones más característicos de cada uno de los 
ciclopéptidos.  
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Figura 7.10. Superior. Ampliación de los espectros de 1H RMN en la zona (8.7-7.4 
ppm) del CP13 (8 mM) en D2O, fosfato sódico 10 mM y NaCl 100 mM a pH 6.5 sobre 
la que se añadieron A) 0 eq, B) 0.3, C) 0.6, D) 1.1 eq de CP18. E) Espectro de CP18 (8 
mM) bajo las mismas condiciones. Inferior. Ampliación de los espectros de 1H RMN 
zona de (3.2-2.0 ppm) en las mismas condiciones que la figura superior. 
 
La ausencia de nuevas señales en la zona de los NH después de adicionar un péptido 
sobre otro, parece indicar que los heterodímeros tampoco se forman en agua, al menos 
en las condiciones de estudio. 
En un tercer intento preparamos un octámero (CP42) en donde esperábamos que la 
presencia de dos enlaces de hidrógeno adicionales estabilizaría el dímero. A diferencia 
de los RMN de los hexámeros donde encontrábamos tres dobletes, uno para cada NH 
peptídicos (monómero), en este caso observamos más de un doblete por cada NH 
peptídico uno mayoritario y otro minoritario (Figura 7.11), es decir las señales aparecen 
desdobladas posiblemente debido al equilibrio entre monómero y dímero. A diferencia 
de los experimentos de hexámeros donde se usaba una disolución reguladora de alta 
fuerza salina para ajustar el pH en el caso actual se corrigió el pH a 6.2 con unas gotas 
de una disolución diluida de NaOH después de disolver el ciclopéptido. Debido a la 
complejidad de las señales de los NH y con el fin de se simplificara esta zona, 
decidimos calentar la muestra a 50 ºC y ver si desaparecían las señales asociadas al 
dímero. Sin embargo el aumento de la temperatura provocó un apantallamiento de todas 
las señales de los NH, 8 ppb/K y 10 ppb/K para los dobletes de mayor y menor 
intensidad respectivamente. Este apantallamiento también se observó cuando la muestra 
fue diluida de 1.5 a 0.75 mM, Figura 7.12. 
Como conclusión de este experimento podemos decir que el octapéptido CP42 parece 
estar en disolución en forma de monómero y dímero, a una concentración 1.50 mM. 
Esto posiblemente sea debido a los dos enlaces de hidrógeno adicionales con respecto a 
los hexámeros, donde veíamos únicamente monómero. De todas formas la baja 
concentración salina usada en el caso de los octámeros también puede ser decisiva para 
favorecer la formación del dímero.  
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Figura 7.11. Superior. Espectro de RMN de 1H del CP42 (1.50 mM) en 10%D2O/90% 
H2O a pH 6.2. Inferior. Espectro TOCSY de la muestra superior. 
 
VII. Encapsulación de moléculas orgánicas en la cavidad de dímeros α,γ-peptídicos 
264 
 
Figura 7.12. Espectros de RMN de 1H del CP42 (1.50 mM) en 10%D2O/90% H2O a pH 
6.2 variando la concentración y la temperatura, A) 1.50 mM y 25ºC, B) 0.75 mM y 
25ºC, C) 1.50 mM y 50ºC. 
 
Puesto que los resultados anteriores sugerían que la formación de los dímeros derivados 
de ciclohexapéptidos no estaba favorecida, decidimos abordar un nuevo experimento en 
el que añadimos cantidades crecientes de una de las moléculas que podría actuar como 
ligando (guest) con el objetivo de que la molécula encapsulada pudiese inducir la 
formación del dímero. Seleccionamos para ello el 2,2,2-tricloroetanol y empezamos el 
estudio con la mezcla de los CP13 y CP18, sobre la que se añadieron cantidades 
crecientes del mismo. Como se muestra en la Figura 7.13, observamos algunos 
pequeños cambios. En primer lugar se apreciaba una reducción en la intensidad de las 
señales del CP18 (derivado de Ach), mientras que las intensidades de las señales del 
derivado de Acp permanecían invariables. Además, las señales de los NH del derivado 
de Ach (Figura 7.13 Superior) se apantallan ligeramente con la adición del 
tricloroetanol, aunque esta variación no es muy significativa (entre 0.02 y 0.03 ppm). 
Desgraciadamente, la baja solubilidad del tricloroetanol en agua nos impidió realizar el 
experimento con mayores cantidades del huésped.  
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Las señales de los protones metilo que aparecen a 3.06, 3.02 y 3.00 ppm también 
presentan un comportamiento similar (Figura 7.13, Inferior). Mientras que las del 
derivado de Acp permanecen invariables aquellas correspondientes a las del Ach se 
apantallan ligeramente (0.02 ppm), sugiriendo nuevamente la existencia de alguna 
interacción entre este ciclopéptido y el tricloroetanol.  
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Figura 7.13. Superior. Ampliación de los espectro de 1H RMN de la zona (8.7-7.4 ppm) 
de una mezcla de los CP13 (7 mM) y CP18 (7 mM) en D2O, fosfato sódico 10 mM, 100 
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mM NaCl a pH 6.5 sobre la que se añadieron A) 0, B) 0.5, C) 0.6, D) 1.0, E) 6 eq de 
tricloroetanol. Inferior. Ampliación de los espectros de 1H RMN zona de (3.2-2.0 ppm) 
en las mismas condiciones que la figura superior. 
 
Para solucionar el problema de la baja solubilidad del tricloroetanol preparamos el 
derivado G2 que, gracias a la presencia del grupo 8-amino-3,6-dioxaoctanoico, presenta 
una mayor solubilidad en agua. Con este nuevo sustrato se repitió el experimento 
anterior obteniéndose resultados similares a los ya observados, el ancheamiento y 
desplazamiento a campo alto de las señales de protones amida del ciclopéptido derivado 
de Ach (CP18) y la disminución de su concentración (Figura 7.14, Superior). También 
se aprecia el desplazamiento a campo bajo (0.02 ppm) de las señales de los metilos 
(Figura 7.14, Inferior). Por lo tanto con este derivado triclorado volvemos a ver como 
disminuye la concentración del ciclopéptido de Ach (CP18) mientras que las señales de 
los NH peptídicos se ven ligeramente apantalladas.  
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Figura 7.14. Superior. Ampliación de los espectros de 1H RMN de la zona (8.7-7.4 
ppm) de una mezcla de los CP13 (7 mM) y CP18 (7 mM) en D2O, fosfato sódico 10 mM, 
100 mM NaCl a pH 6.5 sobre la que se añadieron A) 0, B) 0.8, C) 2.0, D) 4.0, E) 8 eq 
de G23, F) Espectro de G2 (17 mM) en las condiciones anteriores. Inferior. Ampliación 
de los espectros de 1H RMN en la zona de (3.2-2.0 ppm) en las mismas condiciones que 
la figura superior. 
 
En todos los experimentos realizados las señales de los tricloro derivados más 
características a 4.99 y 4.45 ppm permanecen inalteradas, Figura 7.14 Inferior. La 
disminución de las señales asociadas al ciclopéptido derivado de Ach se podría deber a 
su precipitación, aunque después de realizar los experimentos no se observaba la 
aparición de precipitado en el tubo de RMN. Una de las dudas que nos surgió es si estos 
cambios observados se podrían deber a cambios de pH provocados al añadir alícuotas 
de la disolución concentrada de G2 de pH ligeramente ácido. 
 
Para comprobar el efecto de un cambio de pH como responsable de los desplazamientos 
de alguna de las señales, se llevó a cabo un experimento en el que se añadieron distintas 
cantidades de ácido trifluoroacético sobre CP15. En las sucesivas adiciones de TFA se 
observó que al aumentar la cantidad de ácido aparece una banda ancha a 7.5 ppm 
(posiblemente del grupo amonio de la Lys) y un desplazamiento de los protones en γ del 
glutámico como consecuencia de la protonación del carboxilato a medida que se 
acidifica el medio, de 2.20 ppm a 2.44 ppm (Figura 7.15 Inferior). Este desplazamiento 
no se observaba en los anteriores estudios, donde la señal permanecía constante en toda 
la serie a 2.25 ppm, lo que parece indicar que el efecto observado en las señales del 
derivado de Ach no se deben a un cambio de pH con la adición de G2. El 
desplazamiento químico de NH amida con la adición de hasta 2.4 eq de TFA permanece 
prácticamente invariable (Figura 7.15, Superior). Algo sorprendente en este estudio es 
el desdoblamiento de una de las señales singlete de los NMe con la adición de TFA, 
apantallándose 0.03 ppm, (Figura 7.15 Inferior). 
 
                                                
3 La señal a 8.1 ppm la asociamos al grupo amonio de G2, las otras señales que 
aparecen entre 8.1-7.4 ppm son impurezas que acompañan a G2. 
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Figura 7.15. Superior. Ampliación de los espectros de 1H RMN de la zona (8.7-7.4 
ppm) del CP15 (9 mM) en D2O, fosfato sódico 10 mM, 100 mM NaCl a pH 6.0, sobre la 
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que se añadieron A) 0, B) 0.3, C) 0.6, D) 1.2, E) 2.4 eq de TFA. Inferior. Ampliación de 
los espectros de 1H RMN en la zona de (3.2-2.0 ppm) en las mismas condiciones que la 
figura superior. 
 
De todas formas, decidimos llevar a cabo unos experimentos aumentando la capacidad 
de la disolución reguladora a 100 mM y eliminando el cloruro sódico para no 
incrementar la fuerza iónica que desfavorece la formación del dímero. Con esta premisa 
repetimos el experimento con el CP15, derivado de Acp, sobre el que fuimos añadiendo 
pequeñas proporciones de G2. Fue altamente gratificante observar como se produce el 
desplazamiento químico de las señales amida a campo alto, casi 0.06 ppm (Figura 7.16 
Superior) al añadir G2 sin que se observe desplazamiento del triplete de los Hγ del Glu . 
También se aprecia la aparición de dos señales anchas entorno a 8.00 ppm que se 
corresponden con el grupo amonio. Por otro lado, las señales del huésped parecen no 
verse afectadas en las sucesivas adiciones, (Figura 7.16 Inferior). Es especialmente 
llamativo que el metileno contiguo al grupo triclorometil no se vea afectado por la 
supuesta complejación con el dímero.  
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Figura 7.16. Superior. Ampliación de los espectros de 1H RMN de la zona (8.7-7.4 
ppm) del CP15 (8 mM) en 10% D2O/90% fosfato sódico 100 mM a pH 6.5 sobre la que 
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se añadieron A) 0, B) 1.25, C) 2.5, D) 5.0 , E) 25 eq de G2, F) Espectro de G2 (34 mM) 
a pH 5.8 con disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM NaCl. Inferior. Ampliación 
de los espectros de 1H RMN en la zona de (3.2-2.0 ppm) en las mismas condiciones que 
la figura superior. 
 
Con el objeto de evaluar si los cambios observados se debían a la inclusión del grupo 
triclorometilo en el interior de la cavidad del dímero, decidimos a continuación estudiar 
el éster metílico, G3, añadiendo como en el caso anterior el ligando sobre una 
disolución de CP15. La adición de cantidades crecientes de G3, hasta 30 equivalentes, 
provoca un ancheamiento de las señales de los protones amida, aunque la variación del 
desplazamiento químico es menos importante (solo 0.01 ppm) (Figura 7.17 Superior). 
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Figura 7.17. Superior. Ampliación de los espectros de 1H RMN de la zona (8.7-7.4 
ppm) del CP15 (8 mM) en 10% D2O/90% fosfato sódico 100 mM, a pH 6.5 sobre la que 
se añadieron A) 0, B) 1.5, C) 3.0, D) 9.0, E) 30 eq de G3, F) Espectro de G3 (46 mM) a 
pH 5.8 en fosfato sódico 10 mM y 100 mM NaCl. Inferior. Ampliación de los espectros 
de 1H RMN en la zona de (3.2-2.0 ppm) en las mismas condiciones que la figura 
superior. 
 
Por último, estudiamos el derivado adamantánico G5, el cuál es bien conocido que se 
encapsula debido a su carácter apolar en medios acuosos en el seno de β-CD con 
constantes de asociación elevadas. Como en los casos anteriores realizamos diversas 
adiciones de G5 sobre el ciclopéptido en este caso CP14, que contiene un triptófano, 
bajo condiciones similares (pH 6.2, disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM 
NaCl). En este caso no se observa desplazamiento ni en las señales correspondientes al 
ciclopéptido ni en las que se corresponden con el adamantano, (Figura 7.18), sin 
embargo se aprecia que las señales de CP14 disminuyen en intensidad, lo que indica 
que el péptido precipita durante la realización del experimento. 
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Figura 7.18. Superior. Ampliación de los espectros de 1H RMN de la zona (10.3-6.5 
ppm) en 10% D2O/90% H2O y pH 6.2, con una disolución reguladora de fosfato sódico 
10 mM y 100 mM NaCl de CP14 (3.5 mM) sobre la que se añadieron A) 0 eq, B) 0.15 
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eq, C) 0.4 eq, d) 0.9 eq, E) 2.2 eq  de G5, F) Espectro de G5 (30 mM) en las mismas 
condiciones. Inferior. Ampliación de los espectro de 1H RMN de la zona (5.2-1.4 ppm) 
en las mismas condiciones que la figura superior.  
 
Ante la falta de indicios de complejación de los dímeros y el adamantano, decidimos 
llevar a cabo un estudio de temperatura variable con la idea de encontrar diferencias 
entre la mezcla de CP14 y G5 y del CP14 por sí solo, Figura 7.19. El aumento de la 
temperatura provoca un apantallamiento de los NH peptídicos y un coeficiente de 
temperatura para la mezcla de (Δδ/ΔT = 7.5 ppm) frente a (Δδ/ΔT = -7.7 ppm) para 
CP14 como ya habíamos visto antes (Tabla 7.1). Los valores de coeficientes de 
temperatura no indican que los enlaces de hidrógeno formen parte de una interacción 
intramolecular. Este hecho pone en evidencia que el derivado adamantílico no induce la 
formación del dímero por ocupación de la cavidad interior desplazando moléculas de 
agua para fortalecer los enlaces de hidrógeno intramoleculares, (Figura 7.19).  
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Figura 7.19. Ampliación de los espectros de 1H RMN en la zona (10.3-6.5 ppm) de la 
mezcla de CP14 (3.5 mM) y G5 (9 mM) en 10% D2O/90% fosfato sódico 10 mM y 100 
mM NaCl a pH 6.2 a diferentes temperaturas A) T = 20ºC, B) T = 30ºC, C) T = 50ºC.  
 
En base a los estudios realizados, podemos concluir que no está claro que los 
ciclopéptidos que no poseen una cadena lateral hidrofóbica sean capaces de dimerizar a 
través de una hoja plegada β en el condiciones de alta salinidad (pH 5-6.5, en una 
disolución de fosfato sódico 10 mM y 100 mM de NaCl). La adición de un posible 
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huésped como el tricloro derivado (G2) da lugar a pequeñas variaciones en los espectros 
de RMN, en especial en las señales correspondientes al ciclopéptido de Ach, y sólo en 
el caso de usar pH 6.5 con una disolución reguladora de fosfato 100 mM se puede 
observar apantallamiento de los NH peptídicos del ciclopéptido derivado de Acp. 
Dichos cambios se podrían atribuir a que este huésped está interaccionando con el 
ciclopéptido o que el derivado triclorometílico induce la formación del dímero. Cuando 
se añade un ligando más voluminoso, como el adamantano, esta posible interacción 
desaparece por lo que claramente podemos concluir que el adamantano no interacciona 
con el ciclopéptido.  
Estos estudios podrían completarse con la adición de un número elevado de 
equivalentes de G2 sobre el CP18, derivado de Ach, el cuál mostró un comportamiento 
prometedor en los estudios iniciales donde se añadía un número bajo de equivalentes 
huésped. 
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7.4 ESTUDIOS DE FLUORESCENCIA 
Dado que los experimentos realizados no dejaban claro la capacidad para encapsular 
pequeños ligandos hidrofóbicos en el interior de los dímeros ciclopeptídicos decidimos  
utilizar la fluorescencia para ver si el péptido marcado con un pireno (CP11), del cual 
conocemos su grado de dimerización (por cuantificación de su excímero), era capaz de 
encapsular a alguno de los huéspedes propuestos. Así, el efecto de la adición del 
ligando, a una disolución de CP11 con una concentración en la que sólo una parte del 
ciclopéptido está en forma de dímero, podría seguirse por la señal del excímero. En 
principio se espera que la adición del huésped incremente la señal del excímero, 
siempre y cuando el ligando influyese positivamente en la formación del dímero. De 
esta forma se realizaron experimentos en los que pequeñas cantidades de diversos 
ligandos como trifluoroetanol, tricloroetanol, tricloroetanol modificado con el 8-amino-
3,6-dioxaoctano (G2) y su metil éster (G3) se adicionaban sobre una disolución de 
CP11 (2.5×10-5 M) a pH 6.5 con una disolución reguladora de fosfato sódico, 10 mM y 
100 mM de NaCl. En la Figura 7.20, se muestran los principales resultados del estudio. 
En ninguno caso se observaba un aumento en la señal del excímero. En el caso de G2 se 
apreciaban cambios, aunque éstos tenían lugar en el sentido opuesto a lo esperado con 
una variación en la relación Iexc/Imon desde 0.7 inicial a 0.35 al final del experimento 
(cuando se añaden 200 eq G2). De todas formas, esta variación se podría deber a un 
cambio de pH del medio ya que la disolución reguladora usada tiene una concentración 
10 mM y la última adición implica una concentración de G2 de 5 mM y de pH 
ligeramente ácido. Sin embargo la adición de G3 en las mismas condiciones no produce 
una disminuición similar de la banda del excímero. En este experimento estamos 
suponiendo que la complejación debe provocar cambios en la cantidad de dímero en 
disolución y por tanto de excímero, lo cual no tiene que ser totalmente cierto ya que 
podría tener lugar la complejación sin afectar a la dimerización, es decir que sólo se 
produjese la complejación con los dímeros presentes en el medio, de forma que la señal 
de excímero no se vería afectada. También estamos suponiendo que la complejación no 
provoca la ruptura del dímero o la distorsión del excímero. El experimento nos indica 
que la complejación, si tiene lugar, no provoca un aumento de la señal del excímero y 
por tanto de la dimerización del ciclopéptido, sino que la señal permanece constante. En 
el caso del huésped triclorado cuando se añaden un número elevado de equivalentes de 
G2 la señal del excímero disminuye, en contra de lo esperado.  De nuevo, como en los 
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estudios de RMN, para completar este trabajo debería llevarse a cabo un experimento 
similar al aquí descrito pero con el ciclopéptido derivado de Ach funcionalizado con un 
pireno (CP20), ya que quizás la cavidad de este ciclopéptido, más espaciosa, a 
diferencia del derivado de Acp pueda albergar al tricloroetanol. 
  
 
  
Figura 7.20. Relación de la emisión de fluorescencia del pireno en CP11 en forma de 
dímero y monómero (I472/I376) (λexc = 340 nm) después de la adición de diferentes 
equivalentes de tricloroetanol (•), trifluoroetanol (•), G2 () y G3 (). Los 
experimentos se realizaron empleando una concentración de CP11 2.5 × 10-5 M a pH 
6.5 con una disolución reguladora de fosfato sódico (10 mM) y NaCl (100 mM). Sobre 
CP11 se añadieron distintos volúmenes (2, 4, 6 ….44 µL) de la disolución patrón de los 
respectivos huéspedes.  
 
Por último, llevamos a cabo el estudio entre el derivado dapoxílico funcionalizado con 
el adamantano (GD5) y el CP11. Si el adamantano se dispone en el interior de la 
cavidad dimérica posiciona al dapoxilo en un ambiente cercano al pireno facilitando el 
proceso de transferencia de energía (FRET) entre ambos cromóforos.115 El problema 
más importante que nos encontramos fue la baja solubilidad del derivado dapoxílico en 
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agua (Abs < 0.1). Para solventarlo decidimos añadir alícuotas de este derivado disuelto 
en DMSO sobre la disolución acuosa de CP11 (1.5 × 10-4 M), Figura 7.21A. Las 
sucesivas adiciones de dicho compuesto provocaban una disminución de la señal del 
excímero y un ligero aumento en la emisión del monómero que podrían deberse a la 
modificación de la hidrofobicidad del medio acuoso con la adición del DMSO (Figura 
7.21B). Otro problema que nos encontramos fue la baja luminosidad del dapoxilo en 
agua (bajo rendimiento cuántico), inferior a la del excímero de pireno, por lo que en 
estas condiciones su banda de emisión quedaba oculta bajo la del excímero, impidiendo 
ver qué efecto tiene la adición del adamantano (GD5) sobre CP11. En la Figura 7.21A 
se muestra el comportamiento de la mezcla del CP11 y el derivado adamantílico D5D 
con respecto a los componentes por separado. Se aprecia una disminución de la señal de 
excímero, mientras que no se observa la emisión del dapoxilo. La reducción de la 
emisión del pireno se podría explicar como consecuencia de la existencia de un proceso 
de transferencia de energía (pireno-dapoxilo) tal como habíamos propuesto, sin 
embargo, la intensidad de la señal del dapoxilo no aumentaba tal como cabría esperar si 
existiese tal proceso de transferencia de energía. Con el objeto de confirmar que los 
cambios en la emisión del pireno no eran un efecto del disolvente, realizamos un control 
en el que se fueron añadiendo diversas cantidades de DMSO sobre la disolución acuosa 
del ciclopéptido. Observábamos (Figura 7.21B) que a medida que aumentaba la 
concentración del DMSO tenía lugar, nuevamente, la disminución de la banda del 
excímero y el aumento de las del monómero. De hecho, la reducción observada en este 
blanco con respecto a las adiciones del dapoxilo son comparables. Por tanto parece 
deducirse que los cambios se deben a efectos del disolvente y no a la existencia de una 
interacción adamantano/CP acompañado de un proceso FRET. Por otro lado la baja 
solubilidad del G5D y los reducidos tiempos de vida del dapoxilo hacen muy difícil 
seguir el proceso mediante fluorescencia. 
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Figura 7.21 A) Superposición de los espectros de emisión (λexc=340 nm) de CP11 (150 
µM) (azul), G5D (6 µM) (rojo) y la mezcla de CP11 y G5D (verde) en agua. B) 
Superposición de los espectros de emisión (λexc=340 nm) de CP11 (150 µM) en 
presencia de cantidades crecientes de DMSO (0% (azul), 1% (rojo), 3% (verde), 4% 
(gris), 7% (negro) en agua. 
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7.5 ESTUDIOS DE ESPECTROSCOPÍA DE CORRELACIÓN DE 
FLUORESCENCIA 
Cuando estábamos realizando este trabajo, y en una de las reuniones de la red de 
materiales moleculares en las que participa el grupo tuvimos la oportunidad de coincidir 
con el grupo de los profesores Wajih Al-Soufi y Mercedes Novo (Grupo de química 
biofísica, fotofísica y espectroscopía) de la Universidad de Santiago de Compostela 
(Campus de Lugo). Este grupo es experto en fluorescencia de correlación y se ofreció a 
realizar estudios con objeto de determinar la posible interacción entre los ciclopéptidos 
y el tricloro o el trimetil derivados. 
La Espectroscopía de Correlación de Fluorescencia (FCS) es una herramienta útil para 
estudiar la estequiometría y estabilidad de complejos de encapsulación (host-guest). 
Para que un complejo de este tipo sea estudiado por FCS es necesario que uno de los 
elementos, receptor o ligando, sea fluorescente y que sea excitado a la longitud de onda 
del láser empleado. 
7.5.1 DISEÑO DEL SISTEMA DE ENCAPSULACIÓN PARA SER 
ESTUDIADO POR FCS 
El marcaje de un guest (Gn) con el fluoróforo Alexa 448, muy adecuado para FCS por 
su alta luminosidad, estabilidad e independencia de emisión con respecto a cambios del 
pH, nos permite estudiar la interacción de este nuevo huésped (GnA) con el 
ciclopéptido (CPn) debido a la formación de complejo Dn⊃GnA, mediante FCS. En la 
Figura 7.22 se muestra un esquema general del sistema a estudiar por FCS. El cambio 
en el peso molecular del ligando sólo y formando el complejo debería modificar la 
velocidad de difusión y eso debería poder seguirse mediante FCS. 
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Figura 7.22. Esquema general del equilibrio de complejación entre el dímero (Dn) 
derivado de un α,γ-ciclopéptido (CPn) y el ligando funcionalizado con el fluoróforo 
A488 (huésped) (GnA). La variación entre el tiempo de difusión del fluoróforo libre y el 
complejado permitiría estudiar el proceso de complejación mediante FCS. 
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Idoneidad de la sonda 
Con objeto de estudiar las propiedades de la sonda Alexa 488 (A488) funcionalizada 
con los distintos huéspedes en FCS, decidimos utilizar un reconocido receptor de los 
adamantanos como son las β-ciclodextrinas (β-CD). Esta complejación está 
ampliamente estudiada y se conocen con bastante precisión sus constantes. Para la 
solubilización del adamantano pensamos en unirle una cadena del ácido 8-amino-3,6-
dioxaoctanoico. Los estudios realizados con la (β-CD) nos permiten conocer el efecto 
del espaciador en la constante de asociación así como los cambios de difusión como 
consecuencia de la formación del complejo de inclusión. Los experimentos empleando 
el adamantano funcionalizado con el Alexa 488 (G5A) con la β-ciclodextrina (β-CD) 
(Figura 7.23) se llevaron a cabo en una disolución acuosa de fosfato sódico 100 mM a 
pH 6.195  
 
Figura 7.23. (A) Estructura de la β-ciclodextrina. (B) Modelo del complejo β-CD⊂ 
G5A, formado por la inclusión del adamantano, funcionalizado con Alexa 488 y el 
ácido 8-amino-3,6-dioxaoctanoico como espaciador.195 
  
En este estudio se observaba un aumento fuerte en el tiempo de difusión (λD) al añadir 
incluso pequeñas cantidades de β-CD (Figura 7.24A) obteniéndose una constante de 
complejación de 50.000 M-1, que concuerda con la bibliografía.195 Además, este 
resultado demuestra que tanto el alexa (A488) como el espaciador no impiden la 
complejación del adamantano, ni estéricamente ni por el incremento en la solubilidad 
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que aporta el espaciador. La intensidad de fluorescencia apenas varía al complejarse el 
G5A, lo cuál indica que no hay interacción entre β-CD y A488. Las variables conocidas 
a partir del ajuste de los datos se muestran en la Figura 7.24B. 
 
 
Figura 7.24 A) Tiempos de difusión en función de la concentración de β-CD del 
sistema β-CD⊂G5A, en una disolución acuosa de fosfato sódico 100 mM a pH 6, 
determinados a partir de los ajustes individuales de la función de correlación GDT 
(Ecuación 1.4) de las curvas de correlación normalizadas obtenidas (no se muestran). 
La curva negra es la que mejor se ajusta a la Ecuación 1.8. En la parte inferior se 
muestran los residuales del ajuste. B) Valores de los parámetros obtenidos por un 
ajuste global a partir de las ecuaciones 1.4 y 1.8 (τf, τb, y K). Los datos de coeficiente de 
difusión libre (τf = 222 µs) y complejado (τb = 300 µs) se han determinado usando la 
Ecuación 1.5 y como calibrante la Rhodamina 123 para determinar el radio del 
volumen de muestra (ωxy). El radio hidrodinámico libre (Rh,f = 7.8 Å) y complejado (Rh,b 
= 10.5 Å) se han obtenido a partir de la Ecuación 1.9.195 
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7.5.2 EXPERIMENTOS DE FCS CON LOS α ,γ-CICLOPÉPTIDOS 
Dado que G5A funciona con β-CD, decidimos probar si el dímero derivado de CP11, el 
cuál sabemos que es capaz de formar dímeros, podría encapsular al adamantano. 
Desafortunadamente, la emisión del pireno al realizar el experimento de FCS interfiere 
en las curvas de correlación obtenidas, impidiendo interpretar la interacción entre el 
CP11 y G5A. Decidimos por lo tanto llevar a cabo una valoración con el CP16, que no 
presenta ningún fluoróforo en su estructura estudiando su interacción con el derivado 
triclorado, G2A. Se partió de una disolución patrón de concentración 22 mM de CP16, 
en una disolución acuosa de pH 6 con una disolución reguladora de fosfato sódico (10 
mM) y manteniendo constante la concentración del ligando G2A. Al aumentar la 
concentración de CP16 se observó un aumento sistemático de los tiempos de difusión 
tal como se muestra en la Figura 7.25A. El ajuste de las curvas de correlación produce 
un valor de tiempo de difusión de 273 µs para el complejo, muy lejos de los 315 µs 
estimados para el complejo D16⊂G2A. El valor esperado de tiempo de difusión se 
determinó en base a la Ecuación 1.7 (que considera las partículas como esféricas y 
homogéneas). Aplicando la Ecuación 1.8 y utilizando el tiempo de difusión estimado de 
315 µs se obtiene una constante de complejación de 60 M-1, Figura 7.25B. Esta 
constante de complejación tan baja implicaría que a una concentración de 22 mM el 
sistema se encuentra en una zona inicial de complejación por no haber suficiente dímero 
en el medio. Otra posible explicación, ante las elevadas concentraciones de ciclopéptido 
empleadas, podría ser que la interacción se estuviese produciendo entre el monómero y 
G2A. Para este complejo se ha estimado λD de 277 µs. La utilización de dicho valor en 
la Ecuación 1.8, conduciría a un valor de la constante de complejación monómero-G2 
de 140 M-1, Figura 7.25C. 
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Figura 7.25. Superior) Representación esquemática del proceso de 
dimerización/encapsulación entre CP16 y G2A. A) Representación de los tiempos de 
difusión del sistema D16⊂G2A en función de la concentración de CP16 (0.2-22 mM) en 
una disolución reguladora de fosfato sódico (10 mM, pH 6). B) Ajuste de los datos 
fijando τf= 224 µs y τb= 315 µs (D16⊂G2A) para determinar la constante de 
complejación mediante la Ecuación 1.8. El valor resultante de la constante de 
complejación (K) resultó de 60 M-1. C) Ajuste de los datos fijando τf= 224 µs y τb= 277 
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µs (monómero⊂G2A), para la determinación de K mediante la Ecuación 1.8. El valor 
resultante de la constante de complejación bajo esta premisa resultó 140 M-1. 
 
Las pequeñas diferencias entre los dos ajustes (Figura 7.25A y 7.25B) impiden asegurar 
que la interacción fuese debida al monómero o al dímero. Para poder diferenciar ambos 
complejos sería necesario llegar a concentraciones mayores de ciclopéptido. Debido a 
que no disponíamos de más cantidad de CP16 decidimos preparar un nuevo 
ciclopéptido con una cadena lateral más hidrofóbica que favoreciese la dimerización 
(CP15) y añadirle el derivado triclorometílico, G2A.  
Inicialmente, se estudió el CP15 con el derivado triclorometílico, G2A. Se preparó una 
disolución patrón del CP15 (80 mM) en una disolución reguladora de fosfato sódico (10 
mM) de pH 6 y, una vez añadido el ligando, la concentración de CP15 fue 67 mM. Las 
siguientes muestras se prepararon por dilución de la anterior con una disolución de G2A 
de igual concentración que la existente en el medio, de manera que la dilución 
provocaba una disminución de la concentración de CP15 y mantenía constante la 
concentración de G2A. Nuevamente al aumentar la concentración de CP15 se observó 
un aumento sistemático de los tiempos de difusión tal como se puede observar en la 
Figura 7.26A. Uno de los resultados más llamativos de este estudio fue que a bajas 
concentraciones el tiempo de difusión no cambiaba con la concentración y sólo a partir 
de una determinada concentración (entorno a 8 mM), Figura 7.26, se empezaba a 
observar un aumento del tiempo de difusión. El límite superior de tiempo de difusión 
observado entonces fue de 330 µs, mayor del que cabría esperar por el aumento en masa 
para D15⊂G2A (valor esperado 310 µs), lo que podría indicar la presencia de agregados 
de mayor tamaño, por lo que implicaría que G2A podría estar generando interacciones 
con más de dos monómeros.  
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Figura 7.26 Superior) Representación esquemática del proceso de 
dimerización/encapsulación entre CP15 y G2A. A) Representación de los tiempos de 
difusión del sistema D15⊂G2A en función de la concentración de CP15 (0.2-70 mM) en 
una disolución reguladora de fosfato sódico (10 mM, pH 6). B) Ajuste de los datos 
fijando τf= 119 µs y τb= 310 µs (D15⊂G2A) para determinar la constante de 
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complejación mediante la Ecuación 1.8. C) Parámetros obtenidos del ajuste. El valor 
resultante de la constante de complejación (K) resultó de 317 M-1y la constante de 
dimerización (KD) resultó 4.5 M-1.  
 
Para poder ajustar estos resultados hay que cambiar el modelo matemático del que 
partimos, dímero + huésped  complejo (dímero⊂huésped), al modelo: monómero + 
huésped  complejo (dímero⊂huésped), ya que el ajuste de los datos nos da que la 
constante de complejación es baja (317 M-1) y la constante de dimerización (4.5 M-1) es 
todavía más baja (en torno a dos ordenes de magnitud), por lo tanto no podemos partir 
de un modelo que considere que el ciclopéptido inicialmente está como dímero. Por lo 
tanto estaríamos ante un proceso en el que inicialmente todo el ciclopéptido estaría 
como monómero, ya que la constante de dimerización es de 4.5 M-1. Se necesita una 
concentración mínima para que empiece a haber dímero en el medio. Una vez formado 
este dímero, como la constante de complejación es de dos órdenes de magnitud 
superior, se empieza a observar la variación del tiempo de difusión. Decidimos, a la 
vista de estos resultados, cambiar de ligando con la idea de tener diferentes constantes 
de complejación. De esta forma se estudió la interacción entre CP15 y G4A, derivado 
de tert-butilo. En este caso se preparó una muestra patrón del ciclopéptido con una 
concentración de 40 mM y siguiendo el procedimiento anteriormente descrito se llevó a 
cabo la valoración. Los resultados obtenidos volvieron a mostrar una variación de la 
velocidad de difusión con el aumento de la concentración, aunque ahora ya no se 
observa el tiempo inicial donde el coeficiente de difusión permanecía constante, Figura 
7.27. Con estos datos y utilizando el modelo D15⊂G4A se obtuvo un valor de la 
constante de complejación de 18 M-1.  
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Figura 7.27 Superior) Representación esquemática del proceso de 
dimerización/encapsulación entre CP15 y G4A. Inferior) Representación de los tiempos 
de difusión del sistema D15⊂G4A en función de la concentración de CP15 (0.2-35 mM) 
en una disolución reguladora de fosfato sódico (10 mM, pH 6). Para la determinación 
de la constante de complejación, K, se empleó τf= 226 µs y τb= 327 µs (D15⊂G4A), que 
mediante el ajuste empleando la Ecuación 1.8, dio lugar a una constante de 
complejación (K) de 18 M-1.  
 
Nos encontrábamos por tanto ante un sistema en el que teníamos dos constantes de 
asociación diferentes (dimerización y complejación) y dependiendo del valor fijado para 
uno se variaba el otro. Ante esta incertidumbre decidimos determinar una de las 
constantes, la de dimerización, mediante un estudio alternativo: empleando un 
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ciclopéptido marcado con el fluoróforo y poniéndolo en presencia de distintas 
concentraciones de otro ciclopéptido no marcado. El cambio en el tiempo de difusión 
por la formación del dímero podría facilitarnos la constante de asociación. Para ello se 
preparó el ciclopéptido fluorescente, CP22 (funcionalizado con A488) con el que 
tratamos de determinar si dimerizaba con el CP15 (Figura 7.28). El tiempo de difusión 
para el CP22 fue de 87.5 µs, superior a lo esperado por su masa, 79 µs (calculado con 
respecto a G6). A pesar de ello, se decidió realizar la valoración variando la 
concentración CP15 (0.2-38 µM), a partir de una disolución patrón 70 mM, en una 
disolución reguladora de fosfato 10 mM y de pH 6 y manteniendo constante la 
concentración de CP22. Los resultados obtenidos (Figura 7.28) muestran un aumento 
lineal de los tiempos de difusión de forma casi lineal con el aumento de la 
concentración. Se vuelve a observar una primera zona a bajas concentraciones donde el 
coeficiente de difusión permanece constante y sólo a partir de una concentración de 
ciclopéptido, 10 mM, se empieza a apreciar un aumento del coeficiente de difusión. El 
aumento de tiempo de difusión es muy pequeño, de ahí que los errores en los valores 
puedan ser grandes si tenemos en cuenta factores como los propios en la preparación de 
las muestras por dilución.  
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Figura 7.28. Superior) Representación esquemática del proceso de dimerización del 
cual pretendíamos conocer su constante de dimerización mediante FCS. Inferior) 
Representación de los tiempos de difusión del sistema D15.22 en función de la 
concentración de CP15 (0.2-38 mM) en una disolución reguladora de fosfato sódico 
(10 mM, pH 6). A diferencia de los anteriores experimentos en este caso se usó un 
colimador que lleva un foco más pequeño. 
 
Una posible explicación a estos resultados sería una interacción no específica entre 
A488 y CP15. Para estudiar esta posibilidad se realizó un experimento usando 
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únicamente el A488, en forma de G6, que posee un grupo azida, que en un principio no 
debería tener interacción con la cavidad del ciclopéptido (Figura 7.29). Se prepararon 
nuevamente distintas concentraciones de CP15 (0.2-36 mM) a partir de una disolución 
patrón de concentración 41 mM, en una disolución reguladora de fosfato sódico, 10 mM 
y pH 6, con una concentración constante de G6. De nuevo se volvió a observar un 
aumento del tiempo de difusión con la concentración que podría asociarse con la 
formación de un complejo entre un monómero de CP15 y G6 mediante enlace salino, 
Figura 7.29. De todas formas el aumento observado de forma casi lineal con la 
concentración, no concuerda con un proceso de complejación normal, sino que sugiere 
la presencia de otros procesos como una “múltiple” dimerización para explicar la 
variación de τD observada.  
 
Figura 7.29. Superior) Representación esquemática del proceso de interacción entre 
CP15 y G6. Inferior) Representación de los tiempos de difusión del sistema CP15⊂G6 
en función de la concentración de CP15 (0.2-38 mM) en una disolución reguladora de 
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fosfato sódico (10 mM, pH 6). Como en el experimento anterior se usó un colimador 
que lleva un foco más pequeño.  
 
Este último experimento pone de manifiesto que existe una interacción débil 
posiblemente no específica entre G6 y el CP15, con una afinidad parecida a la 
observada con los ligandos marcados con A488. Es por ello que en todos los casos 
anteriores se estaba observando la interacción directa con el colorante en vez de con el 
ligando. En la Figura 7.30 se muestran una representación de la variación del 
coeficiente de difusión normalizado con la concentración para los distintos sistemas 
estudiados en este apartado, con el fin de comparar sus diferentes afinidades. Tal como 
se puede observar las pendientes de los distintos experimentos son comparables, lo que 
corroboraría la interacción no específica.  
 
 
Figura 7.30. Representación de los coeficientes de difusión normalizados (Dnorm = D/Df) 
para los distintos experimentos con los ciclopéptidos y los ligandos:  CP16 y G2A, 
 CP15 y G2A,  CP15 y G4A,  CP15 y G2A,  CP15 y G6. 
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7.6 CONCLUSIONES 
Los estudios de RMN concluyen que no está claro que los ciclopéptidos que no poseen 
una cadena lateral hidrofóbica sean capaces de dimerizar a través de una hoja plegada β 
en las condiciones de alta salinidad (pH 5-6.5, en una disolución de fosfato sódico 10 
mM y 100 mM de NaCl). La adición de un posible huésped como el tricloro derivado 
(G2) da lugar a pequeñas variaciones en los espectros de RMN, en especial en las 
señales correspondientes al ciclopéptido de Ach, lo que parece indicar una interacción 
entre el ciclopéptido y el derivado triclorado pudiendo favorecerse la formación del 
dímero. Cuando se añade un ligando más voluminoso, como el adamantano, esta 
posible interacción desaparece por lo que claramente podemos concluir que el 
adamantano no interacciona con el ciclopéptido.  
Los estudios de FCS realizados con ciclopéptidos derivados de Acp, no indican que 
tenga lugar una encapsulación de los diferentes derivados estudiados y los 
ciclopéptidos. Los datos indican que existe una interacción de tipo no específica de 
carácter débil a través del fluoróforo Alexa 488.  
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8.1 INTRODUCCIÓN 
Uno de los retos de los métodos sintéticos supramoleculares para poder ser aplicados 
como sistemas nanotecnológicos es el control del proceso de autoensamblaje (tamaño, 
forma) de forma precisa y selectiva.196 Además de este control en la formación de los 
agregados moleculares también es necesario el uso de herramientas como la 
fluorescencia197 o la detección de una única molécula (single molecule detection),198 con 
el fin de seguir la formación de las superestructuras y evaluar sus funciones.  
En este contexto, los α,γ-ciclopéptidos son importantes bloques moleculares que 
mediante autoensamblaje pueden dar lugar a unidades superiores, como los dímeros o 
los nanotubos peptídicos.108 El autoensamblaje de estos ciclopéptidos como 
consecuencia de la simetría en las interacciones del esqueleto peptídico puede dar lugar 
a más de un dímero o rotoisómero, como por ejemplo en el caso comentado en el 
Capítulo “Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos”.  
 
Nuestro objetivo era controlar el autoensamblaje de los ciclohexapéptidos que carecen 
de simetría C3 basándonos en la diferente respuesta de cada uno de los dímeros a un 
cambio del medio como por ejemplo, pH,1 presencia de metales y ligandos, generación 
de sitios hidrofóbicos,199,200 etc. Para seguir la respuesta de los dímeros a las señales 
externas pensamos utilizar la fluorescencia de emisión del pireno que sería diferente 
para los dímeros alternados (Dn[Acw] y Dn[Accw]) que para el dímero eclipsado Dn[E]. La 
formación del dímero eclipsado implicaría un cambio en la emisión del pireno como 
consecuencia de la formación o disrupción del excímero. 
 
En la bibliografía existen múltiples ejemplos de moléculas con dos geometrías o formas 
diferentes que pueden intercambiar su forma en base a estímulos que favorezcan uno u 
otro estado. Estos cambios de forma y geometría son las bases estructurales de muchas 
máquinas moleculares. Un ejemplo significativo es el trabajo pionero de Jean Pierre 
Savauge utilizando un [2]-catenano. Se trata de un complejo metálico cuyo esqueleto 
orgánico está formado por dos anillos heterocíclicos interconectados.201 Los anillos se 
pueden mover más o menos libremente cuando no hay metales presentes, pero en 
presencia de un determinado metal adoptan una determinada geometría. La oxidación 
del centro metálico induce un cambio rotacional de los macrociclos para permitir un 
cambio en la coordinación del metal. En este caso, la base de este giro es la preferencia 
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de índice de coordinación en los dos estados de oxidación del metal, 4 para el Cu(I) o 5 
para el Cu(II) (Figura 8.1). Otros ejemplos de rotores moleculares son los trabajos 
posteriores de Ben Feringa202, Ross Kelly203 y David Leigh.204 
 
 
Figura 8.1. A) Equilibrios implicados en la reordenación del [2]-catenano tras la 
oxidación o reducción del sistema. El círculo blanco representa el Cu(I) el cual prefiere 
una coordinación tetraédrica. La oxidación de este complejo provoca un giro de uno de 
los anillos del catenano para satisfacer el mayor índice de  coordinación del Cu(II). La 
reducción de este complejo de nuevo nos devolvería al punto de partida. B) Estructura 
de los complejos formados por [2]-catenanos con Cu(I) (bola blanca) y Cu(II) (bola 
negra).201 
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A nivel práctico, el control sobre el autoensamblaje de los α,γ-ciclohexapéptidos es 
importante para mejorar la eficiencia de procesos de transferencia de electrones o 
energía que tiene lugar entre heterodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos y que ya se habían 
demostrado en nuestro grupo de investigación.114,131 En el caso de heterodímeros 
funcionalizados con un sistema dador-aceptor, la especie más activa de los tres dímeros, 
que se correspondería con la especie eclipsada, es la que presenta tanto el dador com el 
aceptor orientados en la misma dirección. Por lo tanto, poder desplazar el equilibrio 
hacia la forma activa implicaría mejorar el proceso de transferencia de energía (pireno 
→ perileno)131 o de transferencia de electrones (exTTF → fullereno PCBA).114 Además, 
resultaría muy importante poder “encender” o “apagar” el proceso de transferencia de 
electrones o energía desplazando el equilibrio hacia los rotoisómeros alternados 
mediante la variación de las condiciones externas. En base a este objetivo decidimos 
estudiar las posibles variables que controlan el proceso. 
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8.2. FIJACIÓN DE LA FORMA DN[ACCW] Y REVERSIBILIDAD 
DEL PROCESO 
Para llevar a cabo los estudios sobre la interconversión controlada de dímeros se eligió 
el ciclopéptido CP11, cuya constante de dimerización en DMSO:CHCl3 (20:80) es 4.3 × 
105 M-1. La dimerización de este ciclopéptido presenta la peculiaridad de responder al 
pH (datos presentados en el Capítulo: “Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en 
disolventes orgánicos y acuosos”). Las cadenas laterales de CP11 son las de los 
aminoácidos glutámico (rojo), lisina (azul) y ácido 2-amino-5-pirenil-pentanoico 
(verde), tal como se indica en la Figura 8.2. La interacción entre estas tres cadenas 
laterales diferencia las tres posibles especies que pueden formarse en la dimerización, 
de tal forma que la especie eclipsada es aquella en la que se establecen los puentes 
salinos entre la lisina y el glutámico. Los otros dos dímeros se corresponderían con las 
formas alternadas en las que los pirenos estarían enfrentados con los glutámicos 
(D11[Accw]) o con las lisinas (D11[Acw]). 
 
 
 
Figura 8.2 Representación de la interconversión entre dímeros: D11[E], D11[Acw] y 
D11[Accw] por adición de Ca2+/TBAF u oxalato/morfolina en DMSO:CHCl3. En el caso 
de la dimerización de CP11 en DMSO:CHCl3 (20:80) la constante de dimerización es 
4.3 × 105 M-1 y la especie mayoritaria a pH [5-9] es el dímero eclipsado o D11[E] (como 
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se discutió en el Capítulo: “Homodímeros de α,γ-ciclohexapéptidos en disolventes 
orgánicos y acuosos”). 
 
Por ejemplo, la interacción entre glutámico (rojo) y lisina (azul) generaría un enlace 
salino en condiciones de pH adecuadas (5-9), y solamente se dan estas interacciones en 
la forma D11[E], que debe desplazar el equilibrio hacia esta forma. La interacción entre 
los dos glutámicos (rojo-rojo) está presente sólo en el caso de D11[Acw], que se puede 
favorecer mediante un sustrato que pueda ser quelatado por los glutamatos. A su vez, en 
el rotoisómero D11[Accw] la interacción diferente se debe a que las dos lisinas (azul-azul) 
quedan orientadas hacia la misma zona del espacio y que se podría favorecer con un 
ligando capaz de interaccionar con los grupos amina de las lisinas. De esta forma, la 
adición de especies que puedan dar lugar a interacciones complementarias con un 
determinado dímero podrían desplazar el equilibrio hacia dicha especie. Por ejemplo, la 
adición de sales de iones divalentes podría implicar la coordinación con los iones 
carboxilatos y la formación del dímero D11[Acw], mientras que la adición de ácidos 
dicarboxílicos (oxalatos, malonatos, etc) podría dar lugar a la interacción con los 
amonios de ambas lisinas, que conllevaría a la formación del dímero D11[Accw]. 
Como ya hemos visto, a pH neutro la forma predominante en el equilibrio de 
dimerización era la D11[E], que se manifestaba con una banda de excímero importante a 
una concentración de 2.5 × 10-5 M (véase el Capítulo: Homodímeros de α,γ-
ciclohexapéptidos en disolventes orgánicos y acuosos).  
 
En el primer experimento se han añadido cationes divalentes como Ca2+ (CaCl2), Ba2+ 
[(Ba(CF3SO3)2] o Mg2+ (MgCl2) sobre una disolución de D11 (25 µM) en DMSO:CHCl3 
(con el pH regulado con DIEA) y donde predominaba la forma D11[E]. La adición de los 
cationes divalentes ha provocado la desaparición de la señal de excímero y un aumento 
de la banda de monómero, lo que implica que la relación I470/I376 disminuya con la 
adición de estos cationes divalentes. Estos cambios son atribuidos a la formación de 
D11[Accw]⊂Ca2+, como resultado de la coordinación de los ácidos carboxílicos de las 
cadenas laterales con el catión divalente (Figura 8.3). Hay que indicar que fueron 
necesarios añadir más de 4.5 equivalentes de CaCl2 para eliminar casi por completo la 
señal del excímero. 
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Figura 8.3. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 337 nm) 
del D11[E] (25 µM) en DMSO:CHCl3 (30:70) en presencia de distintos equivalentes de 
CaCl2, 0 eq (azul), 1.1 eq (rojo), 2.3 eq (verde), 3.4 eq (naranja) y 4.5 eq (negro). Todos 
los espectros se han normalizado tomando como referencia la banda de 376 nm.  
  
La adición de cationes monovalentes, como Na+, K+, o incluso cationes divalentes como 
Zn2+ (Zn(CF3SO3)2), no provocó cambios en la emisión del excímero (Figura 8.4), es 
decir, no se produce el intercambio de la forma eclipsada D11[E] a la alternada 
D11[Accw].  
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Figura 8.4. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 337 nm) 
del D11[E] (40 µM) en DMSO:CHCl3 (30:70) en presencia de distintos equivalentes de 
Zn(CF3SO3)2, 0 (azul), 0.6 (rojo), 2.2 (verde), 4.4 (naranja) y, 13.3 (negro). Todos los 
espectros se han normalizado tomando como referencia la banda de 376 nm. 
 
El siguiente objetivo fue recuperar la especie eclipsada (revertir el proceso), D11[E], a 
partir de D11[Accw]⊂Ca2+, para lo cual se pensó en eliminar los iones Ca2+ mediante la 
adición de iones F- debido a la baja solubilidad del CaF2. De hecho, la adición de 
cantidades crecientes de fluoruro de tetrabutilamonio dio lugar a un incremento de la 
emisión del excímero como consecuencia de la precipitación del CaF2 y la formación de 
D11[E] (Figura 8.5). 
 
 
Figura 8.5. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 337 nm) de 
la mezcla de D11[E] (25 µM) y CaCl2 (4.5 eq) en DMSO:CHCl3 (30:70) en presencia de 
distintos equivalentes de TBAF,  0 eq (azul), 1.1 eq (rojo), 6.5 eq (verde), 10 eq 
(naranja), 13 eq (negro). Todos los espectros se han normalizado tomando como 
referencia la banda de 376 nm. 
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8.3. FIJACIÓN DE LA FORMA DN[ACW] Y REVERSIBILIDAD DEL 
PROCESO 
Por otra parte, la adición de ácido oxálico sobre una disolución de D11[E] (10 µM) 
provocó la reducción de la banda de emisión a 470 nm (excímero) (Figura 8.6). En este 
caso, la formación de dos puentes salinos entre las lisinas y los carboxilatos del oxalato 
provocó que el equilibrio se desplazase de la forma eclipsada D11[E] a la alternada 
D11[Acw]⊂(CO2-)2. 
 
 
Figura 8.6. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 337 nm) 
del D11[E] (7 µM) en DMSO:CHCl3 (20:80) en presencia de distintos equivalentes de 
ácido oxálico, 0 eq (azul oscuro), 0.3 eq (rojo), 0.74 eq (verde), 1.5 eq (amarillo), 3.0 
eq (gris), 4.4 eq (azul claro), 5.4 eq (violeta) y 6.8 eq (negro). Todos los espectros se 
han normalizado tomando como referencia la banda de 376 nm. 
 
 
Por contra, la adición de pequeñas cantidades de ácido acético a una disolución de 
D11[E] no indujo cambio alguno en la emisión del excímero, sugiriendo que el posible 
cambio de pH originado por la adición de ácido oxálico no es el responsable de la 
desaparición de la señal del excímero por disociación (Figura 8.7). 
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Figura 8.7. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 337 nm) 
del D11[E] (7 µM) en DMSO:CHCl3 (20:80) en presencia de distintos equivalentes de 
ácido acético, 0 eq (azul), 0.3 eq (rojo), 0.8 eq (verde), 1.6 eq (amarillo), 3.1 eq (gris), 
4.7 eq (azul claro), 5.6 eq (violeta) y 7.2 eq (negro). Todos los espectros se han 
normalizado tomando como referencia la banda de 376 nm. 
 
 
Con objeto de evaluar de una forma alternativa el efecto del puente salino con el pH 
decidimos realizar adiciones de oxalato sódico, observándose de nuevo el mismo 
comportamiento que con el ácido oxálico (Figura 8.8). Fueron necesarios 11 
equivalentes de oxalato sódico para la casi total desaparición de la señal del excímero. 
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Figura 8.8. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 337 nm) 
del D11[E] (8 µM) en DMSO:CHCl3 (20:80) en presencia de distintos equivalentes de 
oxalato sódico, 0 eq (azul oscuro), 1.6 eq (rojo), 3.0 eq (verde), 5.0 eq (violeta), 8.0  eq 
(naranja), 11.0 eq (azul claro), 21.0 eq (negro). Todos los espectros se han 
normalizado tomando como referencia la banda de 376 nm. 
 
 
En cambio la adición de acetato no provocó variaciones apreciables de la señal de 
excímero (Figura 8.9). Todo esto parece indicar que el intercambio entre dímeros, 
anteriormente comentado, no se debe a un cambio de fuerza iónica o de pH del medio, 
sino a la interacción entre el oxalato y las cadenas laterales de lisina, generándose así 
dos puentes salinos que parecen más fuertes que los puentes salinos intramoleculares 
existentes en D11[E].  
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Figura 8.9. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 337 nm) 
del D11[E] (8 µM) en DMSO:CHCl3 (20:80) en presencia de distintos equivalentes de 
acetato sódico, 0 eq (azul), 5 eq (rojo), 11 eq (verde), 20 eq (negro). Todos los 
espectros se han normalizado tomando como referencia la banda de 376 nm. 
 
Adicionalmente el dímero D11[Accw]⊂(CO2-)2 puede convertirse en el dímero eclipsado 
mediante adición de morfolina.205 La precipitación del hidrogeno oxalato de morfolina, 
C4H8ONH(COOH)2, elimina el oxalato del medio recuperándose de nuevo los puentes 
salinos intramoleculares del D11[E] (Figura 8.10). La completa eliminación de la señal 
del excímero requiere una elevada cantidad de morfolina (más de 200 equivalentes). 
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Figura 8.10. Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 337 nm) 
del D11[E] (10 µM) en DMSO:CHCl3 (20:80) en presencia de distintos equivalentes de 
morfolina, 0 eq (azul), 4.0 eq (rojo), 46 eq (verde), 137 eq (gris), 227 eq (negro).  
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8.4 GIRO ROTACIONAL FRENTE A DISRUPCIÓN DEL DÍMERO 
Con el fin de descartar que sea la disociación del dímero la causa responsable de la 
desaparición de la banda del excímero en los anteriores experimentos decidimos realizar 
un estudio con el heterodímero D11.17[E], compuesto por el ciclopéptido derivado Acp 
funcionalizado con pireno (CP11) y el ciclopéptido derivado de Ach funcionalizado con 
perileno (CP17). El dímero resultante de la mezcla tiene la capacidad de facilitar el 
FRET entre el pireno y el perileno de cada ciclopéptido, Figura 8.12. Es de esperar que 
la adición de CaCl2 provoque el mismo efecto que vimos en el caso de D11 sobre el 
dímero eclipsado D11.17[E], desplazando el equilibrio hacia la especie dimérica alternada 
D11.17[Accw]. Lo significativo de este estudio es que este cambio de dímeros no debería 
provocar ningún cambio en la señal de emisión, ya que la distancia entre el dador y el 
aceptor en D11.17[Accw] es inferior al radio de Förster y por lo tanto, deberíamos seguir 
observando el FRET pireno/perileno sin apenas cambios en la intensidad de emisión de 
las bandas del perileno. Tal como habíamos previsto, la adición de diversas cantidades 
de CaCl2 sobre D11.17[E] no provocó cambios apreciables en la emisión de la banda del 
perileno, lo que está de acuerdo con que la adición de CaCl2 no provoca la ruptura del 
dímero sino que genera el desplazamiento del equilibrio hacia el heterodímero 
D11.17[Accw] el cuál es capaz de mantener el FRET, Figura 8.11.  
 
 
Figura 8.11. A) Superposición de los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 420 
nm) del D11.17[E] (70 µM, 70 µM) en DMSO:CHCl3 (20:80) en presencia de distintos 
equivalentes de CaCl2, 0 eq (azul oscuro), 1.6 eq (rojo), 3.2 eq (verde), 4.7 eq 
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(naranja), 9 eq (azul claro), 13.4 eq (amarillo), 17.3 eq (negro). B) Superposición de 
los espectros de emisión de fluorescencia (λexc 337 nm) del D11.17[E] (70 µM, 70 µM) en 
las mismas condiciones que A) y espectro de emisión del D17[E] (70 µM) (violeta) y 
D11.[E] (70 µM) (violeta a trazos). 
 
Por tanto, podemos concluir que la adición de estas sales no promueven la disociación 
del dímero sino un cambio rotacional entre ambos ciclopéptidos que forman el dímero y 
dando lugar a los diferentes dímeros alternados (Figura 8.12). 
 
 
 
Figura 8.12. Representación esquemática del equilibrio de heterodimerización de 
D11.17[E] en presencia de CaCl2. 
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8.5 CONCLUSIONES  
El equilibrio de dimerización generado por el autoensamblaje molecular de α,γ- 
ciclohexapéptidos que carecen de simetría C3 da lugar a tres dímeros diferentes. El 
control sobre la especie predominante en el equilibrio puede conseguirse modificando 
las condiciones externas del medio, por ejemplo con la adición de sales divalentes 
(Figura 8.2). Esto abre las puertas hacia la aplicación de estos dímeros como sensores 
para metales206, rotores moleculares, catalizadores de reacciones en agua,207 etc. 
mediante la previa incorporación de los sustituyentes adecuados en las cadenas laterales 
aminoacídicas. 
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1. Se han preparado una serie de α,γ-ciclohexapéptidos y ciclooctapéptidos derivados 
de Acp y de Ach funcionalizados con los fluoróforos pireno y perileno con el fin de 
determinar mediante fluorescencia su constante de asociación (dimerización) en 
disolventes como CHCl3, DMSO:CHCl3 o agua. En la Tabla 9.1 se recogen los órdenes 
de magnitud de las constantes de dimerización de los distintos sistemas estudiados. 
 
K1(disolvente) c-hexa c-octa 
K1 (CHCl3)/M-1 106 108 
K1 
(DMSO:CHCl3)(20:80)/M-1 
105 107 
K1 (fosfato sódico 5 mM, 
pH 7)/M-1 
104 -------- 
K1 (fosfato sódico 10 mM, 
100 mM NaCl, pH 7)/M-1 
103 108 
 
Tabla 9.1. Constantes de dimerización de los α,γ-ciclohexa- y cicloocta- péptidos 
determinadas mediante emisión de fluorescencia. 
 
2. La dimerización de α,γ-ciclohexapéptidos funcionalizados con un pireno y que 
poseen en sus cadenas laterales un glutámico y una lisina es sensible al pH, mejorando a 
pH neutro. Además, en medio acuoso hemos constatado la contribución del pireno en la 
formación del dímero.  
 
3. Hemos podido demostrar la existencia de heterodímeros derivados de 
ciclooctapéptidos marcados con pireno y perileno, los cuales al formar el heterodímero 
daban lugar a FRET. Los experimentos de competición de un ciclooctapéptido derivado 
de Ach en presencia de un homodímero de Acp marcado con pireno también 
evidenciaban la formación de heterodímeros (desaparición del excímero) de forma 
independiente a las cadenas laterales. Los distintos estudios realizados confirman que 
no existe apilamiento entre estos cromóforos aromáticos que pudiesen contribuir a una 
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mayor estabilidad de los dímeros. Por tanto en este caso las sondas pireno y perileno 
son apropiadas para estudiar los procesos de homo- y hetero- dimerización de estos 
ciclopéptidos. La estabilidad del heterodímero es superior a la del homodímero de Ach 
y ligeramente superior a la de los homodímeros de Acp. 
 
4. En el caso de α,γ-ciclohexapéptidos funcionalizados con pireno y perileno en medios 
acuosos de alta salinidad la formación del heterodímero tiene lugar con constantes de 
dimerización del mismo orden que los correspondientes homodímeros. Los procesos se 
siguieron mediante la formación de excímero y/o exciplejo de pireno y perileno. En las 
condiciones acuosas el apilamiento aromático juega un papel determinante en el proceso 
de dimerización. 
 
5. Los α,γ-ciclohexapéptidos que no presentan ningún fluoróforo en su estructura no 
son capaces de dimerizar en condiciones de alta salinidad. Los estudios de adición de un 
posible huésped como un tricloro derivado da lugar a pequeñas variaciones en los 
espectros de RMN, en especial en las señales correspondientes al ciclopéptido de Ach, 
lo que parece indicar una interacción entre el ciclopéptido y el derivado triclorado 
pudiendo favorecerse la formación del dímero. Cuando se añade un ligando más 
voluminoso, como el adamantano, esta posible interacción desaparece por lo que 
claramente podemos concluir que el adamantano no interacciona con el ciclopéptido. 
Los estudios de FCS realizados con ciclopéptidos derivados de Acp, no indican que 
tenga lugar una encapsulación de los diferentes derivados estudiados y los 
ciclopéptidos. Los datos indican que existe una interacción de tipo no específica de 
carácter débil a través del fluoróforo Alexa 488. 
 
6. El equilibrio de dimerización generado por el autoensamblaje molecular de α,γ-
ciclohexapéptidos que carecen de simetría C3 da lugar a tres dímeros diferentes. El 
control sobre la especie predominante en el equilibrio puede conseguirse modificando 
las condiciones externas del medio, por ejemplo con la adición de sales divalentes, 
ligandos o cambios de pH. Esto abre las puertas hacia la aplicación de estos dímeros 
como sensores para metales, rotores moleculares, catalizadores de reacciones en agua, 
etc. mediante la previa incorporación de los sustituyentes adecuados en las cadenas 
laterales aminoacídicas. 
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10.1 DESCRIPCIÓN GENERAL, INSTRUMENTOS Y 
MATERIALES 
 
El hexafluorofosfato de 2-(1H-benzotriazole-1-il)-1,1,3,3,-tetrametiluronio (HBTU), 
hexafluorofosfato de O-(7-azabenzotriazole-1-il)-1,1,3,3,-tetrametiluronio (HATU), 1-
hidroxibenzotriazol (HOBt) y el N-(3-dimetilaminopropil)-N´-etilcarbodiimida 
(EDC·Cl) fueron adquiridos a Gl Biochem. El tetraflouroborato de O-(benzotriazol-1-
il)-1,1,3,3-tetrametiluronio (TBTU) y los Boc-aminoácidos se adquirieron en 
Novabiochem. El Fmoc-8-amino-3,6-dioxaoctanoic acid se adquirió en Iris BIOTECH 
GMBH. Los demás reactivos se adquirieron de Sigma-Aldrich. Todos los disolventes 
utilizados fueron de calidad de síntesis o de HPLC, y se utilizaron sin purificación 
adicional, excepto que se indique lo contrario. El diclorometano (DCM) y piperidina se 
secaron y destilaron sobre CaH2.208,209 El tetrahidrofurano (THF) se secó y destiló sobre 
sodio/benzofenona.208,209 La diisopropiletilamina (DIEA) se secó y destiló sobre CaH2 y 
posteriormente se redestiló sobre ninhidrina. El alcohol alílico se destiló sobre CaH2. 
Para las cromatografías en capa fina se emplearon hojas de aluminio y gel de sílice 69 
F254 Merk. Los compuestos que no se visualizaban mediante UV, se revelaron 
mediante la inmersión en una disolución de ninhidrina (2%) en etanol, o de molibdato 
amónico seguido de calor. Para las cromatografías rápidas en columna se usó como 
soporte sólido el gel de sílice, E. Merck (tipo 60 SDS, 230.400 mesh) y como 
disolventes hexano, acetato de etilo, diclorometano y/o metanol. La purificación en 
HPLC fase normal de los péptidos finales se llevó a cabo en un HITACHI D-7000 
usando las columnas Phenomenex Luna 5µ Silica2) 100 Å, 250 x 10.00 mm ó 
Phenomenex Luna 5µ Silica(2) 100 Å, 250 x 4.60 mm, y como eluyente CH2Cl2/MeOH 
en un gradiente entre 100:0 y 90:10. Para fase reversa se usaron HPLC Agilent Serie 
1100 con detector de Onda Variable (HPLC-VWD) o el HPLC Hewlett Packard Serie 
1100 con detector Diodo Array (HPLC-DAD). Las columnas usadas en fase reversa 
fueron Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm ó Phenomenex Luna 5µ 
C18(2) 100 Å, 250 x 4.60 mm como eluyente H2O/CH3CN 0.1% TFA con gradiente 
entre 95:5 y 5:95. Los espectros de RMN se registraron en un aparato BRUCKER WM-
250, BRUCKER DRX–500, VARIAN Inova-750, VARIAN Inova-400 y VARIAN 
Mercury–300. Los disolventes utilizados fueron: CDCl3, D2O, MeOD-d4, DMSO–d6, 
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CD3CN usando la señal del TMS (δ, 0.00) como referencia interna. Los 
desplazamientos químicos se dan en unidades de partes por millón (ppm, δ). La 
asignación de señales para los espectros de resonancia magnética nuclear de protón, 1H 
RMN, se designaron como singlete (s), doblete (d), triplete (t), cuadruplete (q). Las 
demás señales fueron designadas como multipletes (m) o señales anchas (br). Los 
espectros de carbono 13C RMN, se asignaron mediante la realización de espectros de 
DEPT (Distortionless Enhancement by Polarization Transfer) obtenidos con un ángulo 
de 135º. Los experimentos bidimensionales se realizaron con tiempos de mezcla entre 
250-400 ms, los cuales no se optimizaron. Los espectros de masas de alta resolución se 
realizaron en los espectrofotómetros: Micromass Autospec, Bruker Biotof II, Bruker 
Microtof, Bruker Autoflex. Las medidas de UV/Vis se llevaron a cabo en un 
espectrofotómetro Cary 100 Bio UV/Visible usando cubetas de cuarzo. Las medidas de 
FTIR se llevaron a cabo en un espectrofotómetro JASCO FT/IR-400 usando pastillas de 
NaCl sobre las que se depositó la muestra (5-10 mM in CHCl3) o preparando la pastilla 
de KBr correspondiente. Las medidas de Fluorescencia se llevaron a cabo en un 
espectrofluorímetro Fluorescente SPEX FluoroMax-3 usando celdas de cuarzo. Las 
medidas de tiempos de vida de Fluorescencia fueron determinados mediante un 
contador de fotones simple en un espectrofotómettro Edinburgh Instruments CD-900 
equipado con una lámpara flash de hidrógeno de nanosegundos. El ancho de respuesta 
instrumental del sistema es 1.0 ns. Normalmente se alcanzaron las 10.000 cuentas en (2 
× 103) canales. El paso de banda de emisión fue normalmente 20 nm. Los experimentos 
se llevaron a cabo a ta, y las muestras se purgaron con argon previamente a ser medidas.  
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10.2 PROCEDIMIENTOS EXPERIMENTALES 
 
Hidrocloruro del ácido (S)-5-(aliloxi)-2-amino-5-oxopentanoico. 
ClH.L-H-Glu(All)-OH. En un balón de fondo redondo y bajo 
argon se disolvió el ácido (L)-glutámico (4.00 g, 30.00 mmol) en 
alcohol alílico seco (150 mL, destilación sobre MgSO4) y a 
continuación se añadió gota a gota clorotrimetilsilano (9 mL, 70.00 
mmol, seco). La mezcla resultante se agitó bajo argon durante 16 h y posteriormente se 
añadió éter etílico (1 L) formándose un precipitado blanco que se filtró, lavó con Et2O y 
secó a vacío para obtener  4.88 g del producto esperado, como un sólido blanco, [77%, 
Rf = 0.21 (10% MeOH/CH2Cl2)], cuyos datos espectroscópicos coinciden con los 
experimentales.210  
 
Ácido (S)-5-(aliloxi)-2-[(tert-butiloxicarbonil)amino]-5-
oxopentanoico. L-N-Boc-Glu(All)-OH. En un balón de fondo 
redondo se disolvió ClH.L-H-Glu(All)-OH (1.24 g, 5.56 mmol) en 
una mezcla H2O:Dioxano (1:1, 37 mL) y sobre esta disolución se 
añadió el Boc2O (1.82 g, 8.34 mmol) y DIEA (3 mL, 16.7 mmol). 
La mezcla resultante se agitó durante 3 h a ta, y posteriormente se 
acidificó hasta pH 2 mediante la adición lenta de HCl (5%, 5 mL) y se extrajo con 
CH2Cl2 (3 x 20 mL). Las fases orgánicas combinadas se secaron con Na2SO4 anhidro y 
se concentraron a presión reducida, obteniéndose 1.12 g del producto en forma de sólido 
blanco [70 %, Rf = 0.5 (10% MeOH/CH2Cl2)] el cuál se utilizó sin más purificación. 1H 
RMN (CDCl3, 250.13 MHz, δ): 5.85 (ddt, J = 17.1, 10.5 y 5.7 Hz, 1H, CH(All), 5.14 
(dd, J = 10.5 y 1.3 Hz, 2H, CH2(All)), 4.49 (ddd, J = 5.7, 1.3 y 0.9, 2H, CH2(All), 4.50 
(t, J = 6.6 Hz, 1H, Hα), 2.48 (t, J = 7.2 Hz, 2H, Hγ), 2.10 (m, 2H, Hβ), 1.50 (s, 9H, t-
Bu). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 310 ([M+Na]+, 10), 288 ([MH]+, 16), 187 ([MH-Boc]+, 
100). EMAR (ESI-TOF) calculado para C13H22NO6 [MH]+ 288.1442, encontrado 
288.1440. 
X. Parte Experimental 
326 
Ácido (R)-2-[(tert-butiloxicarbonil)amino]-6-[(piren-1-
il)acetamido]hexanoico. (D)-Boc-Lys(1-PirAc)-OH. Sobre 
una disolución de (D)-Boc-Lys-OH (246 mg, 1.00 mmol) en 
DMF (8 mL) se añadió DIEA (349 μL, 2.00 mmol) y 
posteriormente una disolución de ácido 1-pirenilacético (237 
mg, 0.91 mmol), HATU (418 mg, 1.10 mmol) en DMF (8 mL) 
previamente tratado con DIEA (700 μL, 4.00 mmol) durante 2 
min. La mezcla se agitó durante 1 h, a continuación se añadió EtOAc (20 mL) y se lavó 
con HCl (5 %, 3 x 10 mL) y con NaHCO3 (dil. sat., 5 x 5 mL). La fase orgánica se secó 
con Na2SO4, se filtró y se concentró a presión reducida. Finalmente el crudo resultante 
se purificó mediante una cromatografía rápida en gel de sílice (40% EtOAc/hexano) 
para obtener 250 mg del producto indicado como una espuma blanca [56%, Rf = 0.54 
(10% MeOH/CH2Cl2)]. 1H NMR (CDCl3, 250.13 MHz, δ): 8.82 (br, 1H, NH), 8.12-7.78 
(m, 9H, Ar), 5.80 (m, 1H, NH(ω-Lys)), 5.31 (m, 1H, Hα), 4.20 (s, 2H, Hβ(Pir)), 3.15 
(m, 2H, Hε), 2.82 (m, 2H, Hβ), 1.63 (m, 2H, Hδ), 1.44 (s, 9H, t-Bu), 1.24 (m, 2H, Hγ). 
EM (FAB+) [m/z (%)]: 977 ([M2H]+, 10)], 489 ([MH]+, 40), 389 (([MH-Boc]+, 70), 231 
(88). EMAR (FAB+) calculado para C29H33N2O5 ([MH]+) 489.2311, encontrado 
489.2312. 
 
 Ácido (S)-2-[(tert-butiloxicarbonil)amino]-3-(2-(piren-1-
il)acetamido)propanoico. L-Boc-Dap(1-PirAc)-OH. Se preparó 
de igual forma que el D-Boc-Lys(1-PirAc)-OH a partir de ácido 
1-pirenilacético (0.5 mg, 1.89 mmol) y del D-Boc-Dap-OH (425 
mg, 2.08 mmol). Después de su purificación por cromatografía 
rápida de gel de sílice (0-2% MeOH/CH2Cl2) se obtuvieron 648 
mg del producto como una espuma blanca [77%, Rf = 0.52 (10% MeOH/CH2Cl2)]. 1H 
RMN (DMSO–d6, 400.14 MHz, δ): 8.34 (d, J = 9.3 Hz, 1H, Ar), 8.25 (d, J = 7.6 Hz, 
1H, Ar), 8.22 (d, J = 7.5 Hz, 1H, Ar), 8.18 (d, J = 6.7 Hz, 2H, Ar), 8.15 (d, J = 9.2 Hz, 
2H, Ar), 8.03 (t, J = 7.6 Hz, 1H, Ar), 7.97 (d, J = 7.8 Hz, 1H, Ar), 6.22 (d, J = 6.7 Hz, 
1H, NH), 4.20 (m ,1H, Hα), 4.19 (s, 2H, Hβ(Pir)), 3.84 [m, 2H, Hβ(Dpr)], 1.30 (s, 9H, 
Boc). 13C RMN (CDCl3, 100.16 MHz, δ): 173.5 (CO), 173.0 (CO), 155.8 (CO), 131.2 
(C), 131.1 (C), 131.0 (C), 130.8 (C), 129.5 (C), 128.6 (CH), 128.4 (CH), 127.7 (C), 
127.5 (CH), 127.3 (CH), 126.1 (CH), 125.4 (CH), 125.1 (CH), 124.6 (C), 123.1 (CH), 
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80.3 (C), 53.9 (CH), 41.6 (CH2), 41.2 (CH2), 28.1 (CH3). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 
469 ([M+Na]+, 33), 447 ([MH]+, 5), 369 ([M+Na-Boc]+, 12), 347 ([MH-Boc]+, 100). 
EMAR (ESI-TOF) calculado para C26H26N2O5Na ([M+Na]+) 469.1734, encontrado 
469.1728. 
 
Ácido (S)-2-[(tert-butiloxicarbonil)amino]-5-(piren-1-
il)pent-4-inoico. L-Boc-Prg(1-Pir)-OH. Una disolución 
de 4-DPPBA (145 mg, 0.47 mmol), Cs2CO3 (1.93 g, 5.93 
mmol) en una mezcla H2O/DMF (5:1, 50 mL) se 
desgasificó bajo una corriente de argon durante 15 min. A 
continuación se añadió CuI (321 mg, 1.68 mmol), Pd/C (10%, 126 mg, 0.12 mmol) y 
una disolución de 1-bromopireno (1.00 g, 3.60 mmol) en DMF (100 mL, desgasificada 
previamente). La mezcla resultante se desgasificó nuevamente durante 30 min y a 
continuación se añadió el ácido L-Boc-propargilglicina (506 mg, 2.37 mmol) y la 
mezcla se calentó a 80 ºC bajo argon durante 4 h. Transcurrido este tiempo la mezcla se 
enfrió a ta y se añadió CH2Cl2 (50 mL). Los extractos orgánicos se lavaron con HCl 
(5%, 3 x 50 mL). La fase orgánica se secó sobre Na2SO4, filtró y concentró a presión 
reducida. El crudo resultante, un sólido naranja oscuro, se purificó mediante una 
columna rápida de gel de sílice (1-2% EtOH/CHCl3 con un 0.5% AcOH) para dar lugar 
a 783 mg del ácido L-2-[(tert-butiloxicarbonil)amino]-5-(piren-1-il)pent-4-inoico en 
forma de polvo anaranjado [80%, Rf = 0.15 (5% EtOH/CHCl3)]. El sólido se cristalizó 
de una mezcla de CHCl3/hexano como agujas amarillas. 1H RMN (CD3OD, 500.14 
MHz, δ): 8.54 (d, J = 9.1 Hz, 1H, Ar), 8.22 (t, J = 7.3 Hz, 2H, Ar), 8.16 (d, J = 9.1 Hz, 
1H, Ar), 8.10 (m, 2H, Ar), 8.04 (m, 3H, Ar), 4.54 (t, J = 6.7 Hz, 1H, Hα), 3.21 (dd, J = 
17.0 y 5.4 Hz, 1H, Hβ), 3.14 (dd, J = 17.0 y 7.6 Hz, 1H, Hβ), 1.46 (s, 9H, Boc). 13C 
RMN (CD3OD, 125.78 MHz, δ): 174.5 (CO), 158.1 (CO), 133.3 (C), 132.9 (C), 132.6 
(C), 131 (CH), 129.5 (CH), 129.3 (CH), 128.4(CH), 127.6 (CH), 126.8 (CH), 125.7 
(CH), 125.6 (C), 119.5 (C), 92.2 (C), 82.8 (C), 81.1 (C), 54.4 (CH), 28.9 (CH3), 24.6 
(CH2). FTIR (293 K, CHCl3): 3420, 3350, 2980, 2920, 2873, 2360, 2340, 2220, 2133, 
2046, 1715, 1507 cm-1. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 436 ([M+Na]+, 36), 414 ([M+H]+, 
16), 314 ([MH-Boc]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para C26H24NO4 [MH]+ 
414.1700, encontrado 414.1703.  
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Ácido (S)-2-[(tert-butiloxicarbonil)amino]-5-(piren-1-
il)pentanoico. L-Boc-Pta-5-(1-Pir)-OH). Una disolución 
del ácido L-Boc-Prg(1-Pir)-OH (100 mg, 0.23 mmol) en 
etanol (9 mL) y ácido acético glacial (45 µL, 0.5% v/v) se 
desgasificó mediante el paso de una corriente de argon 
durante 15 min. A continuación, se añadió Pd/C (10%, 56.4 mg) y se agitó 
vigorosamente durante 25 min bajo la presión de dos globos hidrógeno. La mezcla 
resultante se filtró a través de una capa de celita, el residuo se lavó repetidas veces con 
etanol y el filtrado se concentró a presión reducida. El crudo resultante se purificó 
mediante cromatografía rápida de gel de sílice (1-3% EtOH/CHCl3 con un 0.5% AcOH) 
para obtener 99 mg de (L)-Boc-Pta-5-(1-Pir)-OH como una espuma amarilla 
anaranjada [88%, Rf = 0.25 (5% EtOH/CHCl3)]. 1H RMN (CD3OD, 500.14 MHz, δ): 
8.27 (dd, J = 9.2 y 1.4 Hz, 1H, Pir), 8.13 (d, J = 9.2 Hz, 1H, Pir), 8.08 (m, 1H, Pir), 8.06 
(dd, J = 4.2 y 1.6 Hz, 1H, Pir), 7.99 (m, 2H, Pir), 7.96 (td, J = 7.6 y 1.8 Hz, 1H, Pir), 
7.84 (dd, J = 7.8 y 1.5 Hz, 1H, Pir), 4.22 (m, 1H, Hα), 3.36 (m, 2H, Hδ), 1.42 (s, 9H, t-
Bu). 13C RMN (CD3OD, 125.77 MHz, δ): 158.4 (CO), 137.8 (C), 133 (C), 132.6 (CH), 
132.5 (C), 131.5 (C), 130 (CH), 128.7 (CH), 128.6 (CH), 128.5 (CH), 127.8 (CH), 
127.1 (CH), 126.4 (C), 126.3 (C), 126.1 (CH), 125.9 (CH), 124.6 (CH), 80.7 (C), 40.3 
(CH), 34 (CH2), 33.0 (CH2), 31.1 (CH2), 29 (CH3), 25.1 (CH2). FTIR (293 K, CHCl3): 
3433, 3340, 2928, 1715, 1510 cm-1. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 857 ([M2+Na]+, 65), 
835 ([M2H]+, 32), 735 ([M2H-Boc]+, 7), 440 ([M+Na]+, 100), 418 ([MH]+, 11), 318 
([MH-Boc]+, 58). EMAR (ESI-TOF) calculado para C26H28NO4 ([MH]+) 418.2013 
encontrado 418.2013. 
 
3-Bromoperileno.118-120 Una disolución de perileno (252 mg, 
1.00 mmol) en DMF (seca, 30 mL) a 50 ºC se trató con una 
disolución de NBS (recién recristalizada,209 267 mg, 1.50 mmol) 
en DMF (seca, 5 mL). La mezcla se agitó a esta temperatura (50 
ºC) en ausencia de luz durante 8 h. El crudo de reacción, una vez a ta, se diluyó con 
CH2Cl2 y los extractos orgánicos se lavaron con HCl (5%, 3 x 10 mL). La fase orgánica 
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se secó sobre Na2SO4, filtró y concentró a presión reducida dando lugar a 50 mg de un 
sólido anaranjado que se usó sin más purificación, [15%, Rf = 0.57 (pentano)], y cuyos 
datos espectroscópicos coincidian con los experimentales.121  
 
Ácido (S)-2-[(tert-butiloxicarbonil)amino]-5-(perilen-3-
il)pent-4-inoico. (L)-Boc-Prg(3-Per)-OH). Una 
disolución de 4-DPPBA (80 mg, 0.26 mmol), Cs2CO3 
(1.10 g, 3.28 mmol) en una mezcla H2O/DMF (5:1, 60 
mL) se desgasificó bajo una corriente de argon durante 15 
min. A continuación se añadió CuI (177 mg, 0.93 mmol), 
Pd/C (10%, 70 mg, 0.07 mmol) y una disolución de 3-bromoperileno (650 mg, 1.97 
mmol) en DMF (60 mL, desgasificada previamente). La mezcla resultante se 
desgasificó durante 30 min y a continuación se añadió el ácido (L)-Boc-propargilglicina 
(280 mg, 1.31 mmol). La mezcla se calentó a 80 ºC bajo argon durante 4 h. 
Transcurrido este tiempo, la mezcla se dejó enfriar y se añadió CH2Cl2 (40 mL) los 
extractos orgánicos se lavaron con HCl (5%, 3 x 40 mL). La fase orgánica se secó sobre 
Na2SO4 (anhidro), filtró y concentró a presión reducida. El crudo resultante, un sólido 
naranja oscuro, se purificó mediante una columna rápida de gel de sílice (0-10% 
MeOH/CH2Cl2 con un 0.5% AcOH) para obtener 237 mg del ácido (L)-2-[(tert-
butiloxicarbonil)amino]-5-(perilen-3-il)pent-4-inoico en forma de polvo amarillo 
anaranjado. [39%, Rf = 0.43 (10% MeOH/CH2Cl2)]. 1H RMN (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 
δ 8.05 (d, J = 5.5 Hz, 1H, Ar),  7.83-7.25 (m, 6H, Ar), 7.19 (m, 1H, Ar), 5.45 (d, J = 
7.10 Hz, 1H, NH), 4.46 (m, 1H, Hα), 3.11 (d, J = 7.0 Hz, 1H, Hβ), 2.88 (d, J = 7.0 Hz, 
1H, Hβ), 1.40 (s, 9H, t-Bu). FTIR (293 K, CHCl3): 3380, 2980, 2927, 2360, 2326, 
2220, 2067, 1933, 1706, 1500 cm-1. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 949 ([2M+Na]+, 4), 486 
([M+Na]+, 27), 464 ([MH]+, 6), 364 ([MH-Boc], 100). EMAR (ESI-TOF) calculado 
para C30H25NO4Na ([M+Na]+) 486.1676, encontrado 486.1679. 
 
Ácido (S)-2-[(tert-butiloxicarbonil)amino]-5-(perilen-3-
il)pentanoico. (L)-Boc-Pta-5-(3-Per)-OH. Una disolución 
del (L)-Boc-Prg(3-Per)-OH (342 mg, 0.74 mmol) en 
etanol (40 mL) y ácido acético glacial (0.1 mL, 0.25% v/v) 
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se desgasificó mediante el paso de una corriente de argon durante 15 min. A 
continuación, se añadió Pd/C (10%, 250 mg) y la mezcla se agitó vigorosamente toda la 
noche bajo la presión de dos globos hidrógeno. La mezcla resultante se filtró a través de 
una capa de celita y el residuo se lavó repetidas veces con etanol. El filtrado se 
concentró a presión reducida y el concentrado se purificó por cromatografía rápida de 
gel de sílice (0-9% MeOH/CH2Cl2 con 0.5% AcOH) para dar lugar a 277 mg of (L)-N-
Boc-Pta-5-(3-Per)-OH como una espuma amarilla anaranjada [80%, Rf = 0.51 (10% 
MeOH/CH2Cl2)]. 1H RMN (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 7.92 (m, 4H, Per), 7.61 (m, 1H, 
Per), 7.47 (m, 2H, Per), 7.26 (m, 3H, Per), 7.04 (m, 1H, Per), 4.99 (m, 1H, NH), 4.32 
(m, 1H, Hα), 2.83 (m, 2H, Hδ), 1.90 (m, 2H, Hβ), 1.71 (m, 2H, Hγ), 1.34 (s, 9H, t-Bu). 
13C RMN (CDCl3, 125.77 MHz, δ): 177.6 (CO), 155.9 (CO), 137.6 (C), 136.4 (C), 
134.7 (C), 133 (C), 131.8 (C), 131.4 (C), 129.7 (C), 129.1 (C), 128.5 (C), 127.7 (CH), 
127.4 (CH), 126.7 (CH), 126.6 (CH), 126.4 (CH), 125.4 (CH), 124.9 (CH), 123.6 (CH), 
120.7 (CH), 120.1 (CH), 119.8 (CH), 80.4 (C), 53.5 (CH), 33.0 (CH2), 31.6 (CH2) 28.5 
(CH3), 26.1 (CH2). FTIR (293 K, CHCl3): 3440, 3327, 2933, 1720, 1593 cm-1. EM 
(ESI-TOF) [m/z (%)]: 949 ([M2+Na]+, 2), 490 ([M+Na]+, 100), 468 ([MH]+, 4). EMAR 
(ESI-TOF) calculado para C30H29NO4Na ([M+Na]+) 490.1989, encontrado 490.1971. 
 
Hidrocloruro del ácido cis-4-aminociclopent-2-enocarboxílico. 
ClH·H-Ace-OH. Una disolución del 2-azabiciclo[2.2.1]hept-5-
en-3-ona (Lactama de Vince)211_ENREF_9 (25.00 g, 229.30 
mmol) en HCl (10%, 1.30 L) se agitó 24 h a ta. La disolución marrón resultante se 
concentró a vacío, resultando un aceite que se lavó repetidamente con acetona para dar 
lugar a la ClH.H-Ace-OH como un sólido blanco, que se filtró, lavó con acetona y se 
secó a vacío dando 29.10 g de aminoácido deseado cuyos datos espectroscópicos 
coinciden con los bibliográficos,125 [100%, Rf = 0.46 (50 % MeOH/CH2Cl2)].  
 
Ácido (1R,4S)-4-[(tert-butiloxicarbonil)amino]ciclopent-2-
enocarboxílico. (D)-Boc-γ-Ace-OH. Una disolución del  
ClH·H-Ace-OH (37.00 g, 163.45 mmol) en una mezcla de 
H2O:Dioxano (1:1, 1.5 L) se trató con Boc2O (74.00 g, 
339.50 mmol) y DIEA (120 mL, 679.10 mmol). La mezcla resultante se agitó durante 3 
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h a ta y posteriormente se acidificó a pH 3 añadiendo HCl (5%, 25 mL) y se extrajo con 
CH2Cl2 (3 x 300 mL). Las fases orgánicas combinadas se secaron sobre Na2SO4, 
filtraron y concentraron en el rotavapor para dar lugar a un aceite de color amarillo, que 
se cristalizó de una mezcla CHCl3:hexano (3L, 1:1), obteniendose 41.90 g en la primera 
cristalización y 11.30 g en la segunda del Boc-γ-Ace-OH en forma de cristales blancos. 
La mezcla racémica obtenida se resolvió mediante sucesivas cristalizaciones en 
CHCl3:hexano (1:1), en presencia de (S)-1-fenil-1-etanoamina (0.7 eq). Los cristales 
blancos obtenidos se filtraron, se disolvieron en CH2Cl2 (500 mL) y lavaron con HCl (3 
x 50 mL, 5%). La fase orgánica se secó sobre Na2SO4, se filtró y concentró a vacío. La 
repetición de este proceso tres veces, para lo cual se redujo paulatinamente la 
proporción de hexano mientras que se aumentaba la cantidad de la amina hasta emplear 
1 equivalente. dio lugar a 53.20 g del aminoácido deseado con un e.e.>97%, y cuyos 
datos espectroscópicos coinciden con los bibliográficos,125 [99%, Rf = 0.71 
(CH2Cl2/MeOH (1:1)], [α]D20= +46.1 (c=1, MeOH)].  
Ácido (1S,4R)-4-[(tert-butiloxicarbonil)amino)ciclopent-2-enocarboxílico. L-
Boc-γ-Ace-OH. Los sólidos resultantes de las aguas madres de la primera cristalización 
se pusieron a cristalizar de forma similar a la ya descrita pero empleando la (R)-(+)-1-
fenil-1-etilamina. De esta forma y después de tres cristalizaciones se obtuvo el 
enantiómero (1S,4R)-4-[(tert-butiloxicarbonil)amino]ciclopent-2-enocarboxílico (L-
Boc-γ-Ace-OH) [α]D20 = -46.1 (c=1 MeOH).  
Para determinar la relación de enantiómeros, después de llevar a cabo las resoluciones, 
se llevó a cabo un Test de Marfey, cuyo procedimiento experimental se describe a 
continuación.  
Test de Marfey126: 
El ácido D-Boc-γ-Ace-OH (0.5 mg, 2 µmol) se disolvió en diclorometano (0.5 
mL) y TFA (0.5 mL) y la mezcla se agitó durante 10 min. Después de concentrar y 
volver a diluir en dicloromentano por 3 veces, el sólido se secó a vacío durante 3 h. El 
(1S,4R)-4-aminociclopent-2-enocarboxílico (0.60 mmol) resultante se disolvió en agua 
(100 μL) y a continuación se trató con una disolución del 1-fluoro-2,2–dinitrofenil–5–
L–alanina (reactivo de Marfey) (1.8 mg, 6.6 μmol) en acetona (200 µL). La mezcla se 
trató con NaHCO3 (1 M, 40 μL) y la disolución amarilla resultante se calentó a 40 ºC 
durante 1 h. Una vez enfriada la mezcla se añadió HCl (2 M, 20 μL). Se siguió el mismo 
procedimiento con el otro enantiómero, el L-Boc-γ-Ace-OH. El cálculo de la relación 
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de diasteroisómeros se realizó mediante análisis en HPLC en fase reversa de los 
enantiómeros derivatizados. La separación se llevó a cabo con una columna analítica de 
fase reversa (Phenomenex Luna 5µ C18(2), 100 Å, 250 x 4.60 mm), con gradiente 
lineal: (A: H2O, 0.1%TFA. B: CH3CN, 0.1% TFA) 20% de B en 5 min, del 20% al 40% 
de B en 60 min. La detección se realizó a una longitud de onda de 340 nm, obteniéndose 
los picos a 26.7 min y 30.6 min, correspondientes a los dos enantiómeros del γ-Ace, 
(Figura E.1). La relación de áreas de estos picos permitió determinar el exceso 
enantiomérico (ee) de la mezcla. 
 
 
Figura E.1. Cromatograma (340 nm) de los enantiómeros D y L del Boc-γ-Ace-OH 
derivatizados con el reactivo de Marfey, 1-fluoro-2,2–dinitrofenil–5–L–alanina en las 
condiciones arriba indicadas. 
 
Ácido (1S,3R)-3-[(tert-butiloxicarbonil)amino]ciclopen-
tanocarboxílico. D-Boc-γ-Acp-OH. Una disolución del 
ácido D-Boc-γ-Ace-OH (2.58 g, 11.36 mmol) en etanol (40 
mL) se trató con Pd/C (10%, 120 mg, 1.36 mmol) y se desgasificó mediante el burbujeo 
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de Ar durante 15 min. La mezcla resultante se agitó bajo la presión de un globo de 
hidrógeno durante 24 h. Transcurrido este tiempo, la mezcla se filtró a través de celita, y 
el sólido se lavó repetidamente con etanol. La concentración de la disolución etanólica 
resultante condujo a 2.60 g de un sólido blanco cuyos datos espectroscópicos coinciden 
con los de la bibliografía,109 [99%, Rf = 0.60 (10 % MeOH/CH2Cl2) [α]D20 = +16.8 (c = 1 
MeOH), > 97% ee].  
 
Ácido (1S,3R)-3-[(tert-
butiloxicarbonil)metillamino]ciclopentanocarboxílico. D-
Boc-MeN-γ-Acp-OH. Una disolución del D-Boc-γ-Acp-OH 
(750 mg, 3.27 mmol) en THF seco (25 mL) se enfrió a 0 ºC y 
se trató con NaH (60 % en aceite mineral, 390 mg, 9.82 mmol). La mezcla resultante se 
agitó a esta temperatura durante 30 min, y a continuación se añadió MeI (610 µL, 9.82 
mmol). Después de agitarse a ta durante 12 h la mezcla se volvió a enfriar a 0 ºC y se 
adicionaron 3 equivalentes más de NaH (60 % en aceite mineral, 390 mg, 9.82 mmol) y 
MeI (610 µL, 9.82 mmol) y la mezcla se agitó 3 h más a ta. Tras adicionar H2O (25 
mL), el THF se eliminó a presión reducida y la fase acuosa se lavó con éter etílico (3 x 
50 mL). La mezcla resultante se acidificó a pH 3 por adición de HCl (5%, 15 mL) y se 
extrajo con CH2Cl2 (3 x 15 mL). Las fases orgánicas combinadas se secaron sobre 
Na2SO4 (anhidro), filtraron y concentraron a presión reducida. El crudo se cristalizó de 
Et2O/hexano (50 mL, 1:1) para obtener 780 mg del ácido D-Boc-MeN-γ-Acp-OH como 
cristales incoloros cuyos datos espectroscópicos coinciden con los de la bibliografía 
[98%, Rf = 0.43 (5% MeOH/CH2Cl2)].109  
 
(1R,3S)-3-[(tert-butiloxicarbonil)metilamino] 
ciclopentanocarboxilato de 9H-fluoren-9-ilmetilo. 
D-Boc-MeN-γ-Acp-OFm. Una disolución de D-Boc-
γ-MeN-Acp-OH (600 mg, 2.47 mmol), 9-
fluorenilmetanol (580 mg, 2.96 mmol), HOBt (500 mg, 3.70 mmol)  y DMAP (405 mg, 
3.70 mmol) en CH2Cl2 seco (25 mL) se trató con EDC.HCl (710 mg, 3.70 mmol) y se 
agitó a ta durante 2 h. La mezcla resultante se lavó con HCl (5%, 3 x 10 mL) y NaHCO3 
(dil. sat., 3 x 10 mL). La fase orgánica se secó sobre Na2SO4 anhidro, filtró y concentró 
a presión reducida. El crudo resultante se purificó mediante una columna rápida en gel 
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de sílice (8-12% EtOAc/hexano) para dar lugar a 960 mg de D-Boc-MeN-γ-Acp-OFm 
como una espuma blanca y cuyos datos espectroscópicos coinciden con los de la 
bibliografía [92%, Rf = 0.87 (50% EtOAc/hexano)].108  
  
Hidrocloruro del ácido cis-3-aminociclohexanocarboxílico. 
ClH.H-γ-Ach-OH. En un reactor de Parr de 0.5 L de capacidad se 
añadió la mezcla del ácido m-aminobenzoico (11.30 g, 82.50 
mmol), NaOH (3.30 g) y Ni Raney (7.00 g) en H2O (200 mL). La mezcla resultante, tras 
la correspondiente desoxigenación mediante ciclos de vacío y llenado con hidrógeno, se 
sometió a una presión de 100 atm de H2 (g), y se agitó vigorosamente mientras se 
calentaba a 150 ºC. Transcurridas 4 h la presión descendió hasta 85 atm observándose 
mediante cromatografía en capa fina que aún quedaba sustancia de partida sin 
reaccionar, por lo que se volvió a recargar con H2 hasta las 100 atm. La reacción se 
mantuvo a 150 ºC durante otras 8 h. Tras enfriar y liberar la presión, la mezcla se filtró 
a través de una capa de celita, se acificó a pH 2 con HCl (10%) y se concentró a 
sequedad para obtener lugar a un sólido blanco 9.70 g cuyos datos espectroscópicos 
coinciden con los bibliográficos [80%, Rf = 0.48 (MeOH)].108 
 
Ácido (1S,3R)-3-[(tert-butiloxicarbonil)amino]-
ciclohexanocarboxílico. D-Boc-γ-Ach-OH. En un balón de 
fondo redondo se preparó una disolución del ácido cis-3-
aminociclohexanocarboxílico (4.00 g, 28.00 mmol) en una mezcla de agua/dioxano 
(1:1, 50 mL), y a continuación se añadió Boc2O (7.00 g, 32.00 mmol) y DIEA (15 mL, 
84.00 mmol). Después de 3 h agitando la disolución resultante a ta, la mezcla se 
acidificó a pH 3 y se extrajo con CH2Cl2 (3 x 50 mL). Las fases orgánicas combinadas 
se secaron sobre Na2SO4 anhidro, se filtraron y concentraron a presión reducida. El 
aceite resultante se cristalizó en CHCl3/hexano (1:1) para dar lugar a la mezcla racémica 
del ácido Boc-γ-Ach-OH. Para la resolución se siguió el mismo procedimiento que el 
descrito para la resolución de Boc-γ-Ace-OH. La relación de áreas de estos picos (tr = 
35 min (D) y 31.3 min (L) nos confirmó cuando el exceso enantiómerico (ee) eran 
superiores al 97%, [α]D20 = +50.5 (c = 1, MeOH). Los datos espectroscópicos del sólido 
resultante coinciden con los publicados en la bibliografía.108  
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Ácido (1S,3R)-3-[(tert-butiloxicarbonil)metilamino] 
ciclohexanocarboxílico. D-Boc-MeN-γ-Ach-OH. Una 
disolución del D-Boc-γ-Ach-OH (1.38 g, 5.68 mmol) en 
THF seco (50 mL) se enfrió a 0 ºC y se trató con NaH (60 % en aceite mineral, 680 mg, 
17.10 mmol). La mezcla resultante se agitó a esta temperatura durante 30 min, y a 
continuación se añadió MeI (1 mL, 17.10 mmol). Después de 12 h a ta, se comprobó 
mediante una cromatografía en capa fina la existencia de sustancia de partida, en caso 
de aún observarse, la mezcla se volvió a enfriar a 0 ºC y se adicionaron 3 equivalentes 
más de NaH (60 % en aceite mineral, 680 mg, 17.10 mmol) y MeI (1 mL, 17.10 mmol) 
y la mezcla se agitó 3 h más a ta. Tras adicionar H2O (5 mL), el THF se eliminó a 
presión reducida y la fase acuosa se lavó con éter etílico (3 x 50 mL). La mezcla se 
acidificó a pH 3 por adición de HCl (5%) y se extrajo con CH2Cl2 (3 x 15 mL). Las 
fases orgánicas combinadas se secaron sobre Na2SO4 anhidro, filtraron y concentraron a 
presión reducida. El crudo se cristalizó de Et2O/hexano para obtener 1.29 g del ácido D-
Boc-MeN-γ-Ach-OH como cristales incoloros cuyos datos espectroscópicos coinciden 
con los bibliográficos [88%, Rf  = 0.58 (10% MeOH en CH2Cl2)].108  
 
(1S,3R)-3-[(tert-butiloxicarbonil)metilamino] 
ciclohexanocarboxilato de 9H-fluoren-9-ilmetilo. D-
Boc-MeN-γ-Ach-OFm. Una disolución de D-Boc-γ-
MeN-Ach-OH (100 mg, 0.39 mmol), 9-fluorenilmetanol 
(92 mg, 0.47 mmol), HOBt (79 mg, 0.59 mmol) y DMAP (71 mg, 0.59 mmol) en 
CH2Cl2 seco (10 mL) se trató con EDC.HCl (112 mg, 0.59 mmol). Después de 1 h 
agitando a ta se lavó con HCl (5%, 3 x 10 mL) y NaHCO3 (dil. sat., 3 x 10 mL). La fase 
orgánia se secó con Na2SO4 anhidro, filtró y concentró a presión reducida. El crudo 
resultante se purificó mediante una columna rápida de gel de sílice (10-15 % EtOAc/ 
hexano) para obtener 144 mg de D-Boc-MeN-γ-Ach-OFm como una espuma blanca, 
cuyos datos espectroscópicos coinciden con los bibliográficos [85%, Rf = 0.95 (10% 
MeOH/CH2Cl2)].108  
 
Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-OFm. Una 
disolución de D-Boc-MeN-γ-Acp-OFm (1.70 g, 3.84 
mmol) en TFA/CH2Cl2 (1:1, 38 mL) se agitó a ta 
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durante 15 min y a continuación se concentró a sequedad en el rotavapor y el residuo se 
secó a alto vacío durante 2 h. El sólido resultante se disolvió en CH2Cl2 seco (38 mL) y 
se añadió sucesivamente L-Boc-Pta-5-(1-Pir)-OH (1.60 g, 3.84 mmol), HATU (1.61 g, 
4.22 mmol) y finalmente DIEA (4 mL, 23.04 mmol). Después de 30 min de agitación a 
ta, la mezcla se lavó con HCl (5%, 3 x 5 mL) y con NaHCO3 (dil. sat. 3 x 5 mL). Las 
fase orgánica se secó con Na2SO4 anhidro, filtró y concentró a presión reducida. El 
residuo resultante se purificó mediante una cromatografía rápida en gel de sílice (40-
60% EtOAc/hexano) para obtener 1.94 g del mencionado dipéptido en forma de una 
espuma amarilla [80%, Rf = 0.53 (40% EtOAc/hexano)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 
MHz, δ): 8.20 (t, J = 9.2 Hz, 1H, Ar(Pir)), 8.12–7.84 (m, 7H, Ar(Pir)), 7.78 (m, 1H, 
Ar(Pir)), 7.65 (d, J = 7.4 Hz, 1H, Ar(Fm)), 7.58 (m, 1H, Ar(Fm)), 7.44 (m, 2H, 
Ar(Fm)), 7.34-7.15 (m, 4H, Ar(Fm)), 5.41 y 5.37 (d, J = 8.0 Hz, 1H, NH), 4.78 (m, 1H, 
H-1(Acp)), 4.57 (m, 1H, Hα(Pta))) 4.32 (m, 1H, H-9(Fm)), 4.06 (m, 2H, CH2(Fm)), 
3.35 y 3.34 (m, 2H, Hδ(Pta)), 2.68 (m, 1H, H-1(Acp)), 2.61 (s, 1H, NMe), 2.54 (s, 2H, 
NMe), 1.87 (m, 4H, Hβ y Hγ(Pta)), 1.36 (s, 9H, Boc). 13C NMR (CDCl3, 125.76 MHz, 
δ): 175.8 (CO), 175.1 (CO), 172.7 (CO), 171.2 (CO), 155.5 (CO), 143.8 (C), 141.5 (C), 
136.1 (C), 131.6 (C), 131 (C), 130 (C), 128.9 (C), 127.9 (CH), 127.2 (CH), 127.6 (CH), 
127.4 (CH), 127.2 (CH), 126.8 (CH), 126 (CH), 125.0 (CH), 124.9 (CH), 123.5 (CH), 
120.1 (CH), 79.8 (C), 66.0 (CH2), 60.5 (CH2), 57.4 (CH), 54.2 (CH), 50.7, 50.3 (CH), 
47.2 (CH), 41.6 (CH), 41.3 (CH), 33.7 (CH2), 33.3 (CH2), 33.2 (CH2), 32.7 ( CH2), 31.5 
(CH2), 31.0 (CH2), 29.3 (CH3), 28.5 (CH3), 27.7 (CH3), 27.6 (CH2), 27.3 (CH2). EM 
(ESI) [m/z (%)]: 760 ([M+K]+, 4), 743 ([M+Na]+, 100), 721 ([MH]+, 44). EMAR (ESI) 
calculado para C47H49N2O5 ([MH]+) 721.3636, encontrado 721.3647.  
 
Boc-D-Lys(1-PirAc)-L-MeN-γ-Acp-OFm. El 
compuesto objetivo se sintetizó a partir del L-
Boc-MeN-γ-Acp-OFm (89 mg, 0.21 mmol) y D-
Boc-Lys(1-PirAc)-OH (113 mg, 0.23 mmol) 
empleando un procedimiento similar al descrito 
para el dipéptido Boc-L-5-(1-Pir)-Pta-D-MeN-γ-
Acp-OFm, dando lugar a 129 mg del dipéptido mencionado en forma de una espuma 
blanca [77%, Rf = 0.66 (EtOAc)]. 1H NMR (CDCl3, 250.13 MHz, δ): 8.21-7.81 (m, 
15H, Ar(Pir), Ar(Fm)), 7.22 (m, 2H, Ar(Fm)), 5.70 (m, 1H, NH), 5.32 (m, 1H, H-
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3(Acp)), 4.86 (m, 1H, Hα(Lys), 4.35 (m, 1H, H-9(Fm)), 4.12 (m, 2H, CH2(Fm)), 3.12 
(m, 2H, Hε(Lys)), 2.85 (m, 1H, H-1(Acp)), 2.82 y 2.80 (s, 3H, NMe), 1.44 (s, 9H, Boc). 
EM (FAB) [m/z (%)]: 792 ([MH]+, 22), 692 ([MH-Boc]+, 68), 215 (100). EMAR 
(FAB) calculado para C50H54N3O6 ([MH]+) 792.3934, encontrado 792.3940. 
 
Boc-L-Dap(1-PirAc)-D-MeN-γ-Acp-OFm. El compuesto 
objetivo se sintetizó a partir del L-Boc-MeN-γ-Acp-OFm 
(14 mg, 33.0 µmol) y L-Boc-Dap-(1-PirAc)-OH (15 mg 
y 33.0 µmol) empleando un procedimiento similar al 
descrito para el dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-
Acp-OFm, obteniéndose 18 mg en forma de una espuma 
blanca [71%, Rf = 0.75 (100% EtOAc)]. 1H NMR (CDCl3, 250.14 MHz, δ): 8.27–7.89 
(m, 9H, Ar(Pir)), 7.76 (d, J = 7.4 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.58 (t, J = 7.4 Hz, 2H, Ar(Fm)), 
7.36 (m, 4H, Ar(Fm)), 6.01 (m, 1H, NH), 5.43 (m, 1H, H-3(Acp)), 4.68 (m, 1H, 
Hα(Dap)), 4.49 (m, 2H, CH2(Fm)), 4.32 (m, 1H, H-9(Fm)), 4.15 (m, 2H, CH2(Pir)), 
3.51 (m, 2H, Hβ(Dap), 3.09 (m, 1H, H-1(Acp), 2.81 (s, 2H, NMe), 2.60 (s, 1H, NMe), 
1.26 (s, 9H, Boc). MS (ESI-TOF) [m/z (%)]: 772 ([M+Na]+, 10), 750 ([MH]+, 100). 
HRMS (ESI-TOF) calculado para C47H48N3O6 [MH]+ 750.3465, encontrado 750.3461.  
 
 
Boc-L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Acp-OFm. El 
compuesto objetivo se sintetizó a partir del D-Boc-
MeN-γ-Acp-OFm (155 mg, 0.37 mmol) y L-Boc-
Pta-5-(3-Per)-OH (172 mg, 0.37 mmol) 
empleando un procedimiento similar al descrito para el dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-
D-MeN-γ-Acp-OFm obteniéndose 213 mg del dipéptido deseado en forma de espuma 
amarillo intenso [70%, Rf = 0.54 (40% EtOAc/hexano)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 
MHz, δ): 8.25-7.24 (m, 19H, Ar(Per) y Ar(Fm)), 5.48 (d, J = 8.5 Hz, 1H, NH), 4.88 (m, 
1H, H-3 (Acp)), 4.64 (m, 1H, Hα(Pta)), 4.48 (m, 2H, CH2(Fm)), 4.18 (m, H-9(Fm), 
3.06 (m, 2H, Hδ(Pta)), 2.78 (m, 1H, H-1(Acp)), 2.75 (s, 2H, NMe), 2.66 (s, 1H, NMe), 
1.44 (s, 9H, Boc). MS (ESI-TOF) [m/z (%)]: 793 ([M+Na]+, 55), 771 ([MH]+, 80). 
HRMS (ESI-TOF) calculado para C51H51N2O5 ([MH]+) 771.3720, encontrado 
771.3723.  
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Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-OFm. El dipéptido 
deseado se sintetizó a partir del D-Boc-MeN-γ-Acp-
OFm (258 mg, 0.59 mmol) y L-Boc-Glu(Bn)-OH (200 
mg, 0.56 mmol) empleando un procedimiento similar al 
descrito para el dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose 80 
mg en forma de una espuma amarilla [60%, Rf = 0.45 (50% EtOAc/hexano)]. 1H NMR 
(CDCl3, 500.14 MHz, δ): 7.77 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.58 (t, J = 7.6 Hz, 2H, 
Ar(Fm)), 7.41 (t, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.38-7.29 (m, 7H, Ar(Fm) y Ar(Bn)), 5.50 y 
5.46 (d, J = 8.4 Hz, 1H, NH), 5.14 (m, 2H, CH2(Bn)), 4.89 (m, 1H, H-3(Acp)), 4.75 y 
4.65 (m, 1H, Hα(Glu)), 4.50 (m, 2H, Fm), 4.21 (m, 1H, Fm), 2.87 (s, 2H, NMe), 2.74 
(s, 1H, NMe), 2.83 (m, 1H, H-1(Acp)), 2.48 (m, 2H, Hγ(Glu)), 1.44 (s, 9H, Boc). 13C 
NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 175.7 (CO), 173.0 (CO), 172.2 (CO), 171.7 (CO), 
155.8 (CO), 144.0 (C), 142.0 (C), 136.0 (C), 128.7 (CH), 128.4 (CH), 128.3 (CH), 
127.9 (CH), 127.2 (CH), 124.9 (CH), 120.1 (CH), 79.7 (C), 66.5 (CH2), 57.3 (CH), 54.3 
(CH), 50.1 (CH), 49.6 (CH), 47.2 (CH), 41.7 (CH), 32.1 (CH2), 31.1 (CH2), 29.7 (CH2), 
29.6 (CH2), 29.4 (CH2), 29.2 (CH3), 28.5 (CH3 Boc), 28.3 (CH2), 27.8 (CH3), 27.6 
(CH2), 27.3 (CH2). EM (FAB) [m/z (%)]: 663 ([M+Na]+, 15), 641 ([MH]+, 100). 
EMAR (FAB) calculado para C38H45N2O7 ([MH]+) 641.3221, encontrado 641.3219. 
 
Boc-D-Lys(2-Cl-Z)-L-MeN-γ-Acp-OFm. Este 
dipéptido se sintetizó a partir del L-Boc-MeN-γ-Acp-
OFm (100 mg, 0.24 mmol) y D-Boc-Lys(2-Cl-Z)-
OH (88 mg y 0.26 mmol) empleando un 
procedimiento similar al descrito para la preparación 
del dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-
OFm, obteniéndose 103 mg en forma de una espuma blanca [67%, Rf = 0.35 (40% 
EtOAc/hexano)]. 1H NMR (CDCl3, 250.13 MHz, δ): 7.73 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 
7.55 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm), 7.60 (m, 4H, Ar(Fm)), 7.25 (m, 4H, Ar(Bn)), 5.50 (d, J 
= 6.6 Hz, 1H, NH), 5.3 (s, 2H, CH2(Cl-Bn)), 5.10 (m, 1H, NH(ω-Lys)), 4.90 (m, 1H, H-
3(Acp)), 4.60 (m, 1H, Hα(Lys)), 4.51 (m, 2H, CH2(Fm)), 4.31 (t, 1H, H-9(Fm)), 3.22 
(m, 2H, Hε(Lys)), 2.81 (s, 2H, NMe), 2.75 (s, 1H, MeN), 2.80 (m, 3H, H-1(Acp)), 1.40 
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(s, 9H, Boc). EM (FAB): [m/z (%)]: 718 ([MH]+, 16), 618 ([MH-Boc]+,16), 231 (64). 
EMAR (FAB) calculado para C40H49N3O7Cl ([MH]+ 718.3181, encontrado 718.3181. 
 
Boc-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm. Este 
dipéptido se preparó a partir del D-Boc-MeN-γ-
Acp-OFm (180 mg, 0.47 mmol) y L-Boc-Lys(Z)-
OH (180 mg, 0.47 mmol) empleando un 
procedimiento similar al descrito para el dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-
OFm, dando lugar a 226 mg del mencionado dipéptido en forma de una espuma blanca 
[70%, Rf = 0.56 (50% EtOAc/hexano)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 7.68 (d, J = 
7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.50 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.31 (t, J = 7.6 Hz, 2H, 
Ar(Fm)), 7.29–7.19 (m, 7H Ar(Fm y Bn)), 5.38 (m, 1H, NH), 5.00 (s, 2H, CH2(Bn)), 
4.86 (m, 2H, NH(ω-Lys) y H-3(Acp)), 4.62–4.32 (m, 3H, Hα(Lys) y CH2(Fm)), 4.12 
(m,1H, H-9(Fm)), 3.10 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.74 (s, 2H, NMe), 2.65 (s, 1H, NMe), 2.74 
(m, 2H, H-1(Acp)), 1.34 (s, 9H, Boc). 13C NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 175.7 (CO), 
175.3 (CO), 172.6 (CO), 172 (CO), 156.5 (CO), 155.7 (CO), 143.8 (C), 141.5 (C), 
136.7 (C), 128.6 (CH), 128.2, 128.1 (CH), 127.9 (CH), 127.2 (CH), 125.0 (CH), 120.1 
(CH), 79.9 (C), 66.6 (CH2), 66.5 (CH2), 57.6 (CH), 54.2 (CH), 50 (CH), 47.2 (CH), 40.9 
(CH2), 41.6 (CH), 33.8 (CH2), 33.1 (CH2), 32.1 (CH2), 31.1 (CH2), 29.4 (CH2), 29.2 
(CH3), 28.5 (CH3), 27.7 (CH3), 27.6 (CH2), 27.3 (CH2). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 706 
([M+Na]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para C40H50N3O7Na ([M+Na]+ 706.3468, 
encontrado 706.3430. 
 
Boc-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Acp-OFm. El dipéptido 
objetivo se preparó a partir del D-Boc-MeN-γ-Acp-
OFm (200 mg, 0.46 mmol) y L-Boc-Lys(Aloc)-
OH 97% (sal diciclohexil amónico) (235 mg, 0.46 
mmol) empleando un procedimiento similar al 
descrito para la preparación del dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-OFm, 
obteniéndose 233 mg del dipéptido deseado en forma de una espuma blanca [80%, Rf = 
0.55 (50% EtOAc/hexano)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 7.76 (d, J = 7.6 Hz, 2H, 
Ar(Fm)), 7.58 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.41 (t, J = 7.5 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.33 (t, J = 
7.5 Hz, 2H, Ar(Fm)), 5.91 (m, 1H, CH(All)), 5.44 (d, J = 8.0 Hz, 1H, NH), 5.30 (dd, J = 
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12.5 y 5.9 Hz, 1H, CH2(All)), 5.20 (dd, J = 10.3 y 3.8 Hz, 1H, CH2(All)), 4.91 (m, 1H, 
NH(ω-Lys), 4.80 (m, 1H, H-3(Acp)), 4.65 (m, 1H, Hα(Lys)), 4.45 (m, 4H, CH2(All) y 
CH2(Fm)), 4.21 (m, 1H, H-9(Fm)), 3.17 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.84 (m, 1H, H-1(Acp)), 
2.83 (s, 1H, NMe), 2.80 (s, 1H, NMe), 2.73 (s, 1H, NMe), 1.43 (s, 9H, Boc). EM (ESI-
TOF) [m/z (%)]: 656 ([M+Na]+, 31), 634 ([MH]+, 21), 534 ([MH-Boc]+, 100). EMAR 
(ESI-TOF) calculado para C36H48N3O7 ([MH]+) 634.3487, encontrado 634.3490. 
 
Boc-L-Prg-D-MeN-γ-Acp-OFm. El mencionado péptido se 
preparó a partir del Boc-MeN-γ-Acp-OFm (500 mg, 1.10 
mmol) y L-Boc-Prg-OH (241 mg, 1.10 mmol) empleando un 
procedimiento similar al descrito para la preparación del dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-
Pir)-D-MeN-γ-Acp-OFm, dando lugar a 574 mg del dipéptido deseado en forma de una 
espuma blanca [96%, Rf = 0.42 (40% EtOAc/hexano)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, 
δ): 7.76 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.58 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.41 (t, J = 7.5 
Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.33 (t, J = 7.5 Hz, 2H, Ar(Fm)), 5.44 y 5.42 (d, J = 8.6 Hz 1H, NH), 
4.94 (m, 1H, H-3(Acp)), 4.83 y 4.78 (m, 1H, Hα(Prg)), 4.51 (m, 2H, CH2(Fm)), 4.21 (t, 
J = 6.4 Hz, 1H, H-9(Fm)), 2.91 (s, 2H, NMe), 2.81 (m, 1H, Hα(Acp)), 2.76 (s, 1H, 
NMe), 2.58 (m, 2H, Hβ(Prg)), 1.99 (m, 1H, Hδ(Prg)), 1.43 (s, 9H, Boc). EM (FAB) 
[m/z (%)]: 517 ([MH]+, 100). EMAR (FAB) calculado para C31H37N2O5 ([MH]+) 
517.2703, encontrado 517.2712. 
 
Boc-L-Trp(For)-D-MeN-γ-Acp-OFm. Este dipéptido se 
preparó a partir del D-Boc-MeN-γ-Acp-OFm (661 mg, 1.57 
mmol) y L-Boc-Trp(For)-OH (522 mg, 1.57 mmol) 
empleando un procedimiento similar al descrito para la 
formación del dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-
OFm, obteniéndose 980 mg del dipéptido deseado en forma de una espuma blanca 
[98%, Rf = 0.29 (40% AcOEt/hexano)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 9.03 (s, 1H, 
HCO), 7.79-7.17 (m, 13H, Ar(Fm y Trp)), 5.51 (m, 1H, NH), 4.91 (m, 1H, Hα(Trp)), 
4.81 (m,1H, H-3(Acp)), 4.48 (m, 2H, CH2(Fm)), 4.35 (m, 1H, H-9(Fm)), 3.12 (m, 2H, 
Hβ(Trp)), 2.76 (m, 1H, H-1(Acp)), 2.64 (s, 2H, NMe), 2.50 (s, 1H, NMe), 1.43 (s, 9H, 
Boc). 13C NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 175.6 (CO), 171.9 (CO), 159.1 (CO), 155.7 
(CO), 143.8 (C), 141.5 (C), 134.5 (C), 131.5 (C), 127.9 (CH), 127.2 (CH), 125.7 (CH), 
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124.9 (CH), 124.3 (CH), 123.3 (CH), 120.1 (CH), 119.2 (CH), 109.7 (CH), 79.9 (C), 
66.0 (CH2), 57.83 (CH), 54.2 (CH), 50.7 (CH), 47.1 (CH), 41.6 (CH), 31.0 (CH2), 29.5 
(CH2), 29.3 (CH3), 28.5 (CH3), 27.0 (CH2). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 658 ([M+Na]+, 
26), 636 ([MH]+, 11), 536 ([M+Na-Boc]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para 
C38H42N3O6 ([MH]+) 636.3068, encontrado 636.3018. 
 
Boc-L-Leu-D-MeN-γ-Acp-OFm. Este péptido se preparó a 
partir del D-Boc-MeN-γ-Acp-OFm (500 mg, 1.13 mmol) y L-
Boc-Leu-OH (282 mg, 1.13 mmol) empleando un 
procedimiento similar al descrito para la preparación del 
dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose 532 mg del dipéptido 
deseado en forma de una espuma blanca [90%, Rf = 0.32 (40% AcOEt en hexano)]. 1H 
NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 7.77 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.59 (d, J = 7.6 Hz, 
2H, Ar(Fm)), 7.41 (t, J = 7.5 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.33 (t, J = 7.5 Hz, 2H, Ar(Fm)), 5.28 
(d, J = 8.9 Hz, 1H, NH), 4.93 (m, 1H, H-3(Acp)), 4.69 y 4.63 (m, 1H, Hα), 4.51 (m, 
2H, CH2(Fm)), 4.21 (t, J = 6.4 Hz, 1H, H-9(Fm)), 2.84 (s, 2H, NMe), 2.82 (m, 1H, H-
1(Acp)), 2.73 (s, 1H, NMe), 1.44 (s, 5H, Boc), 1.43 (s, 4H, Boc), 1.01 (d, J = 6.5 Hz 
1.5H, CH3(Leu)), 0.98 (d, J = 6.5 Hz 1.5H, CH3(Leu)), 0.94 (t, J = 6.9 Hz, 3H, 
CH3(Leu)). 13C NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 175.8 (CO), 175.3 (CO), 155.8 (CO), 
143.9 (C), 141.5 (C), 127.9 (CH), 127.3 (CH), 125.0 (CH), 120.1 (CH), 79.6 (C), 66.5 
(CH2), 57.5 (CH), 54.2 (CH), 49.5 (CH), 47.2 (CH), 43.0 (CH2), 41.8 (CH), 31.2 (CH2), 
28.5 (CH3), 27.7 (CH2), 27.3 (CH2), 28.4 (CH), 23.7 (CH3), 22.2 (CH3). EM (ESI-TOF) 
[m/z (%)]:  557 ([M+Na]+, 100), 535 ([MH]+, 5), 457 ([M+Na-Boc]+, 9), 435 ([MH-
Boc]+, 74). EMAR (ESI-TOF) calculado para C32H42N2O5Na ([M+Na]+) 557.2986, 
encontrado 557.2962.  
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Boc-L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Ach-OFm. El 
compuesto objetivo se sintetizó a partir del D-Boc-
MeN-γ-Ach-OFm (170 mg, 0.39 mmol) y L-Boc-
Pta-5-(3-Per)-OH (140 mg, 0.30 mmol) 
empleando el procedimiento descrito para el 
dipéptido Boc-L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose 150 mg en forma de 
una espuma amarilla [64%, Rf = 0.38 (10% MeOH/CH2Cl2)]. 1H NMR (CDCl3, 250.13 
MHz, δ): 8.22-7.87 (m, 19H, Ar(Per), Ar(Fm)), 5.40 (d, J = 8.5 Hz, 1H, NH), 4.58 (m, 
1H, Hα(Pta)), 4.34 (m, 2H, CH2(Fm)), 4.19 (m, 1H, H-3(Ach)), 4.09 (m, 1H, H-9(Fm), 
2.89 (m, 2H, Hδ(Pta)), 2.71 (s, 2H, NMe), 2.69 (s, 1H, NMe), 2.41 (m, 1H, H-1(Ach)), 
1.37 (s, 9H, Boc). MS (ESI-TOF) [m/z (%)]: 824 ([M+K]+, 55), 807 ([M+Na]+, 80), 
785 ([MH]+, 70). HRMS (ESI-TOF) calculado para C52H53N2O5 ([MH]+) 785.3949, 
encontrado 785.3951.  
 
Boc-L-Glu(All)-D-MeN-γ-Ach-OFm. Este dipéptido se 
preparó a partir del (D)-Boc-MeN-γ-Acp-OFm (1.25 g, 
2.80 mmol) y (L)-Boc-Glu(All)-OH (805 mg y 2.80 
mmol) empleando un procedimiento similar al descrito 
para la preparación del dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-OFm, 
obteniéndose 1.35 g en forma de una espuma blanca [80%, Rf = 0.46 (5% 
MeOH/CH2Cl2)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 7.66 (d, J = 7.4 Hz, 2H, Ar(Fm)), 
7.48 (d, J = 6.7 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.30 (t, J = 7.3 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.22 (m, 2H, 
Ar(Fm)), 5.83 (m, 1H, CH(All)), 5.40 (d, J = 7.6 Hz, 1H, NH), 5.22 (dd, J = 17.6 y 8.1 
Hz, 1H, CH2(All)), 5.13 (m, 1H, CH2(All)), 4.58 (m, 1H, H-1(Glu)), 4.51 (m, 2H, 
CH2(All)), 4.37 (m, 2H, CH2(Fm)), 4.34 (m, 1H, H-3(Ach)), 4.10 (m, 1H, H-9(Fm)), 
2.86 (s, 2H, NMe), 2.72 (s, 3H, NMe), 2.42 (m, 1H, H-1(Ach)), 2.33 (m, 2H, Hγ(Glu)), 
1.93 (m, 2H, Hβ(Glu)), 1.35 (s, 9H, Boc). 13C NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 174.7 
(CO), 172.7 (CO), 171.4 (CO), 155.7 (CO), 143.7 (C), 141.3 (C), 132.2 (CH), 127.8 
(CH), 127.1 (CH), 124.9 (CH), 120 (CH), 118.2 (CH2), 79.6 (C), 66.1 (CH2), 66 (CH2), 
54.5 (CH), 51.8 (CH), 49.9 (CH), 49.5 (CH), 47.0 (CH), 42.5 (CH), 42.3 (CH), 32.9 
(CH2), 31.4 (CH2), 30 (CH2), 29.5 (CH2), 29.3 (CH3), 29.2 (CH2), 28.8 (CH2), 28.4 
(CH3), 28.1 (CH2), 28.0 (CH2), 27.6 (CH3), 24.4 (CH2), 24.2 (CH2). EM (ESI-TOF) 
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[m/z (%)]: 627 ([M+Na]+, 47), 605 ([MH]+, 16), 505 ([MH-Boc]+, 100). EMAR (ESI-
TOF) calculado para C35H45N2O7 ([MH]+) 605.3221, encontrado 605.3226.  
 
Boc-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Ach-OFm Este 
dipéptido se preparó a partir del D-Boc-MeN-γ-
Ach-OFm (700 mg, 1.61 mmol) y L-Boc-
Lys(Z)-OH (613 mg, 1.61 mmol) empleando un 
procedimiento similar al descrito para la 
preparación del dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose 899 
mg en forma de una espuma blanca [80%, Rf = 0.33 (40% EtOAc/hexano)]. 1H NMR 
(CDCl3, 500.14 MHz, δ): 7.75 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.56 (d, J = 7.6 Hz, 2H, 
Ar(Fm)), 7.40 (t, J = 7.3 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.36–7.27 (m, 7H 2Ar(Fm) y 5Ar(Bn)), 5.46 
(d, J = 8.2 Hz, 1H, NH), 5.07 (s, 2H, CH2(Bn)), 4.92 (m, 1H, NH(ω-Lys)), 4.56 (m, 1H, 
Hα), 4.48 (m, 1H, H-3(Ach)), 4.43 (m, 2H, CH2(Fm)), 4.19 (m, 1H, Fm), 3.18 (m, 2H, 
Hε(Lys)), 2.87 (s, 2H, NMe), 2.78 (s, 1H, NMe), 2.47 (m, 1H, H-1(Ach)), 1.41 (s, 9H, 
Boc). 13C NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 174.8 (CO), 174.4 (CO), 171.9 (CO), 171.7 
(CO), 156.5 (CO), 155.8 (CO), 143.8 (C), 141.4 (C), 136.8 (C), 128.6 (CH), 128.1 
(CH), 127.9 (CH), 127.2 (CH), 124.9 (CH), 120.1 (CH), 79.7 (C), 66.6 (CH2), 66.2 
(CH2), 55.2 (CH), 51.7 (CH), 50.4 (CH), 49.9 (CH), 47.1 (CH), 42.7, 42.5 (CH), 40.9 
(CH2), 33.7 (CH2), 33.2 (CH2), 32.9 (CH2), 31.5 (CH2), 30.04 (CH2), 29.4 (CH3), 29.0 
(CH2), 28.5 (CH3), 28.2 (CH2), 27.9 (CH2), 27.7 (CH3), 24.4 (CH2), 22.4 (CH2). EM 
(ESI-TOF) [m/z (%)]: 720 ([M+Na]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para 
C41H51N3O7Na ([M+Na]+) 720.3619, encontrado 720.3602. 
 
Boc-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-OFm. Este 
dipéptido se sintetizó a partir del D-Boc-MeN-γ-Ach-
OFm (1.25 g, 2.80 mmol) y L-Boc-Lys(Aloc)-OH 
97% (sal diciclohexil amónico) (1.55 g, 2.80 mmol) 
empleando un procedimiento similar al descrito para 
Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose 1.20 g en forma de una espuma 
blanca [70%, Rf = 0.34 (40% EtOAc/hexano)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 7.76 
(d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.57 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.40 (t, J = 7.5 Hz, 2H, 
Ar(Fm)), 7.33 (t, J = 7.5 Hz, 2H, Ar(Fm)), 5.90 (m, 1H, CH(All)), 5.47 (d, J = 8.3 Hz, 
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1H, NH), 5.30 (m, 1H, CH2(All)), 5.20 (m, 1H, CH2(All)), 4.95 (m, 1H, NH(ω-Lys)), 
4.50 (m, 3H, Hα y CH2(All)), 4.40 (m, 3H, H-3(Ach) y CH2(Fm), 4.20 (m, 1H, H-
9(Fm)), 3.17 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.89 (s, 2H, NMe), 2.79 (s, 1H, NMe), 2.50 (m, 1H, H-
1(Ach)), 1.43 (s, 9H, Boc). 13C NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 174.8 (CO), 171.9 
(CO), 155.4 (CO), 155.7 (CO), 143.8 (C), 141.5 (C), 133.1 (CH), 127.9 (CH), 127.2 
(CH), 124.9 (CH), 120.1 (CH), 117.6 (CH2), 79.7 (C), 66.2 (CH2), 65.9 (CH2), 60.5 
(CH2), 55.2 (CH), 51.7 (CH), 50.4 (CH) , 50.9 (CH), 47.1 (CH), 42.7, 42.5 (CH), 40.8 
(CH2), 33.7 (CH2), 33.2 (CH2), 32.9 (CH2), 31.5 (CH2), 30.04 (CH2), 29.4 (CH3), 29.0 
(CH2), 28.5 (CH3), 28.2 (CH2), 27.9 (CH2), 27.7 (CH3), 24.4 (CH2), 22.4 (CH2). EM 
(ESI-TOF) [m/z (%)]: 670  ([M+Na]+, 13), 648 ([MH]+, 20), 548 ([MH-Boc]+, 100). 
EMAR (ESI-TOF) calculado para C37H50N3O7 ([MH]+) 648.3643, encontrado 
648.3645. 
 
Boc-L-Prg-D-MeN-γ-Ach-OFm. Este péptido se preparó a 
partir del D-Boc-MeN-γ-Acp-OFm (1.25 g, 2.80 mmol) y 
Boc-L-Prg-OH (600 mg, 2.80 mmol) empleando un 
procedimiento similar al descrito para la obtención del 
dipéptido Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-OFm, dando lugar a 1.43 g en forma de 
una espuma blanca [95%, Rf = 0.52 (40% EtOAc/hexano)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 
MHz, δ): 7.76 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.57 (m, 2H, Ar(Fm)), 7.40 (t, J = 7.4 Hz, 
2H, Ar(Fm)), 7.32 (t, J = 7.4 Hz, 2H, Ar(Fm)), 5.41 (d, J = 7.5 Hz, 1H, NH), 4.81 (m, 
1H, Hα), 4.50 (m, 1H, H-3(Ach)), 4.42 (m, 2H, CH2(Fm)), 4.19 (m, 1H, H-9(Fm)), 2.96 
(s, 2H, NMe), 2.81 (s, 1H, NMe), 2.59 (m, 2H, Hβ(Prg)), 2.45 (m, 1H, H-1(Ach)), 1.98 
(s, 1H, Hδ(Prg)), 1.45 (s, 9H, Boc). 13C NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 174.9 (CO), 
174.5 (CO), 170.4 (CO), 170.2 (CO), 155.1 (CO), 143.8 (C), 141.5 (C), 127.9 (CH), 
127.3 (CH), 125.1 (CH), 120.1 (CH), 79.4 (C), 71.0 (C), 66.3 (CH2), 65.9 (CH2), 65.0 
(CH), 55.3 (CH), 52.1 (CH), 49.2 (CH), 49.0 (CH), 47.1 (CH), 42.6 (CH), 33.1 (CH2), 
31.6 (CH2), 30.1 (CH2), 30.0 (CH3), 29.0 (CH2), 28.4 (CH3), 28.3 (CH2), 27.9 (CH3), 
24.5 (CH2), 24.3 (CH2), 24.0 (CH2), 23.7 (CH2). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 553 
([M+Na]+, 100), 453 ([M+Na-Boc]+, 20), 431 ([MH-Boc]+, 28). EMAR (ESI-TOF) 
calculado para C32H38N2O5Na ([M+Na]+) 553.2673, encontrado 553.2672. 
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Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-
Acp-OFm. Una disolución de Boc-L-Lys(Z)-D-
MeN-γ-Acp-OFm (2.46 g, 3.60 mmol) en TFA/DCM 
(1:1, 38 mL) se agitó a ta durante 15 min. 
Posteriormente se eliminó el disolvente y el residuo 
se secó a alto vacio durante 2 h para obtener el 
TFA.H-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm que se usó 
sin purificación adicional. Una disolución de Boc-
L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-OFm (2.31 g, 3.60 mmol) en una mezcla de piperidina y 
CH2Cl2 (1:4, 38 mL) se agitó durante 30 min y después se concentró en el rotavapor a 
sequedad. El residuo se disolvió en CH2Cl2 (40 mL) y se lavó con HCl (5%, 3x 15 mL),  
se secó con Na2SO4 anhidro, filtró y concentró a vacío para obtener el Boc-L-Glu(Bn)-
D-MeN-γ-Acp-OH que se usó directamente. Este péptido se disolvió en CH2Cl2 (76 mL) 
se trató sucesivamente con TFA.H-L-Lys(Z)-D-MeN-Acp-OFm, HATU (1.59 g, 4.17 
mmol) y DIEA (4 mL, 22.74 mmol). Después de 1h agitando a ta se lavó con HCl (5%, 
3 x 20 mL) y con NaHCO3 (dil. sat. 3 x 10 mL). La fase orgánica se secó con Na2SO4 
anhidro, filtró y concentró a presión reducida. El residuo resultante se purificó mediante 
una cromatográfica rápida en gel de sílice (EtOAc) para dar lugar a 3.00 g del 
mencionado tetrapéptido en forma de espuma blanca [81%, Rf = 0.38 (EtOAc)]. EM 
(ESI-TOF) [m/z (%)]: 1050 ([M+Na]+, 100), 1028 ([MH]+, 27). EMAR (ESI-TOF) 
calculada para C59H74N5O11 ([MH]+) 1028.5379, encontrada 1028.5350. 
 
Boc-D-Lys(1-PirAc)-L-MeN-γ-
Acp-D-Glu(Bn)-L-MeN-γ-Acp-
OFm. Este tetrapéptido se 
preparó a partir de los dipéptidos 
Boc-D-Glu(Bn)-L-MeN-γ-Acp-
OFm (103 mg, 0.16 mmol) y 
Boc-D-Lys(1-PirAc)-L-MeN-γ-
Acp-OFm (129 mg, 0.16 mmol) empleando un procedimiento similar al descrito para la 
preparación del tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-
OFm, obteniéndose 160 mg después de su purificación en cromatografía rápida de gel 
de sílice (0-4 % MeOH/CH2Cl2), en forma de una espuma blanca [88 %, Rf = 0.26 (5% 
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MeOH/CH2Cl2)]. EM (MALDI-TOF) [m/z (%)]: 1158 ([M+Na]+, 100), 1135 ([MH]+, 
20). EMAR (MALDI-TOF) calculada para C69H77N5O10Na ([M+Na]+ 1158.5568, 
encontrada 1158.5566. 
 
Boc-L-Glu(All)-D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-
Ach-OFm. Este tetrapéptido se preparó a partir de 
los dipéptidos Boc-L-Glu(All)-D-MeN-γ-Ach-OFm 
(373 mg, 0.62 mmol) y Boc-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-
Ach-OFm (400 mg, 0.62 mmol) empleando un 
procedimiento similar al descrito para la preparación 
del tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose, después 
de su purificación en cromatografía rápida de gel de 
sílice (2 % MeOH/CH2Cl2),  415 mg en forma de una espuma blanca [70%, Rf = 0.38 
(5% MeOH/CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 978 ([M+Na]+, 29), 956 ([MH]+, 
100), 856 ([MH-Boc]). EMAR (ESI-TOF) calculada para C53H74N5O11 ([MH]+) 
956.5379, encontrada 956.5346. 
 
Boc-L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Ach-
OFm. Esta tetrapéptido se preparó a partir de Boc-L-
Prg-D-MeN-γ-Ach-OFm (239 mg, 0.49 mmol) y Boc-
L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Ach-OFm (295 mg, 0.45 mmol) 
siguiendo un procedimiento similar al descrito 
anteriormente para la síntesis del tetrapéptido Boc-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, 
obteniéndose, después de su purificación en 
cromatografía rápida de gel de sílice (2-3% MeOH/CH2Cl2), 338 mg en forma de una 
espuma blanca [85%, Rf = 0.37 (5% MeOH/CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 911 
([M+Na]+, 15), 889 ([MH]+, 100), 789 ([MH-Boc]+, 73). EMAR (ESI-TOF) calculado 
para C52H65N4O9 ([MH]+), 889.4746, encontrado 889.4743. 
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 Boc-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Z)-D-
MeN-γ-Ach-OFm. El tetrapéptido mencionado 
se preparó a partir de los dipéptidos Boc-L-
Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-OFm (292 mg, 0.45 
mmol) y Boc-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Ach-OFm 
(314 mg, 0.45 mmol) siguiendo un 
procedimiento similar al descrito anteriormente 
para la obtención del tetrapéptido Boc-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-
Acp-OFm, obteniéndose, después de su purificación en cromatografía rápida de gel de 
sílice (2-3% CH3OH/CH2Cl2), 285 mg en forma de una espuma blanca [60%, Rf = 0.32 
(5% MeOH/CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1049 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-
TOF) calculado para C59H81N6O11 ([MH]+), 1049.5958, encontrado 1049.5932. 
Boc-D-Lys(1-PirAc)-L-MeN-γ-
Acp-D-Glu(Bn)-L-MeN-γ-Acp-D-
Lys(2-Cl-Z)-L-MeN-γ-Acp-OFm. 
Este hexapéptido se preparó a 
partir del tetrapéptido Boc-D-
Lys(1-PirAc)-L-MeN-γ-Acp-D-
Glu(Bn)-L-MeN-γ-Acp-OFm (55 
mg, 49.0 µmol) y del dipéptido 
Boc-D-Lys(2-Cl-Z)-L-MeN-Acp-
OFm (35 mg, 49.0 µmol) empleando un procedimiento similar al descrito para la 
obtención del tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-
OFm, obteniéndose, después de su purificación en cromatografía rápida de gel de sílice 
(0-8 % CH3OH/CH2Cl2), 50 mg en forma de una espuma blanca, [66%, Rf = 0.61 (10% 
MeOH/CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1580 ([M+Na]+, 100), 1558 ([MH]+, 76). 
EMAR (ESI-TOF) calculada para C90H106N8O14Cl ([MH]+) 1557.7512, encontrada 
1557.7530. 
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Boc-L-Dap(1-PirAc)-D-MeN-γ-Acp-
L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-
D-MeN-γ-Acp-OFm. Este 
hexapéptido se preparó a partir del 
tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-
γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm 
(62 mg, 60.0 µmol) y del dipéptido 
Boc-L-Dap(1-PirAc)-L-MeN-Acp-
OFm (45 mg, 60.0 µmol) empleando 
un procedimiento similar al descrito para la obtención del tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-
D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose, después de su purificación 
en cromatografía rápida de gel de sílice (0-8 % CH3OH/CH2Cl2),  64 mg en forma de 
una espuma blanca, [72%, Rf = 0.57 (10% MeOH/CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 
1504 ([M+Na]+, 40), 1482 ([MH]+, 100), 1382 ([MH-Boc]+, 20). EMAR (MALDI-
TOF) calculada para C87H101N8O14 ([MH]+) 1481.7432, encontrada 1481.7430. 
 
Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-
L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-
D-MeN-γ-Acp-OFm. Este 
hexapéptido se preparó a partir del 
tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-
γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm 
(1.15 g, 1.10 mmol) y Boc-L-Pta-5-
(1-Pir)-D-MeN-Acp-OFm (429 mg, 
0.79 mmol) empleando un 
procedimiento similar descrito para la 
obtención del tetrapéptido Boc-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose, después de su 
purificación en cromatografía rápida de gel de sílice (2% CH3OH/CH2Cl2),  1.10 g en 
forma de una espuma blanca [90%, Rf = 0.33 (EtOAc)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 
1475 ([M+Na]+, 100), 1452 ([MH]+, 9), 1375 ([M+Na-Boc]+, 16), 1352 ([MH-Boc], 
14). EMAR (ESI-TOF) calculada para C87H102N7O13 ([MH]+) 1452.7530, encontrada 
1452.7521. 
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Boc-L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Acp-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-
MeN-γ-Acp-OFm. Este hexapéptido se 
preparó a partir del tetrapéptido Boc-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-
MeN-γ-Acp-OFm (156 mg, 0.15 mmol) 
y del dipéptido Boc-L-Pta-5-(3-Per)-
D-MeN-γ-Acp-OFm (117 mg, 0.15 
mmol) empleando un procedimiento 
similar al descrito para la preparación 
del tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-
MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose, después de su purificación en 
cromatografía rápida de gel de sílice (2 % CH3OH/CH2Cl2), 111 mg en forma de una 
espuma blanca [50%, Rf = 0.46 (EtOAc)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1525 ([M+Na]+, 
12), 1503 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculada para C91H104N7O13 ([MH]+) 
1502.7687, encontrada 1502.7693. 
 
Boc-L-Prg-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-
γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm. Este 
hexapéptido se preparó a partir del 
tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm (870 mg, 0.85 
mmol) y el dipéptido Boc-L-Prg-D-MeN-γ-
Ach-OFm (450 mg, 0.85 mmol) empleando 
un procedimiento similar al descrito para la 
obtención del tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, 
obteniéndose, después de su purificación en cromatografía rápida de gel de sílice (3-5 % 
CH3OH/CH2Cl2), 980 mg en forma de una espuma blanca, [92%, Rf = 0.41 (5% MeOH 
en CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1248 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-TOF) 
calculada para C71H90N7O13 ([MH]+) 1248.6591, encontrada 1248.6640. 
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Boc-L-Trp-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-
MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-
OFm. Este hexapéptido se preparó a 
partir del tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-
D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-
OFm (600 mg, 0.58 mmol) y el 
dipéptido Boc-L-Trp(For)-D-MeN-γ-
Ach-OFm (369 mg, 0.58 mmol) 
empleando un procedimiento similar al 
descrito para la obtención del tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-
MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose, después de su purificación en cromatografía rápida de 
gel de sílice (0-5 % CH3OH/CH2Cl2), 520 mg en forma de una espuma blanca, [66%, Rf 
= 0.23 (5% MeOH/CH2Cl2)]. EM (MALDI-TOF) [m/z (%)]: 1362 ([M+Na]+, 100), 
1261 ([M+Na-Boc]+, 94). EMAR (MALDI-TOF) calculada para C77H94N8O13Na 
([M+Na]+) 1361.6838, encontrada 1361.6841. 
 
Boc-L-Leu-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-
Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm. Este 
hexapéptido se preparó a partir del tetrapéptido 
Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-
MeN-γ-Acp-OFm (1.03 g, 0.99 mmol) y el 
dipéptido Boc-L-Leu-D-MeN-γ-Acp-OFm (532 
mg, 0.99 mmol) mediante un procedimiento 
similar al descrito para la obtención del 
tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose, después de su purificación en cromatografía 
rápida de gel de sílice (4 % CH3OH/CH2Cl2),  1.14 g en forma de una espuma blanca 
[91%, Rf = 0.29 (4% MeOH/CH2Cl2)]. EM (MALDI-TOF) [m/z (%)]: 1289 ([M+Na]+, 
11), 1189 ([M+Na-Boc]+, 100). EMAR (MALDI-TOF) calculada para 
C72H95N7O13Na ([M+Na]+) 1288.6886 encontrada 1280.6890. 
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Boc-L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Ach-L-
Glu(All)-D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Aloc)-D-MeN-
γ-Ach-OFm. Este hexapéptido se preparó a 
partir del tetrapéptido Boc-L-Glu(All)-D-
MeN-γ-Ach-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-OFm 
(182 mg, 0.19 mmol) y del dipéptido Boc-L-
Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Ach-OFm (150 mg, 
0.19 mmol) empleando un procedimiento 
similar al descrito para la obtención del 
tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose, 
después de su purificación en cromatografía rápida de gel de sílice (2-4 % 
CH3OH/CH2Cl2), 60 mg en forma de una espuma blanca [22%, Rf = 0.38 (5% 
MeOH/CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1302 ([MH-Boc-C3H5], 20), 1131 (10), 
651 ([MH2-Boc-C3H5]2+, 100), 565 (40).  
 
Boc-L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu(All)-D-MeN-γ-
Ach-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-OFm. Este 
hexapéptido se preparó a partir del tetrapéptido 
Boc-L-Glu(All)-D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Aloc)-D-
MeN-γ-Ach-OFm (350 mg, 0.37 mmol) y el 
dipéptido Boc-L-Prg-D-MeN-γ-Ach-OFm (196 
mg, 0.37 mmol) siguiendo un procedimiento 
similar al descrito para la obtención del 
tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, obteniéndose, después de su purificación en cromatografía 
rápida de gel de sílice (3 % CH3OH/CH2Cl2), 343 mg en forma de una espuma blanca, 
[78%, Rf = 0.49 (10% MeOH/CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1213 ([M+Na]+, 
38), 1191 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculada para C66H92N7O13Na ([MH]+) 
1190.6748, encontrada 1190.6746. 
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Boc-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Ach-L-Prg-D-MeN-γ-
Ach-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Ach-OFm. 
Este octapéptido se preparó a partir de 
los tetrapéptidos Boc-L-Lys(Aloc)-D-
MeN-γ-Ach-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Ach-
OFm (270 mg, 0.26 mmol) y Boc-L-
Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu(Bn)-D-MeN-
γ-Ach-OFm (228 mg, 0.26) 
empleando un procedimiento similar al 
descrito para la obtención del 
tetrapéptido Boc-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-
Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm, 
obteniéndose, después de su purificación mediante una cromatografía rápida en gel de 
sílice (3-5% CH3OH/CH2Cl2), 293 mg en forma de una espuma blanca [70%, Rf = 0.3 
(5% CH3OH/CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1642 ([MH]+, 20), 841 ([M+K]2+, 
10), 822 ([MH2]2+), 772 ([MH-Boc], 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para 
C92H125N10O17 ([MH]+) 1641.9219, encontrado 1641.9210. 
 
c-[D-Lys(1-PirAc)-L-MeN-γ-
Acp-D-Glu(Bn)-L-MeN-γ-Acp-
D-Lys(2-Cl-Z)-L-MeN-γ-Acp-] 
(CP1) Una disolución del 
hexapéptido Boc-D-Lys(1-
PirAc)-L-MeN-γ-Acp-D-
Glu(Bn)-L-MeN-γ-Acp-D-
Lys(Z)-L-MeN-γ-Acp-OFm (50 
mg, 32 µmol) en CH2Cl2 (256 
µL) se trató con piperidina (64 µL) y a continuación se agitó a ta durante 20 min. Tras 
concentrar en el rotavapor la disolución resultante, el residuo se disolvió en CH2Cl2 (5 
mL), y esta disolución se lavó con una disolución acuosa de HCl (5%, 3 x 5 mL), se 
secó con Na2SO4 anhidro, filtró y concentró a vacío. El crudo resultante se disolvió en 
una mezcla de TFA/CH2Cl2 (1:1, 320 µL) y se agitó a ta durante 10 min. Posteriormente 
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se eliminó el disolvente en el rotavapor y el residuo se secó a alto vacío durante 2 h y se 
procedió a su ciclación sin más purificación. El péptido lineal desprotegido se disolvió 
en CH2Cl2 (36 mL) y se trató con TBTU (14 mg, 43 µmol) y DIEA (38 μL, 216 mmol). 
Después de 10 h de agitación a ta, el disolvente se eliminó a presión reducida y el 
residuo resultante se purificó por HPLC obteneniéndose 500 mg del ciclopéptido CP1 
en forma de un sólido blanco, [66%, Rt = 25.5 min (Phenomenex Luna 5µ Silica(2) 
100Å, 2.50 x 10.00 mm, 0-15% MeOH/CH2Cl2, 35 min)]. 1H NMR (CDCl3, 400.16 
MHz, δ): 8.27-7.91 (m, 11H, Ar(Pir), NH), 7.90 (d, J = 7.9 Hz, 0.25H, Ar(Pir)), 7.83 (d, 
J = 7.9 Hz, 0.4H, Ar(Pir)), 7.79 (d, J = 7.9 Hz, 0.35H, Ar(Pir)), 7.35 (s, 4H, Ar(Bn)), 
7.29 (m, Ar(Bn), 7H), 7.21 (s, 2H, Ar(Bn)), 5.82 (m, 0.2, NH(ω-Lys)), 5.58 (m, 0.8, 
NH(ω-Lys), 5.20-4.80 (m, 8H, CH2(Bn), Hα, NH(ω-Lys)), 4.74 (m, 3H, H-3(Acp)), 
4.27 (s, 0.5H, CH2(Pir)), 4.22 (s, 0.8H, CH2(Pir)), 4.13 (s, 0.7H, CH2(Pir)), 3.12 (m, 2H, 
Hε(Lys)), 3.05 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.99 (s, 3H, NMe), 2.98 (s, 3H, NMe) 2.91 (s, 3H, 
NMe), 2.88 (m, 3H, H-1(Acp)), 2.36 (m, 2H, Hγ(Glu)). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 
1263 ([MH]+, 63), 632 ([MH2]2+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculada para 
C71H86N8O11Cl ([MH]+) 1261.6099, encontrada 1261.6100. 
 
c-[L-Dpr(1-PirAc)-D-MeN-γ-Acp-
L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (CP2). Este 
ciclopéptido se preparó a partir de 
Boc-L-Dpr(1-PirAc)-D-MeN-γ-
Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm (34 
mg, 23 µmol) empleando un 
procedimiento similar al descrito 
para la obtención de CP1, dando lugar, después de su purificación por HPLC, a 12 mg 
en forma de un sólido blanco, [44%, Rt = 33.5 min (Phenomenex Luna 5µ Silica(2) 
100Å, 250 x 10.00 mm, 0-10% MeOH (C) en CH2Cl2 en 30 min, 10-15% C en 5 min)]. 
1H NMR (CDCl3, 250.16 MHz, δ): 8.28-7.65 (m, 12H, NH, Ar(Pir)), 7.32 (s, 10H, 
Ar(Bn)), 6.25 (m, 1H, NH(ω-Lys), 5.91 (m, 1H, NH(ω-Lys), 5.16-4.71 (m, 7H, 
CH2(Bn), Hα), 4.77 (m, 0.25H, H-3(Acp)), 4.56 (m, 0.40H, H-3(Acp)), 4.36 (m, 0.35H, 
H-3(Acp)), 4.16 (sbr, 0.70H, Hβ(Pir)), 3.93 (sbr, 1.30H, Hβ(Pir)), 3.26 (m, 2H, 
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Hβ(Dpr)), 3.07 (m, 4H, Hε(Lys)), 2.88 (s, 6H, NMe), 2.71 (s, 3H, NMe), 2.59 (m, 3H, 
H-1(Acp)), 2.37 (m, 2H, Hγ(Glu)). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1186 ([MH]+, 100). 
EMAR (ESI-TOF) calculada para C68H81N8O11 ([MH]+) 1185.6019, encontrada 
1185.6020. 
 
c-[L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-
γ-Acp-] (CP3). Este ciclopéptido se 
preparó a partir del Boc-L-Pta-5-(1-Pir)-
D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm (1.00 g. 0.69 
mmol) en CH2Cl2 (6.9 mL) empleando un 
procedimiento similar al descrito para la 
obtención de CP1, dando lugar, después 
de su purificación por HPLC, a 500 mg en 
forma de un sólido blanco, [63%, Rt = 13 
min (Phenomenex Luna 5µ Silica(2) 100Å, 250 x 10.00 mm 5 µm, 7-12% 
MeOH/CH2Cl2 en 25 min)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 8.40–7.85 (m, 11H, NH 
y Ar(Pir)), 7.82 (d, J = 7.7 Hz, 0.75H), 7.72 (d, J = 7.7 Hz, 0.25H), 7.29 (m, 10H, 
Ar(Bn)), 5.28–4.95 (m, 8H, Hα, NH(ω-Lys), CH2(Bn)), 4.72 (m, 3H, H-3(Acp)), 3.31 
(m, 2H, Hδ(Pta)), 3.13 (m, 2H, Hε(Lys)), 3.03 (s, 3H, NMe), 2.99 (m, 6H, NMe), 2.94 
(m, 3H, H-1(Acp)), 2.36 (m, 2H, Hγ(Glu)). 13C NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 174.7 
(CO), 171.8 (CO), 171.6 (CO), 136.4 8 (C), 131 (CH), 130.4 (CH), 129.2 (CH), 128.1 
(CH), 127.3 (CH), 127.0 (CH), 126.3 (CH), 125.8 (CH), 124.7 (CH), 124.5 (CH), 124.3 
(CH), 123.3 (CH), 53.9 (CH), 48.8 (CH), 48.3 (CH), 47.9 (CH), 42 (CH), 41.9 (CH2), 
39.2 (CH2), 33.9 (CH2), 32.6 (CH3), 31.8 (CH2), 31.4 (CH2), 29.8 (CH2), 27.5 (CH2), 
26.9 (CH2), 26.7 (CH2), 26.6 (CH2). FTIR (293 K, CHCl3): 3300 (amida A), 2941, 1625 
(amida I), 1533 (amida IIII) cm-1. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1156 ([MH]+, 100), 578 
([MH]2+, 23). EMAR (ESI-TOF) calculada para C68H82N7O10 ([MH]+) 1156.6118, 
encontrada 1156.6111. 
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c-[L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Acp-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-
Acp-] (CP4). Este ciclopéptido se preparó 
a partir de Boc-L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-
Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-
D-MeN-γ-Acp-OFm (119 mg, 0.09 mmol), 
empleando un procedimiento similar al 
descrito para la obtención de CP1, 
obteniéndose, después de su purificación 
por cromatografía rápida en gel de sílice 
(0-8% MeOH/CH2Cl2), 110 mg en forma 
de un sólido amarillo [54%, Rf = 0.38 (10% MeOH/CH2Cl2)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 
MHz, δ): 8.52-6.71(m, 24 H, NH, Ar(Per), Ar(Bn)), 5.21-4.98 (m, 11H, Hα, NH(ω-
Lys), CH2(Bn)), 4.76 (m, 3H, H-3(Acp)), 3.11 (m, 2H, Hε(Lys)), 3.02 (m, 2H, Hδ(Pta)), 
3.01 (s, 6H, NMe), 2.96 (3H, NMe), 2.93 (m, 3H, H-1(Acp)), 2.38 (m, 2H, Hγ(Glu)). 
FTIR (293 K, CDCl3): 3300 (amida A), 2934, 2865, 1725, 1625 (amida I), 1533 (amida 
IIII) cm-1. EM (MALDI-TOF) [m/z (%)]: 1229 ([M+Na]+, 100). EMAR (MALDI-
TOF) calculado para C72H83N7O10Na ([M+Na]+) 1228.6099, encontrado 1228.6100. 
 
c-[L-Prg-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-
L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (CP5). Este ciclopéptido 
se preparó a partir de Boc-L-Prg-D-MeN-γ-Acp-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-
OFm (441 mg, 0.35 mmol) mediante un 
procedimiento similar al descrito para la obtención 
del CP1, obteniéndose, después de su purificación 
mediante una cromatografía rápida en gel de sílice 
(5% MeOH/CH2Cl2), 285 mg en forma de una espuma blanca [87%, Rf = 0.28 (5% 
MeOH/CH2Cl2)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 8.17 (m, 1H, NH), 8.08 (m, 2H, 
NH), 7.21 (m, 10H, Ar(Bn)), 5.27 (m, 1H, Hα), 5.06 (m, 2H, Hα), 5.00 (m, 4H, 
CH2Bn), 4.80 (m, 1H, H-3(Acp)), 4.68 (m, 2H, H-3(Acp)), 3.08 (m, 2H, Hε(Lys)), 3.01 
(s, 3 H, NMe), 2.96 (s, 3 H, NMe), 2.93 (s, 3 H, NMe), 2.83 (m, 3H, H-1(Acp)), 2.57 
(m, 1H, Hβ(Prg)), 2.44 (m, 1H, Hβ(Prg)), 2.34 (m, 2H, Hγ(Glu)). FTIR (293 K, 
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CDCl3): 3300 (amida A), 2942, 2865, 1723, 1623, 1533 (amida IIII) cm-1. EM (ESI-
TOF) [m/z (%)]: 953 ([MH]+, 100), 975 ([M+Na]+, 34), 477 ([MH2]2+, 76). EMAR 
(ESI-TOF) calculado para C52H70N7O10 ([MH]+) 952.5179, encontrado 952.5199. 
 
c-[L-Trp-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-
Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (CP6). Este 
ciclopéptido se preparó a partir de Boc-L-
Trp-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-
L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm (520 mg, 0.38 
mmol) mediante un procedimiento similar al 
descrito para la obtención del CP1, 
obteniéndose, después de su purificación por 
HPLC [68%, Rt = 14.3 min (Phenomenex 
Luna 5µ Silica(2) 100Å, 250 x 10.00 mm, 4-14% MeOH/CH2Cl2, 30 min)] 277 mg en 
forma de una espuma blanca. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 8.80 (d, J = 7.2 Hz, 
0.25H, NH(Trp)), 8.60 (d, J = 7.2 Hz, 0.25H, NH(Glu)), 8.49 (d, J = 7.2 Hz, 0.75H, 
NH(Glu)), 8.40 (d, J = 7.2 Hz, 0.40H, NH(Trp)), 8.31 (d, J = 7.2 Hz, 0.35H, NH(Trp)), 
8.22 (d, J = 7.2 Hz, 0.35H, NH(Lys)), 8.17 (d, J = 7.2 Hz, 0.40H, NH(Lys)), 8.14 (d, J 
= 7.2 Hz, 0.25H, NH(Lys), 7.62 (d, J = 7.2 Hz, 0.35H, NH(imidazol)), 7.54 (d 
superpuestos, J = 7.2 Hz, 0.65H, NH(imidazol)), 7.70–6.88 (m, 15H, Ar(Bn), Ar(Trp)), 
5.46–4.70 (m, 4H, Hα, NH(ω-Lys)), 5.03 (m, 4H, CH2(Bn)), 4.78 (m, 2H, H-3(Acp)), 
4.63 (m, 1H, H-3(Acp)), 3.47–2.72 (m, 2H, Hβ(Trp)), 3.10 (m, 2H, Hε(Lys)), 3.02 (s, 
4.5H, NMe), 2.95 (s, 4.5H, NMe), 2.52 (m, 1H, H-1(Acp)), 2.46 (m, 1H, H-1(Acp)). 13C 
NMR (CDCl3, 125.76 MHz, δ): 175.3 (CO), 173.1 (CO), 172.7 (CO), 156.6 (CO), 
136.7 (C), 136.2 (C), 135.8 (C), 128.6 (CH), 128.3 (CH), 128.1 (CH), 127.5 (C), 122.9 
(CH), 122.1 (CH), 119.2 (CH), 118.7 (CH), 111.2 (CH), 67.5 (CH2), 66.5 (CH2), 65 
(CH2), 55 (CH), 54.5 (CH), 49.9 (CH), 48.6 (CH), 48 (CH), 42.9 (CH), 42.6 (CH), 40.8 
(CH2), 36.4 (CH2), 36.0 (CH2), 32.9 (CH2), 30.4 (CH2), 30.1 (CH3), 29.9 (CH3), 29.7 
(CH3), 29.4 (CH2), 28.8 (CH2) , 28.4 (CH2), 27.1 (CH2), 26.6 (CH2). FTIR (293 K, 
CDCl3): 3300 (amida A), 2950, 1661, 1625 (amida I), 1533 (amida IIII) cm-1. EM 
(MALDI-TOF) [m/z (%)]: 1066 ([M+Na]+, 100), 1043 ([MH]+, 5) . EMAR (MALDI-
TOF) calculado para C58H74N8O10Na ([M+Na]+) 1065.5420, encontrado 1065.5400. 
 
X. Parte Experimental 
357 
c-[L-Leu-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-
Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (CP7). Este 
ciclopéptido se preparó a partir de Boc-L-Leu-
D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-OFm (787 mg,  0.62 
mmol) siguiendo un procedimiento similar al 
descrito para la obtención de CP1, 
obteniéndose, después de su purificación 
mediante cromatografía rápida en gel de sílice (5% MeOH/CH2Cl2), 278 mg de CP7 en 
forma de una espuma blanca [52%, Rf = 0.25 (5% MeOH/CH2Cl2)]. 1H NMR (CDCl3, 
500.14 MHz, δ): 8.19 (m, 0.75H, NH), 8.14 (m, 1.05, NH), 8.07 (m, 1.20, NH), 7.25 (s 
superpuestos, 10H, Ar(Bn)), 5.07 (m, 3H, Hα), 5.00 (m, 4H, CH2(Bn)), 4.70 (m, 3H, H-
3(Acp)), 3.08 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.98 (s, 3H, NMe), 2.95 (s, 3H, NMe), 2.92 (s, 3H, 
NMe), 2.86 (m, 3H, H-1(Acp)), 2.33 (m, 2H, Hγ(Glu)), 0.84 (m, 6H, Me(Leu)). FTIR 
(293 K, CDCl3): 3300 (amida A), 2950, 2875, 1672 (amida I), 1619 (amida I), 1530 
(amida IIII) cm-1. EM (MALDI-TOF) [m/z (%)]: 993 ([M+Na]+, 45), 971 ([MH]+, 100). 
EMAR (MALDI-TOF) calculado para C53H75N7O10 ([MH]+) 970.5648, encontrado 
970.5670. 
 
c-[L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Ach-L-Glu(All)-D-
MeN-γ-Ach-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-] (CP8). Este 
ciclopéptido se preparó a partir de Boc-L-Pta-5-(3-
Per)-D-MeN-γ-Ach-L-Glu(All)-D-MeN-γ-Ach-L-
Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach)-OFm (58 mg, 0.04 mmol) 
mediante un procedimiento similar al descrito para 
la obtención de CP1, obteniéndose, después de su 
purificación por cromatografía rápida en gel de sílice 
(2-6% MeOH en CH2Cl2), 10 mg en forma de un 
sólido amarillo [22%, Rt = 0.45 (5% 
MeOH/CH2Cl2)]. 1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 
8.56-6.80 (m, 14H, NH, Ar(Per)), 5.78 (m, 2H, 
CH(All)), 5.25-4.74 (m, 8H, NH(ω-Lys), CH2(All), Hα), 4.46 (m, 7H, CH2(All) y H-
3(Ach)), 3.00 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.97 (s, 6H, NMe), 2.94 (s, 3H, NMe), 2.83 (m, 2H, 
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Hδ(Pta)), 2.74 (m, 3H, H-1(Ach)), 2.26 (t, J = 8.7 Hz, 2H, Hγ(Glu)). EM (MALDI-
TOF) [m/z (%)]: 1149 ([MH]+, 100). EMAR (MALDI-TOF) calculado para 
C67H86N7O10 ([MH]+) 1148.6431, encontrado 1148.6424. 
 
c-[L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu(All)-D-MeN-γ-Ach-L-
Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-] (CP9). Este ciclopéptido se 
preparó a partir de Boc-L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu(All)-
D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Acp-OFm (300 mg, 
0.25 mmol)  mediante un procedimiento similar al 
descrito para la obtención de CP1, obteniéndose, después 
de su purificación mediante una cromatografía rápida en 
gel de sílice (0-9 % MeOH/CH2Cl2), 210 mg en forma de 
una espuma blanca [94%, Rt = 0.25 (5% MeOH/CH2Cl2)]. 
1H NMR (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 8.36 (d superpuestos, 
1H, NH(Prg)), 8.29 (d superpuestos, 2H, NH(Glu y Lys)), 5.90 (m, 1H, CH2(All)), 5.39-
5.05 (m, 8H, Hα, CH2(All)), 5.17 (t, 0.4H, NH(ω-Lys)), 5.00 (t, 0.35H, NH(ω-Lys)), 
4.87 (t, 0.25H, NH(ω-Lys)), 4.53 (m, 7H, CH2(All), H-3(Ach)), 3.12 (m, 2H, Hε(Lys)), 
3.09 (s, 3H, NMe),  3.05 (s, 3H, NMe), 3.02 (s, 3H, NMe), 2.80 (m, 3H, H-1(Ach)), 
2.55 (m, 2H, Hβ(Prg)), 2.37 (m, 2H, Hγ(Glu)), 1.96 (s, 1H, Hδ(Prg)). 13C NMR 
(CDCl3, 125.76 MHz, δ): 175.8 (CO), 175.4 (CO), 172.7 (CO), 172.4 (CO), 171.2 (CO), 
156.4 (CO), 133.1 (CH), 132.2 (CH), 118.4 (CH2), 117.5 (CH2), 70.5 (CH), 65.5 (CH2), 
51.9 (CH) , 51.6 (CH),  51.5 (CH), 47.5 (CH),  47.2 (CH),  46.8 (CH), 43.3 (CH), 40.7 
(CH2), 33.9 (CH2), 32.1 (CH2), 30.2 (CH2), 29.2 (CH2), 28.7 (CH3), 28.2 (CH2) , 24.9 
(CH2), 23.5 (CH2), 23.3 (CH2). FTIR (293 K, CDCl3): 3309 (amida A), 2939, 2865, 
2362, 2336, 2252, 1723, 1665 (amida I), 1628 (amida I), 1528 (amida IIII) cm-1. EM 
(MALDI-TOF) [m/z (%)]: 933 ([M+K]+, 100), 917 ([M+Na]+, 55), 894 ([MH]+, 8). 
EMAR (MALDI-TOF) calculado para C53H75N7O10K ([M+K]+) 932.4899, encontrado 
932.4876. 
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c-[L-Dap(1-PirAc)-L-MeN-γ-Acp-D-
Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] 
(CP10). Una disolución del c-[L-Dap(1-
PirAc)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-
γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (4 mg, 
3.37 µmol), pentametilbenceno (8 mg, 54 
µmol), anisol (9 µL, 83 µmol), en una 
mezla de TFA (600 µL) y HBr/AcOH 
(130 µL, 33%) se agitó durante 4 h a ta. Tras concentrar en el rotavapor la disolución 
resultante, el residuo se disolvió en una mezcla CH3CN:H2O (1:1, 5 mL), se centrifugó, 
retirando el sobrenadante que se liofilizó para posteriormente ser purificado por HPLC 
obteniéndose 2.3 mg del CP10 en forma de un sólido blanco [70%, Rt = 20 min, 
Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 4.60 mm, 20-20% B en 5 min, 20-35% B en 
5 min, 35-50% B en 25 min, 50-95% B en 10 min, (B: CH3CN 0.1% TFA, A: H2O 0.1% 
TFA). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 984 ([M+Na]+, 30), 962 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-
TOF) calculado para C53H69N8O9 ([MH]+) 961.5182, encontrado 961.5185. 
 
c-[L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-
L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP11). Este ciclopéptido se 
preparó a partir de c-[L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-
L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] 
(429 mg, 0.37 mmol) siguiendo un procedimiento 
similar al descrito para la obtención del CP10. El 
crudo se purificó por HPLC obteniéndose 215 mg del 
CP11 en forma de un sólido blanco [50%, Rt = 17.5 
min, Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 
10.00 mm, 25-75% B en 30 min, (B: CH3CN 0.1% TFA, A: H2O 0.1% TFA)]. 1H NMR 
(DMSO-d6:CDCl3 (30:70), 500.14 MHz, δ): 8.23 (d, J = 8.1 Hz, 1H, Ar), 8.13 (m, 2H, 
Ar), 8.10-7.93 (m, 5H, Ar), 8.10 (m, 1H, NH(Pta), 8.09 (m, 1H, NH(Glu), 8.04 (m, 1H, 
NH(Lys)), 7.83 (m, 1H, Ar(Pir)), 7.76 (sbr, 2H, NH2(Lys)), 4.85 (m, 1H, Hα(Pta), 4.78 
(m, 5H, Hα(Glu y Lys) y H-3(Acp)), 2.87 (s, 9H, NMe), 2.70-2.64 (m, 6H, Hδ(Pta), 
Hε(Lys) y H-1(Acp)), 2.16 (m, 2H, Hγ(Glu)). 13C NMR (DMSO-d6:CDCl3 (30:70), 
125.76 MHz, δ): 174.7 (CO), 174.0 (CO), 171.8 (CO), 171.6 (CO), 136.4 8 (C), 131 
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(CH), 130.4 (CH), 129.2 (CH), 128.1 (CH), 127.3 (CH), 127.0 (CH), 126.3 (CH), 125.8 
(CH), 124.7 (CH), 124.5 (CH), 124.3 (CH), 123.3 (CH), 53.9 (CH), 48.8 (CH), 48.3 
(CH), 47.9 (CH), 42.0 (CH), 41.9 (CH2), 39.2 (CH2), 33.9 (CH2), 32.6 (CH3), 31.8 
(CH2), 31.4 (CH2), 29.8 (CH2), 27.5, 26.9 (CH2), 26.7 (CH2), 26.6 (CH2). FTIR (293 K, 
KBr): 3440, 3306 (amida A), 2960, 1689, 1627, 1547 (amida IIII) cm-1. EM (ESI-TOF) 
[m/z (%)]: 932 ([MH]+, 100), 466 ([MH]2+, 51). EMAR (ESI-TOF) calculado para 
C53H70N7O8 ([MH]+) 932.5280, encontrado 932.5265.  
 
 c-[L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-
Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP12). Este 
ciclopéptido se preparó a partir de c-[L-5-(3-
Per)Pta-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-
L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (35 mg, 0.03 mmol) 
siguiendo un procedimiento similar al descrito 
para la obtención del CP10. El crudo se purificó 
por HPLC obteneniéndose 9 mg de CP12 en forma 
de sólido amarillo [30%, Rt = 19.9 min 
(Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 
mm, 25-75% B en 30 min, (B: CH3CN 0.1% TFA, 
A: H2O 0.1% TFA)]. 1H NMR (DMSO-d6:CDCl3 (20:80), 750 MHz, δ): 8.41-7.07 (m, 
16H, NH, Ar(Per), NH2(Lys)), 5.18 (m, 0.5H, Hα(Pta)), 5.15 (m, 1H, Hα, Glu), 5.07 
(m, 0.5H, Hα(Pta)), 5.02 (m, 1H, Hα(Lys)), 4.79 (m, 3H, H-3(Acp)), 3.07 (m, 2H, 
Hδ(Pta),  3.04 (s, 9H, MeN), 2.96 (m, 3H, H-1(Acp), 2.81 (m, 2H, Hε(Lys)). FTIR 
(293 K, KBr): 3425 (amida A), 3300 (amida A), 2933, 2867, 1683, 1625 (amida I), 
1541 (amida IIII) cm-1. EM (ESI) [m/z (%)]: 983 ([MH]+, 20), 511 ([MH+K]2+, 100), 
503 ([MH+Na]2+, 60), 492 ([MH2]2+, 30). EMAR (ESI) calculado para C57H72N7O8 
([MH]+) 982.5437, encontrado 982.5478.  
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c-[L-Prg-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-
MeN-γ-Acp-] (CP13). Este ciclopéptido se preparó a 
partir de c-[L-Prg-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-
Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (200 mg, 0.21 mmol) 
siguiendo un procedimiento similar al descrito para la 
obtención del CP10, obteniéndose, tras la 
correspondiente purificación por HPLC 46 mg de 
CP13 en forma de un sólido blanco [30%, Rt = 16.3 
min (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm 5µ, 5-30% B in 15 min, 30-
45 % B en 5 min, 95-95 % B en 5 min, (B: 0.1% TFA/CH3CN, A: 0.1% TFA/H2O)]. 1H 
NMR (100% D2O, fosfato sódico 10mM, 100mM NaCl, pH 6.2, 500.14 MHz, δ): 5.06 
(t, J = 7.2 Hz, 1H, Hα(Prg)), 4.85 (m, 2H, Hα(Glu, Lys)), 4.76 (m, 3H, H-3(Acp)), 3.08 
(s, 3H, NMe), 3.03 (s, 3H, NMe), 3.00 (s, 3H, NMe), 2.99 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.78 (m, 
3H, H-1(Acp)), 2.61 (m, 2H, Hβ(Prg)), 2.37 (t, J = 2.5 Hz, 1H, Hδ(Prg)), 2.23 (t, J = 
7.5 Hz, 2H, Hγ(Glu)). 13C NMR (100% D2O, fosfato sódico 10mM, 100mM NaCl, pH 
6.2, 125.76 MHz, δ): 186.8 (CO), 183.7 (CO), 181.0 (CO), 180.8 (CO), 180.5 (CO), 
176.6 (CO), 176.5 (CO), 174.2 (CO), 83.1 (C), 74.0 (CH), 58.2 (CH), 58.1 (CH), 55.8 
(C), 53.3 (CH),  52.7 (CH), 51.8 (CH), 46.0 (CH),  45.6 (CH), 42.1 (CH2), 37.3 (CH),  
36.8 (CH2), 35.8 (CH2), 35.5 (CH2), 33.3 (CH2), 32.7 (CH),  32.5 (CH3), 31.2 (CH2), 
31.0 (CH2), 30.1 (CH2), 30.0 (CH2), 29.8 (CH2), 29.6 (CH2), 29.4 (CH2), 24.8 (CH2), 
23.9 (CH2). FTIR (293 K, KBr): 3441, 3300 (amida A), 2950, 2867, 1683, 1625 (amida 
I), 1541 (amida IIII) cm-1. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 766 ([M+K]+, 7),  750 ([M+Na]+, 
14), 728 ([MH]+, 100), 384 ([MH+K]2+, 23), 376 ([MH+Na]2+, 10), 365 ([MH2]2+, 2). 
EMAR (ESI-TOF) calculado para C37H58N7O8 ([MH]+) 728.4341, encontrado 
728.4309.  
 
c-[L-Trp-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-
D-MeN-γ-Acp-] (CP14). Una disolución de c-[L-Trp-
D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-
MeN-γ-Acp-] (30 mg, 0.03 mmol) en etanol (5 mL) 
conteniendo ácido acético (glacial, 250 µL, 0.05% 
v/v) se desgasificó durante 15 min bajo corriente de 
argón. A continuación se trató con Pd/C 10% (12 mg, 
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0.01 mmol) y se sometió a un atmosfera de H2 (presión de un globo) mientras se agitaba 
vigorosamente durante 12 h. La mezcla resultante se centrifugó, el sobrenadante se 
retiró y los residuos se lavaron con una mezcla de CH3CN/H2O (1:1, 20 mL) y se 
liofilizó. El residuo se purificó por HPLC obteniéndose, tras su purificación por HPLC, 
7 mg de CP14 en forma de un sólido blanco [30%, Rt = 14.1 min (Phenomenex Luna 5µ 
C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm, 5-25% B en 5 min, 25-47% B en 15 min, 47-95 % B en 
5 min, (B: 0.1% TFA/CH3CN, A: 0.1% TFA/H2O)]. 1H RMN (10%D2O/90%, fosfato 
sódico 10 mM, 100 mM NaCl, pH 6.5, 500.14 MHz, δ): 10.12 (s, 1H, NH(indol)), 8.47 
(d, J = 7.6 Hz, 1H, NH(Trp)), 8.34 (d, J = 7.6 Hz, 1H, NH(Glu)), 8.30 (d, J = 7.6 Hz, 
1H, NH(Lys)), 7.66 (d, J = 7.9 Hz, 1H, Ar(Trp)), 7.50 (d, J = 8.2 Hz, 1H, Ar), 7.24 (m, 
2H, Ar), 7.16 (t, J = 7.5 Hz, 1H, Ar), 5.03 (m, 1H, Hα(Trp)), 4.98-4.51 (m, 5H, 
Hα(Glu), Hα(Lys), H-3(Acp)), 3.19 (d, J = 7.9 Hz, 2H, Hβ(Trp)), 3.00 (s, 6H, NMe), 
2.99 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.73 (m, 3H, H-1(Acp)), 2.70 (s, 2H, NMe), 2.56 (s, 1H, NMe), 
2.18 (t, J = 7.6 Hz, 2H, Hγ(Glu)). FTIR (293 K, KBr): 3430, 3300 (amida A), 2925, 
1675, 1625 (amida I), 1540 (amida IIII) cm-1. EM (ESI) [m/z (%)]: 842 ([M+Na]+, 3), 
820 ([MH]+, 100), 421 ([MH+Na]2+, 27), 410 ([MH2]2+, 16). EMAR (ESI) calculado 
para C43H63N8O8 ([MH]+) 819.4763, encontrado 819.4738.  
 
c-[L-Leu-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-
MeN-γ-Acp-] (CP15). El mencionado ciclopéptido se 
preparó a partir de c-[L-Leu-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-
D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (270 mg, 0.28 
mmol) siguiendo un procedimiento similar al descrito 
para la preparación del CP14, obteniéndose, tras la 
correspondiente purificación por HPLC, 203 mg de 
CP15 en forma de un sólido blanco [99%, Rt = 16 min 
(Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm, 15-28% B en 10 min, 28-35% 
B en 12 min, 35-95% B en 1 min, 95-95% B en 5 min, (B: 0.1% TFA/CH3CN, A: 0.1% 
TFA/H2O)]. 1H NMR (10%D2O/90% fosfato sódico 10mM, 100mM NaCl, pH 6.2, 
500.14 MHz, δ): 8.38 (d superpuetos, J = 8.2 Hz, 2H, NH), 8.35 (d, J = 7.8 Hz, 1H, 
NH), 5.27–4.63 (m, 6H, Hα, H-3(Acp)), 3.07 (s, 3H, NMe), 3.03 (s, 3H, NMe), 3.01 (s, 
3H, NMe), 2.99 (m, 2H, Hε( Lys), 2.76 (m, 3H, H-1(Acp)), 2.36 (t, J = 7.1 Hz, 2H, γ 
Glu), 0.92 (dsuperpuestos, J = 6.0 Hz, CH3(Leu)). FTIR (293 K, KBr): 3450, 3300 
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(amida A), 2960, 1680 (amida I), 1625 (amida I), 1533 (amida IIII) cm-1. EM (ESI-
TOF) [m/z (%)]: 785 ([M+K]+, 2), 768 ([M+Na]+, 8), 746 ([MH]+, 100), 392 ([M+K]2+, 
44). EMAR (ESI-TOF) calculado para C38H64N7O8 ([MH]+) 746.4811, encontrado 
746.4759. 
 
c-[L-Pta-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-
MeN-γ-Acp-] (CP16). El mencionado ciclopéptido se 
preparó a partir de c-[L-Prg-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-
D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (30 mg, 0.03 
mmol) siguiendo un procedimiento similar al descrito 
para la preparación del CP14, obteniéndose, tras la 
correspondiente purificación por HPLC, 15 mg de 
CP16 en forma de un sólido blanco, [68%, Rt = 14 min 
(Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm, 5-43% B en 17 min, 43-95% B 
en 2 min, 95-95% B en 5 min, (B: CH3CN 0.1% TFA, A: H2O 0.1% TFA)]. 1H NMR 
(10%D2O/90% fosfato sódico 10 mM, 100 mM NaCl, pH 6.2, 500.14 MHz, δ): 8.39 (d, 
J = 7.7 Hz, 2H, NH), 8.35 (d, J = 7.7 Hz, 1H, NH), 4.89 (m, 3H, Hα), 4.58 (m, 3H, H-
3(Acp)), 3.06 (s, 3H, NMe), 3.05 (s, 3H, NMe), 3.01 (s, 3H, NMe), 2.98 (m, 2H, 
Hε(Lys)), 2.76 (m, 3H, H-1(Acp)), 2.23 (t, J = 7.3 Hz, 2H, Hγ(Glu)), 0.90 (t, J = 7.3 Hz, 
3H, CH3(Pta)). 13C NMR (10%D2O/90% fosfato sódico 10 mM, 100 mM NaCl, pH 6.2, 
125.77 MHz, δ): 186.1 (CO), 183.2 (CO), 177.4 (CO), 176.4 (CO), 58.4 (CH), 53.1 
(CH), 46.1 (CH), 42.5 (CH2), 37.3 (CH2), 36.5 (CH2), 36.1 (CH2), 35.2 (CH2), 33.6 
(CH2), 32.7 (CH3), 31.4 (CH2), 31.1 (CH2), 30.4 (CH2), 30.2 (CH2), 30.0 (CH2), 29.8 
(CH2), 25.0 (CH2), 21.4 (CH2), 16.1 (CH3). FTIR (293 K, KBr): 3440, 3300 (amida A), 
2950, 2875, 2366, 2333, 1675, 1625 (amida I), 1533 (amida IIII) cm-1. EM (ESI) [m/z 
(%)]: 755 ([M+Na]+, 4), 733 ([MH]+, 100), 386 ([MH+K]2+, 10), 378 ([MH+Na]2+, 7), 
367 ([MH2]2+, 2). EMAR (ESI) calculado para C37H62N7O8 ([MH]+) 732.4654, 
encontrado 732.4650. 
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c-[L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-
MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-Ach-] (CP17). Una 
disolución del c-[L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Ach-
L-Glu(All)-D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-
Ach-] (10 mg, 0.01 mmol) en CH2Cl2 (seco, 1 mL) 
desgasificado y bajo argón, se trató con PPh3 (3.5 
mg, 0.013 mmol), N-metilmorfolina (9 mg, 0.09 
mmol) y PdSiH3 98% (10 mg, 0.09 mmol). La 
mezcla se desgasificó con una corriente de Ar 
durante 15 min mientras se agitaba vigorosamente 
y a continuación se añadió Pd(OAc)2 (0.61 mg, 3 
µmol) y se mantuvo el burbujeo durante otros 15 min. La mezcla de reacción se agitó a 
ta durante 1 hora. Tras concentrar en el rotavapor la disolución resultante, el residuo se 
disolvió en CH2Cl2 (4 mL) y el producto se extrajo lavando con H2O (3 x 4 mL). Las 
fases acuosas combinadas se liofizaron y posteriormente se purificaron por HPLC 
obteneniéndose, tras la correspondiente purificación por HPLC 3.2 mg de CP17 en 
forma de un sólido amarillento [35%, Rt = 23.9 min (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 
Å, 250 x 10.00 mm 5µ, 48-65 % B en 15 min, 65-95% B en 5 min (B: CH3CN 0.1% 
TFA, A: H2O 0.1% TFA)]. 1H NMR (DMSO-d6:CDCl3 (20:80), 500.14 MHz, δ): 8.41-
6.92 (m, 16H, NH, Per(Ar), NH(ω-Lys)), 5.22-4.30 (m, 6H, Hα, H-3(Ach)), 3.44 (m, 
2H, Hα(Pta)), 3.12 (s, 9H, NMe), 2.91 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.72 (m, 3H, H-1(Ach)), 2.19 
(m, 2H, Hγ(Glu)). EM (ESI) [m/z (%)]: 1048 ([M+Na]+, 35), 1025 ([MH]+, 100), 513 
([MH2]2+, 17). EMAR (ESI) calculado para C60H78N7O8 ([MH]+) 1024.5906, 
encontrado 1024.5879.  
 
c-[L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-MeN-γ-Ach-L-Lys-D-
MeN-γ-Ach-] (CP18). El mencionado ciclopéptido se 
preparó a partir de c-[L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu(All)-
D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach] (45 mg, 
0.05 mmol) siguiendo un procedimiento similar al 
descrito para la preparación del CP17, obteniéndose, 
tras la correspondiente purificación por HPLC 83 mg 
de CP18 en forma de un sólido blanco, [67%, Rt = 18.7 
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min, Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm, 5-30% B en 15 min, 30-
45% B en 5 min, 95-95% B en 5 min, (B: CH3CN 0.1%TFA, A: H2O 0.1% TFA). 1H 
NMR (D2O, tampón fosfato 10 mM, 100 mM NaCl, pH 5.8, 500.14 MHz, δ): 5.05 (t, J = 
7.2 Hz, 1H, Hα(Prg)), 4.84 (m, 1H, Hα(Lys)), 4.76 (m, 1H, Hα(Glu)), 4.29 (m, 3H, H-
3(Ach)), 3.06 (s, 3H, MeN), 3.02 (s, 3H, MeN), 3.00 (s, 3H, MeN), 2.99 (m, 2H, 
Hε(Lys)), 2.62 (d, J = 6.1 Hz, 2H, Hβ(Prg)), 2.48 (m, 3H, Hα(Ach)), 2.39 (s, 1H, 
Hδ(Prg)), 2.23 (t, J = 7.2 Hz, 2H, Hγ(Glu)). 13C NMR (D2O, tampón fosfato 10 mM, 
100 mM NaCl, pH 5.8, 125.76 MHz, δ): 187.1 (CO), 183.5 (CO), 180.7 (CO), 180.6 
(CO), 180.5 (CO), 176.2 (CO), 175.9 (CO), 174.0 (CO), 82.5 (C), 74.3 (CH), 55.8 
(CH), 52.4 (CH), 52.2 (CH), 51.2 (CH), 50.6 (CH2), 48.0 (CH), 46.7(CH), 46.3 (CH), 
42.1 (CH2), 35.4 (CH2), 34.1 (CH2), 33.6 (CH2), 33.5 (CH2), 32.6 (CH3), 32.5 (CH3), 
32.4 (CH3), 31.7 (CH2), 31.6 (CH2), 31.0 (CH2), 30.9 (CH2), 30.3 (CH2), 26.8 (CH2), 
24.8 (CH2), 24.1 (CH2). FTIR (293 K, KBr): 3440, 3300 (amida A), 2950, 2875, 1675, 
1617 (amida I), 1533 (amida IIII) cm-1. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 793 ([M+Na]2+, 1), 
771 ([MH]+, 100), 406 ([MH+K]2+, 2), 397 ([MH+Na]2+, 5). EMAR (ESI-TOF) 
calculado para C40H64N7O8 ([MH]+) 770.4811, encontrado 770.4783. 
 
c-[L-Prg(1-Pir)-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-
MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-Ach-] (CP19). 
Una disolución de 4-DPPBA (1 mg, 3 
µmol), Cs2CO3 (11 mg, 33 µmol) en 
H2O/DMF (9:1, 405 µL) se desgasificó 
durante 15 min bajo Ar. A continuación se 
añadió sobre esta suspensión de CuI (2 mg, 
9 µmol), 10% Pd/C (0.7 mg, 7 µmol) y 
sobre la mezcla resultante se añadió una disolución desgasificada de 1-bromopireno (6 
mg, 19 µmol) en DMF (405 µL). La mezcla resultante se volvió a desgasificar durante 
30 min mediante el burbujeo de Ar. Sobre esta mezcla se añadió el c-[L-Prg-D-MeN-γ-
Ach-L-Glu-D-MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-Ach-] (CP9) (10 mg, 13 µmol), y la mezcla 
se calentó a 80ºC durante 5 h. Una vez enfriado a ta, el crudo de reacción se centrifugó, 
se retiró el sobrenadante que fue posteriormente liofilizado. El sólido obtenido se 
purificó por HPLC para dar 5.7 mg de CP19 en forma de un sólido blanco, [45%, Rt = 
19 min, Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm, 25-75% B en 30 min, 
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(B: CH3CN 0.1% TFA, A: H2O 0.1% TFA)]. 1H NMR (DMSO-d6:CDCl3 (20:80)), 
500.14 MHz, δ): 8.65 (d, J = 9.3 Hz, 0.6H, NH(Prg)), 8.51 (d, J = 9.3 Hz, 0.4H, 
NH(Prg)), 8.37 (d, J = 9.0 Hz, 0.6H, Ar(Pir)), 8.32 (d, J = 9.3 Hz, 0.4H, NH(Glu)), 8.22 
(d, J = 9.3 Hz, 1.6H, NH(Glu), NH(Lys)), 8.18–7.40 (m, 9H, Ar(Pir)), 5.53 (m, 1H, 
Hα(Prg)), 5.06 (m, 2H, Hα(Glu) y Hα(Lys)), 4.58 (m, 1H, H-3(Ach)), 4.49 (m, 2H, H-
3(Ach)), 3.08 (m, 2H, Hβ(Pta(Pir)), 3.13 (s, 2H, NMe), 3.11 (s, 1H, NMe), 2.97 (s, 2H, 
NMe), 2.95 (s, 4H, NMe), 2.72 (m, 2H, ε-Lys), 2.27 (m, 2H, γ Glu). FTIR (293 K, 
KBr): 3440, 3300 (amida A), 2940, 2860, 1675, 1625 (amida I). 1533 (amida IIII) cm-1. 
EM (ESI) [m/z (%)]: 971 ([MH]+, 100), 505 ([MH+K]2+, 30), 497 ([MH+Na]2+, 21), 
486 ([MH2]2+, 35). EMAR (ESI) calculado para C56H72N7O8 ([MH]+) 970.5437, 
encontrado 970.5431. 
 
c-[L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-
MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-Ach-] (CP 20). 
Una disolución de c-[L-Prg-(1-Pir)-D-MeN-γ-
Ach-L-Glu-D-MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-
Ach] (10 mg, 0.01 mmol) con ácido acético 
(glacial, 85 µL, 0.05% v/v) en etanol (2 mL), 
se desgasificó durante 15 min bajo argon, a 
continuación se añadió Pd/C (10%, 320 mg, 
0.3 mmol) y se sometió a una presión atmosférica de H2 mientras se agitaba 
vigorosamente durante 2 h. La mezcla resultante se centrifugó y el sobrenadante se 
retiró, los sólidos se lavaron con una mezcla de CH3CN/H2O (10 mL) y se liofilizó. El 
residuo se purificó por HPLC obteniéndose 5.8 mg de producto en forma de un sólido 
blanco, [60%, Rt = 20.1 min (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm, 25-
75% B en 30 min, (B: CH3CN 0.1% TFA, A: H2O 0.1% TFA)]. 1H NMR (DMSO-
d6:CDCl3 (20:80), 500.14 MHz, δ): 8.35 (d, J = 9.0 Hz, 0.6H, NH(Pta)), 8.28 (d,  J = 9.0 
Hz, 0.4H, NH(Pta)), 8.26 (d,  J = 9.0 Hz, NH(Glu)), 8.25 (d, J = 9.0 Hz, 0.4H, NH(Glu), 
8.22 (d, J = 9.0 Hz, 0.4H, NH(Lys), 8.21 (d, J = 9.0 Hz, 0.6H, NH(Lys)), 8.03 (m, 2H, 
NH(ω-Lys)), 8.01-7.85 (varios m, 9H, Ar(Pir)), 5.19 (m, 1H, Hα(Pta)), 5.05 (m, 1H, 
Hα(Glu)), 4.99 (m, 1H, Hα(Lys)), 4.48 (m, 3H, H-3(Ach)), 3.22 (m, 2H, Hδ(Pta)), 2.96 
(s, 3H, NMe), 2.95 (s, 3H, NMe), 2.92 (s, 3H, NMe), 2.81 (m, 2H, Hε(Lys)), 2.72 (m, 
3H, H-1(Ach)), 2.20 (m, 2H, Hγ(Glu)). FTIR (293 K, KBr): 3430, 3300 (amida A), 
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2933, 2867, 1675, 1617 (amida I), 1533 (amida IIII) cm-1. EM (ESI) [m/z (%)]: 975 
([MH]+, 100), 507 ([MH+K]2+, 38), 499 ([MH+Na]2+, 18), 488 ([MH2]2+, 8). EMAR 
(ESI) calculado para C56H76N7O8 ([MH]+) 974.5750, encontrado 974.5713. 
 
CP21. Sobre una disolución 
de G6 (0.5 mg, 0.8 µmol) y 
péptido c-[L-Prg-D-MeN-γ-
Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-
Lys-D-MeN-γ-Acp] (CP13) 
(560 µg, 0.8 µmol) en agua 
(400 µL) se añadieron 
sucesivamente las 
disoluciones acuosas de 
ascorbato sódico (1M, 5 µL) y sulfato de cobre pentahidratado (0.3 M, 2.5 µL) 
previamente preparadas. La mezcla se agitó a ta durante toda la noche en ausencia de 
luz130. El crudo de reacción se purificó por HPLC obteneniéndose 0.3 mg del compuesto 
mencionado en forma de un sólido rosáceo [30%, Rt = 24.3 min (Phenomenex Luna 5µ 
C18(2) 100 Å, 250 x 4.60 mm, 10-15% B en 18 min, 15-25% B en 5 min, 25-95% B en 
5 min, (A: 0.1% TFA/H2O, B: 0.1% TFA/CH3CN)]. EM (MALDI-TOF) [m/z (%)]: 
1387 ([M+K]-, 16), 1365 ([M+Na]-, 26), 1343 ([MH]-, 100). EMAR (MALDI-TOF) 
calculado para C61H77N13O18S2 ([MH]-) 1342.4878, encontrado 1342.4852. 
 
CP22. Sobre una 
disolución de 4-DPPBA 
(0.4 mg, 2 µmol), Cs2CO3 
(6 mg, 18 µmol) en H2O 
(5 mL) desgasificada bajo 
una corriente de argon 
durante 15 min se añadió  
una mezcla desgasificada 
de CuI (1 mg, 5 µmol) y 
Pd/C (10%, 0.4 mg, 50 
µmol). La mezcla resultante se agitó durante 5 min bajo Ar y a continuación se añadió 
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una disolución de 1,2-diiodobenceno (1.3 mg, 4 µmol) en DMF (5 mL, desgasificada 
previamente) y la mezcla resultante se volvió a desgasificar durante 30 min. Finalmente 
el ciclo péptido, c-[L-Prg-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] 
(CP18), (5 mg, 7 µmol) se añadió a la mezcla y la suspensión resultante se calentó a 
80ºC bajo argon durante 12 h. Después de enfriar hasta ta, el crudo de reacción se filtró 
sobre ceolita y el residuo se lavó con una mezcla de H2O y CH3CN (1:1, 20 mL). El 
filtrado se concentró a presión reducida y el residuo se purificó por HPLC 
obteneniéndose 1 mg del dímero covalente CP22 como un sólido blanco [20%, Rt  = 
14.6 min (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm), 5-25% B en 5 min, 
25-40% B en 15 min, 40-95% B en 5 min (A: 0.1% TFA/H2O, B: 0.1%TFA/CH3CN)]. 
1H RMN (10%D2O/90% fosfato sódico 10 mM, 100mM NaCl, pH 6.4, 500.14 MHz, δ): 
8.56 (d, J = 8.5 Hz, 2H, NH), 8.34 (dsuperpuestos, J = 8.5 Hz, 4H, NH), 7.43 (dd, J = 
5.6 Hz, J = 3.5 Hz, 2H, Ar), 7.37 (dd, J = 5.6 Hz, J = 3.5 Hz, 2H, Ar), 3.08 (s, 6H, 
NMe), 3.04 (s, 6H, NMe), 3.03 (s, 6H, NMe), 3.00 (t,  J = 7.6 Hz, 4H, Hε(Lys)), 2.89 
(d, J = 7.4 Hz, Hβ(Prg)), 2.77 (m, 6H, H-1(Acp, 2.22 (t, J = 9.3 Hz, 4H, Hγ(Glu)). EM 
(MALDI-TOF) [m/z (%)]: 1552 ([M+Na]+, 20), 1530 ([MH]+, 100). EMAR (MALDI-
TOF) calculado para C80H117N14O16 ([MH]+) 1529.8767, encontrado 1529.8790. 
 
c-[L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Ach-L-Prg-D-MeN-γ-
Ach-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Ach-] 
(CP39). Una disolución del péptido 
Boc-[L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-L-
Lys(Z)-D-MeN-γ-Ach-L-Prg-D-MeN-γ-
Ach-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Ach]-OFm 
(283 mg, 0.17 mmol) en una mezcla de 
piperidina en CH2Cl2 (1:4, 1.7 mL) se 
agitó a ta durante 30 min. Después de 
eliminar el disolvente a presión 
reducida el residuo se disolvió en 
CH2Cl2 (3 mL) y la mezcla se lavó con HCl (5%, 3 x 2 mL), se secó sobre Na2SO4 
anhidro, se filtró y concentró en el rotavapor. El residuo obtenido se disolvió en una 
mezcla de TFA/CH2Cl2 (1:1, 1.7 mL) y se agitó a ta durante 10 min. Después de 
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eliminar el disolvente el residuo se secó a alto vacío durante 2 h y se usó sin más 
purificación. El péptido lineal resultante se disolvió en CH2Cl2 (170 mL) y se añadió 
TBTU (60 mg, 0.2 mmol) y DIEA (180 µL, 1 mmol) y se dejó agitando a ta. Después 
de 12 h de agitación, el disolvente se eliminó en el rotavapor y el residuo resultante se 
purificó mediante cromatografía rápida de gel de sílice (3-7% MeOH/CH2Cl2), 
obteniendose 148 mg en forma de espuma blanca  [64%, Rf = 0.29 (7% MeOH/ 
CH2Cl2)]. 1H NMR (CDCl3, 500.13 MHz, δ): 8.31 (sbr, 4H, NH), 7.26 (s, 10H, Ar(Bn)), 
5.86 (m, 1H, CH(Aloc), 5.23 (m, 1H, Hα(Prg)), 5.25 y 5.03 (m, 2H, NH(ω-Lys), 5.09 
(m, 1H, Hα(Glu), 4.99 (m, 2H, Hα(Lys)), 5.25 y 5.16 (m, 2H, CH2(Aloc)), 5.06 (s, 4H, 
CH2(Bn)), 4.50 (m, 6H, CH2(Aloc) y H-3(Ach)), 3.07 (s, 4H, Hε(Lys)), 2.97 (s, 12H, 
NMe), 2.77 (m, 4H, H-1(Ach)), 2.61 (m, 0.8H, Prg) y 2.52 (m, 1.2H, Prg), 2.31 (m, 2H, 
Hγ(Glu)). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1368 ([M+Na]+, 40), 1346 ([MH]+, 30), 674 
([MH2]2+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para C73H105N10O14 ([MH]+) 1345.7806, 
encontrado 1345.7830.  
 
c-[L-Lys(Ac)-D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Z)-D-
MeN-γ-Ach-L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Ach-] (CP41). Una 
disolución desgasificada bajo Ar de 
Pd(OAc)2 (1 mg, 6 µmol), PPh3 (7 mg, 28 
µmol), NMNO (29 mg, 28 µmol), PhSiH3 
98% (31 mg, 28 µmol), se agitó a ta 
durante 1 h hasta que la mezcla adquirió un 
color amarillo brillante y a continuación se 
vertió vía cánula sobre una disolución de 
c-[L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Z)-
D-MeN-γ-Ach-L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-
Glu(Bn)-D-MeN-γ-Ach] (25 mg, 19 µmol) en CH2Cl2 seco (1.5 mL) y la mezcla 
resultante se agitó bajo Ar durante 15 min. La disolución se concentró en el rotavapor y 
el residuo resultante se disolvió en CH2Cl2 (5 mL) se lavó con HCl (5%, 3 x 3 mL) y la 
fase orgánica se secó con Na2SO4 anhidro, se filtró y concentró a presión reducida 
obteniéndose un sólido parduzco que se utilizó sin más purificación en la siguiente 
transformación. Una disolución de este sólido parduzco en CDCl3 (680 µL) y DIEA (4 
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µL, 23 µmol) se trató con anhídrido acético (2 µL, 23 µmol)  y la mezcla se agitó 
durante 2h bajo argon. La mezcla se lavó con HCl (5%, 3 x 2 mL), las fases acuosas 
fueron re-extraidas con CH2Cl2 (3 x 2 mL). Las fases orgánicas combinadas se secaron 
con Na2SO4 anhidro, filtraron y concentraron a presión reducida. El residuo se purificó 
por HPLC para dar lugar a 18 mg en forma de una espuma blanca [26%, Rt = 14.3 min 
(Phenomenex Luna 5µ Sílica(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm, 3-15% CH3OH en CH2Cl2 en 
25 min]. 1H NMR (CDCl3, 500 MHz, δ): 8.27 (s, 4H, NH), 7.23 (s, 10H, Ar(Bn)), 6.27 
(m, 0.45H, NH (ω-Lys(For)), 6.07 (m, 0.3H, NH (ω-Lys(For)), 5.81 (m, 0.15H, NH (ω-
Lys(For)), 5.74 (m, 0.1H, NH (ω-Lys(For)), 5.19 y 5.01 (m, 1H, NH(ω-Lys(Ac)), 5.18 
(m, 1H, Hα(Prg)), 5.16 (m, 1H, Hα(Lys)), 5.03 (m, 1H, Hα(Glu)), 4.96 (m, 1H, 
Hα(Lys(Ac)), 5.01 (m, 4H, CH2(Bn)), 4.44 (m, 4H, H-3(Ach)), 3.02 (m, 4H, Hε(Lys)), 
2.90 (s, 12H, NMe), 2.70 (m, 4H, H-1(Ach)), 2.56 y 2.47 (m, 2H, Hβ(Prg)), 2.25 (m, 
2H, Hγ(Glu)), 1.87 (s, 3H, CH3(Ac)), 1.84 (s, 1H, Hδ(Prg)). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 
1303 ([MH]+, 100), 672 ([MH+K]2+, 23), 652 ([MH]2+, 35). EMAR (ESI-TOF) 
calculado para C71H103N10O13 ([MH]+) 1303.7701, encontrado 1303.7701. 
 
c-[L-Lys(Ac)-D-MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-
γ-Ach-L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-MeN-
γ-Ach] (CP42). En un matraz de fondo 
redondo se disolvió el c-[L-Lys(Ac)-D-
MeN-γ-Ach-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Ach-L-Prg-
D-MeN-γ-Ach-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Ach-] 
(5 mg, 4 µmol), pentametilbenceno (6 mg, 
40 µmol), anisole (6 mL, 60 µmol), en una 
mezcla de TFA (800 µL)  y HBr/AcOH 
(33% en AcOH, 180 µL). La mezcla 
resultante se agitó durante 2 h y a continuación se concentró a vacio obteneniéndose 8 
mg de un residuo aceitoso anaranjado, que se purificó por HPLC para dar lugar a 0.5 
mg en forma sólido blanco, [12 %, Rt = 19.4 min, (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 
250 x 10.00 mm, 5-30% B en 15 min, 30-45 % B en 5 min, 45-95 % B en 5 min, (B: 
CH3CN 0.1% TFA, A: H2O 0.1% TFA)]. 1H NMR (10% D2O/90% H2O, 750 MHz, δ): 
8.56 (d, J = 7.6 Hz, 0.12H, NH(Prg)), 8.44 (d, J = 7.6 Hz, 0.12H, NH(Prg), 8.28 (d, J = 
7.6 Hz, 0.64H, NH(Prg)), 8.22 (d, J = 7.6 Hz, 0.64H, NH(Glu)), 8.18 (d, J = 7.6 Hz, 
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0.64H, NH(Lys)), 8.01 (d, J = 7.6 Hz, 0.64H, NH(Lys)), 7.97 (m, 1H, NH(ω-LysAc), 
4.32 (m, 4H, H-3(Ach)), 3.16 (m, 2H, Hε(Lys), 3.05 (s, 3H, NMe), 3.03 (s, 3H, NMe), 
3.02 (s, 3H, NMe), 3.01 (s, 3H, NMe), 2.98 (m, 2H, Hε(Lys(For)), 2.64 (m, 2H, 
Hβ(Prg)), 2.51 (m, 4H, H-1(Ach)), 2.40 (s, 1H, Hγ(Prg)), 2.25 (t, 2H, Hγ(Glu)), 1.97 (s, 
3H, CH3(Ac)). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 1079 ([MH]+, 3), 551 ([MH+Na]+, 100), 541 
([MH2]2+, 42). EMAR (ESI-TOF) calculado para C56H91N10O11 ([MH]+) 1079.6863, 
encontrado 1079.6888. 
 
1-Adamantanilmetil-8-[(9H-fluoren-9-
il)metiloxicarbonilamino]-3,6-dioxaoctanamida 
(G5b). Sobre una disolución de adamant-1-
ilmetanamina (86 mg, 0.52 mmol) en CH2Cl2 (10 
mL) se añadió el ácido 8-[(9H-fluoren-9-
il)metiloxicarbonilamino]-3,6-dioxaoctanoico (FmOH-O2Oc-OH) (200 mg, 0.52 
mmol), HATU (217 mg, 0.57 mmol) y DIEA (546 mL, 3.12 mmol). Después de 30 min 
de agitación a ta se lavó con HCl (5%, 3 x 5 mL). Las fases acuosas se reextrajeron con 
CH2Cl2 (3 x 5 mL) y las fases orgánicas combinadas se secaron con Na2SO4 anhidro, 
filtraron y concentraron a presión reducida. El residuo resultante se purificó mediante 
una cromatografía rápida en gel de sílice (2-4% MeOH/CH2Cl2) para dar lugar a 222 mg 
del compuesto deseado (G5b) en forma de espuma blanca [80%, Rf = 0.5 (5% 
MeOH/CH2Cl2)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 555 ([M+Na]+, 83), 533 ([MH]+, 100). 
EMAR (ESI-TOF) calculado para C32H41N2O5 ([MH]+) 533.2937, encontrado 
533.2934. 
 
N-(Adamant-1-ilmetil)-8-amino-3,6-dioxaoctamida (G5). 
Una disolución de G5b (25 mg. 0.047 mmol) en una mezcla 
de piperidina/CH2Cl2 (1:4, 500 µL) se agitó durante 30 min y 
se concentró en el rotavapor a sequedad. El residuo se 
disolvió en CH2Cl2 (3 mL) se lavó con NaOH 1M (3 x 1 mL). Las fases orgánicas 
combinadas se lavaron con agua (MilliQ). La fase acuosa se centrifugó y el 
sobrenadante se liofilizó obteniéndose 11 mg del compuesto deseado, G5, en forma de 
un aceite amarillaceo [75%, Rf = 0.5 (10% MeOH/CH2Cl2)]. 1H RMN (CD3CN, 250.13 
MHz, δ): 6.99 (m, 1H, NH), 3.97 (s, 2H, H-2), 3.68 (m, 2H, H-7), 3.64 (s, 4H, H-4 y H-
X. Parte Experimental 
372 
5), 3.01 (m, 2H, H-8), 2.90 (d, J = 6.6 Hz, 2H, CH2(Ad), 1.70 (m, 8H, Ad), 1.48 (m, 7H, 
Ad). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 333 ([M+Na]+, 55), 311 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-
TOF) calculado para C17H31N2O3 ([MH]+) 311.2256, encontrado 311.2305. 
 
8-[(9H-Fluoren-9-il)metiloxicarbonylamino]-3,6-
dioxaoctanoato de 3,3-dimetilbutilo (G4b). Sobre 
una disolución de 3,3-dimetilbutan-1-ol (82 µL, 0.64 
mmol) en CH2Cl2 (7 mL) se añadió el ácido FmOH-
O2Oc-OH (250 mg, 0.65 mmol), HOBt (175 mg, 1.30 mmol), EDC.HCl 98% (249 mg, 
1.30 mmol) y DMAP (159 mg, 1.30 mmol) y la mezla se ajitó a ta durante 1 h. Tras la 
adición de CH2Cl2 (10 mL), la mezcla se lavó con HCl (5%, 3 x 10 mL). La fase 
orgánica se secó con Na2SO4 anhidro, filtró y concentró a presión reducida. El residuo 
resultante se purificó mediante una cromatografía rápida en gel de sílice (2% 
MeOH/CH2Cl2) para dar lugar a 189 mg del producto en forma de aceite amarillento 
[62%, Rf = 0.67 (5% MeOH/CH2Cl2). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 492 ([M+Na]+, 90), 
470 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para C27H36NO6 ([MH]+) 470.2537, 
encontrado 470.2540. 
 
8-Amino-3,6-dioxaoctanoato de 3,3-dimetilbutilo (G4). 
Este compuesto se preparó siguiendo un procedimiento 
similar al descrito para la preparación de G5 a partir de G4b 
(55 mg, 0.12 mmol), obteniéndose, después de su 
purificación en HPLC fase reversa, 4 mg en forma de aceite incoloro. [20%, Rt = 11 
min, Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 10.00 mm, 15-45% B en 25 min, (A: 
0.1% TFA/H2O, B: 0.1% TFA/CH3C)]. EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 270 ([M+Na]+, 10), 
248 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para C12H26NO4 ([MH]+) 248.1856, 
encontrado 248.1890. 
 
8-[(9H-Fluoren-9-il)metiloxicarbonilamino]-3,6-
dioxaoctanoato de metilo (G3b). Este compuesto se 
preparó siguiendo un procedimiento similar al descrito 
para la preparación de G4b a partir del ácido Fmoc-
O2Oc-OH (250 mg, 0.65 mmol) y metanol (290 µL, 
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7.14 mmol), obteniéndose, después de su purificación mediante cromatografía rápida en 
gel de sílice (0-3% MeOH/CH2Cl2), 244 mg en forma de una espuma blanca. [94%, 
Rf = 0.71 (10% MeOH/CH2Cl2)]. 1H RMN (CDCl3, 250.13 MHz, δ): 7.76 (d, J = 7.3 
Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.61 (d, J = 7.2 Hz, 2H, Ar(Fm)), 7.40 (td, J = 7.4 y 1.2 Hz, 2H, 
Ar(Fm)), 7.32 (td, J = 7.4 y 1.2 Hz, 2H, Ar(Fm)), 5.43 (m, 1H, NH), 4.40 (d, J = 7.0 Hz, 
2H, CH2-Fm), 4.21 (m, 1H, Fm), 4.15 (s, 2H, H-2), 3.74 (s, 3H, CH3O), 3.69 (m, 4H, H-
4 y H-5), 3.58 (m, 2H, H-7), 3.42 (m, 2H, H-8). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 422 
([M+Na]+, 18), 400 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para C22H26NO6 
([MH]+) 400.1755, encontrado 400.1742. 
 
8-amino-3,6-dioxaoctanoato de metilo (G3). Una 
disolución del ester metílico G3b (244 mg, 0.61 mmol) y 
CH3CN (125 µL, 3.10 mmol) en MeOH (14 mL) se 
desoxigenó mediante el paso de una corriente de argón durante 15 min. A continuación 
se añadió ácido acético glacial (610 µL, mmol) y Pd/C 10% (25 mg, 25 µmol) y se 
purgó con H2.133 La suspensión resultante se agitó vigorosamente bajo la presión de dos 
globos de H2 durante 8 h. Posteriormente se filtró a través de una capa de celita y el 
residuo se lavó repetidas veces con metanol. El filtrado se concentró a presión reducida, 
el residuo se disolvió en CH2Cl2 (10 mL) y se extrajo con agua MilliQ (0.1% TFA, 3 x 3 
mL). La fase acuosa se liofilizó dando lugar a 105 mg como un aceite incoloro [60%, 
Rf = 0.2 (10% MeOH/CH2Cl2)]. 1H RMN (10% D2O/90% fosfato sódico 10 mM, 100 
mM NaCl, pH 5.8, 500.14 MHz, δ): 7.55 (m, 3H, RNH3+), 4.27 (s, 2H, H-2), 3.79 (s, 
3H, CH3-O), 3.78 (m, 4H, H-4 y H-5), 3.76 (m, 2H, H-7), 3.24 (t, J = 5.0 Hz, 2H, H-8). 
13C RMN, (10% D2O/90% fosfato sódico 10 mM, 100 mM NaCl, pH 5.8, 125.8 MHz): 
165.7 (CO), 73.1 (CH2), 72.3 (CH2), 70.5 (CH2), 69.3 (CH2), 55.3 (CH3), 42.2 (CH2). 
EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 178 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para 
C7H16NO4([MH]+) 178.1074, encontrado 178.1060. 
 
Ácido 8-[tert-butiloxicarbonilamino]-3,6-dioxaoctanoico 
(G2a). Sobre una disolución del ácido Fmoc-O2Oc-OH (195 
mg, 0.51 mmol) en CH2Cl2 seco (4 mL) se añadió piperidina 
(1 mL) y se agitó bajo argon durante 15 min. A continuación 
la mezcla de reacción se concentró a presión reducida hasta sequedad, repitiéndose este 
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proceso tres veces. El sólido resultante se disolvió en CH2Cl2 (20 mL) y se extrajo con 
agua MilliQ (3 x 10 mL). La fase acuosa se liofilizó obteniéndose un aceite incoloro 
que se disolvió en una mezcla de H2O y Dioxano (1:1, 3.5 mL) y se trató con Boc2O 
(167 mg, 0.77 mmol) y DIEA (267 µL, 1.53 mmol). La mezcla resultante se agitó a ta 
durante 1h, se diluyó con CH2Cl2 (20 mL) y se lavó con HCl (5%, 3 x 5 mL). La fase 
orgánica se secó sobre Na2SO4 anhidro, filtró y concentró a vacio, obteneniéndose 96 
mg como un aceite incoloro [72%, Rf = 0.48 (10% MeOH/CH2Cl2 0.1%AcOH)]. 1H 
RMN (CDCl3, 500.14 MHz, δ): 4.98 (sbr, 1H, NH), 4.17 (s, 2H, H2), 3.75 (m, 2H, H-
4), 3.66 (m, 2H, H-5), 3.57 (m, 2H, H-7), 3.35 (m, 2H, H-8), 1.44 (s, 9H, Boc). 13C 
RMN (CDCl3, 125.8 MHz, δ): 172.5 (CO), 156.2 (CO), 79.7 (C), 71.4 (CH2), 70.7 
(CH2), 70.1 (CH2), 68.8 (CH2), 40.4 (CH2), 28.5 (CH3). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 164 
([MH-Boc]+, 100), 264 ([MH]+, 40), 286 ([M+Na]+, 12). EMAR (ESI-TOF) calculado 
para C11H22NO6 ([MH]+) 264.1442, encontrado 264.1430.  
 
8-[tert-butiloxicarbonilamino]-3,6-dioxaoctanoato de 2-
tricloroetano (G2b). Sobre una disolución de 2-
tricloroetanol (537 µL, 5.61 mmol) y el ácido Fmoc-O2Oc-
OH (134 mg, 0.51 mmol) en CH2Cl2 seco (10 mL) se trató 
con HOBt (138 mg, 1 mmol), EDC.HCl 98% (196 mg, 1 mmol) y DMAP (125 mg, 1 
mmol). La mezcla de reacción resultante se agitó a ta durante 2h y a continuación se 
lavó con HCl (5%, 3 x 10 mL). La fase orgánica se secó con Na2SO4 anhidro, filtró y 
concentró a presión reducida. El crudo de reacción se purificó mediante una 
cromatografía rápida en gel de sílice (CH2Cl2) para obtener 100 mg del producto en 
forma de una espuma blanca [50%, Rf = 0.67 (5% MeOH/CH2Cl2)]. 1H RMN (CDCl3, 
500.14 MHz, δ): 4.97 (m, 1H, NH), 4.81 (s, 2H, CH2-CCl3), 4.31 (s, 2H, H-2), 3.76 (dd, 
J = 5.5 y 3.4 Hz, 2H, H-4), 3.67 (dd, J = 5.5 y 3.5 Hz, 2H, H-5), 3.55 (t, J = 5.1 Hz, 2H, 
H-7), 3.32 (m, 2H, H-8), 1.44 (s, 9H, Boc). 13C RMN (CDCl3, 125.8 MHZ, δ): 169.2 
(CO), 156.1 (CO), 94.7 (C), 79.3 (C), 74.1 (CH2), 71.3 (CH2), 70.6 (CH2), 70.4 (CH2), 
68.4 (CH2), 40.5 (CH2), 28.6 (CH3). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 402 ([MH+Li]+, 75), 
294 ([MH-Boc]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado para C8H15Cl3NO4 ([MH-Boc]+) 
294.0061, encontrado 294.0051. 
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Hidrocloruro de 8-amino-3,6-dioxaoctanoato de 2,2,2-
tricloroetilo (G2). Sobre una disolución de G2b (90 mg, 0.23 
mmol) en CH2Cl2 seco (1 mL) se añadió TFA (1 mL) y la 
mezcla se agitó durante 15 min. La disolución resultante se 
concentró a presión reducida hasta sequedad, repitiéndose este proceso 3 veces. El 
sólido resultante se disolvió en CH2Cl2 (5 mL) y se extrajo con agua MilliQ (3 x 5 ml). 
La fase acuosa se liofilizó obteneniéndose un aceite amarillento 89 mg, [96%, Rf = 0.29 
(5% MeOH/CH2Cl2)]]. 1H RMN (D2O, fosfato sódico 10 mM, 100 mM NaCl, pH 5.8, 
500.14 MHz, δ): 4.98 (s, 2H, CH2Cl3), 4.45 (s, 2H, H-2), 3.80 (m, 6H, H-4, H-5 y H-7), 
3.24 (s, 2H, H-8). 13C RMN (CDCl3, 126 MHz, δ): 187.5 (CO), 173.5 (CO), 95.1 
(CCl3), 76.9 (CH2O), 73.1 (CH2O), 72.2 (CH2O), 70.4 (CH2O), 69.3 (CH2O), 42.1 
(CH2N). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 294 ([MH]+, 100). EMAR (ESI-TOF) calculado 
para C8H15NO4Cl3 ([MH]+) 294.0061, encontrado 294.0055. 
 
N-(Adamant-1-ilmetil)-3-
dapoxilsulfonamidopropamida (G5D). 
Sobre una disolución de 1-adamant-il-
metamina (1 µL, 6 µmol) en CH2Cl2 seco 
(390 µL) se añadió el succinimidil ester del ácido 3-(dapoxil-3-sulfonamido)propanoico 
(3 mg, 6 µmol) y DIEA (4 µL, 23 µmol). La mezcla se agitó en ausencia de luz durante 
1 h. El crudo de reacción se diluyó en CH2Cl2 (2.5 mL) y se lavó con HCl (5%, 3 x 2 
mL). La fase orgánica se secó con Na2SO4 anhidro, filtró y concentró a sequedad. El 
residuo se purificó por cromatografía rápida en gel de sílice (70% EtOAc/hexano) para 
obtener 3 mg del producto deseado en forma de un sólido amarilláceo [91%, Rf = 0.48 
(70% EtOAc/hexano)]. 1H RMN (CDCl3, 250.16 MHz, δ): 8.13 (d, J = 8.6 Hz, 2H, Ar), 
7.88 (d, J = 8.6 Hz, 2H, Ar), 7.53 (d, J = 8.9 Hz, 2H, Ar), 7.22 (s, 1H, Ar), 6.70 (d, J = 
9.0 Hz, 2H, Ar), 5.61 (t, J = 6.2 Hz, 1H, NH), 5.40 (m, 1H, NH), 3.18 (dd, J = 10.4 y 
7.2 Hz, 2H, CH2-NSO2R), 2.97 (s, 6H, NMe), 2.85 (d, J = 6.2 Hz, 2H, CH2), 2.36 (t, J = 
6.2 Hz, 2H, CH2), 1.69-1.42 (m, 9H, Ad), 1.36 (m, 6H, Ad). EM (ESI-TOF) [m/z (%)]: 
563 ([MH]+, 70), 282 ([MH]2+, 100) . EMAR (ESI-TOF) calculado para C31H39N4O4S 
([MH]+) 563.2687, encontrado 563.2690. 
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G5. Una disolución del G5b (0.7 mg, 2 µmols) en una 
mezcla de CH2Cl2 y DMF (1:1, 400 µL) se añadió 
sobre una disolución del succinimidil ester del Alexa 
Fluor 488 (0.2 mg, 0.3 µmol) en una mezcla de CH2Cl2 
y DMF (1:1, 400 µL) y a continuación se añadió DIEA 
(2 µL, 11 µmol). La mezcla se agitó bajo atmósfera de 
argon durante 1 h en ausencia de luz y posteriormente se concentró a sequedad. El 
sólido resultante se purificó por HPLC, obteniéndose 0.15 mg del compuesto deseado 
como un sólido rosado [58%, Rt = 14.9, 15.9 min (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 
250 x 4.60 mm, 10-20% B en 5 min, 20-50% B en 1 min, 50-80% B en 19 min, 80-95% 
B en 5 min, (A: 0.1% TFA/H2O, B: 0.1% TFA/MeOH)]. EM (MALDI-TOF) [m/z 
(%)]: 825 ([MH]-, 100), 779 (8), 604 (16). EMAR (MALDI-TOF) calculado para 
C38H41N4O13S2 ([MH]-) 825.2117, encontrado 825.2120. 
 
 G2A. Se preparó de igual modo que G5A, a partir 
de G2 (0.7 mg, 2 µmols) y Alexa Fluor 488 
succinimidil ester (0.2 mg, 0.3 µmols), obteniéndose, 
tras su correspondiente purificación por HPLC, 0.14 
mg como un sólido rosáceo [55%, Rt = 18.5, 19.5 
min (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 
4.60 mm, 10-70% B en 25 min, 70-95% B en 5 min, (A: 0.1% TFA/H2O, B: 0.1% 
TFA/MeOH)]. EM (MALDI-TOF) [m/z (%)]: 808 ([MH]-, 100). EMAR (MALDI-
TOF) calculado para C29H25N3O14S2Cl3 ([MH]-) 807.9849, encontrado 807.9852. 
 
G1A. Una disolución del succinimidil ester del Alexa fluor 
488 (0.2 mg, 0.3 µmol) en 2-tricloroetanol (100 µL, 1.10 
mmol) se trató con Cs2CO3 (1 mg, 3 µmol) y la mezcla 
resultante se agitó a ta durante 3 h bajo atmósfera de argón y 
en ausencia de luz. El disolvente se eliminó en el rotavapor y 
el residuo resultante se purificó por HPLC, obteneniéndose 
0.1 mg como un sólido rosa [50%, Rt = 22.8 min (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 
250 x 4.60 mm, 10-70% B en 25 min (A: 0.1% TFA/H2O, B: 0.1% TFA/MeOH)]. EM 
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(MALDI-TOF) [m/z (%)]: 663 ([MH]-, 100). EMAR (MALDI-TOF) calculado para 
C23H14N2O11S2Cl3 ([MH]-) 662.9110, encontrado 662.9105. 
 
G6. Sobre una disolución del hidrocloruro del 3-
azidopropan-1-amina (1.8 mg, 13 µmols) en una 
disolución tamponada de carbonato sódico (1M, 40 µL) a 
pH 10.6 se añadieron durante 10 min alicuotas de una 
disolución del ester succinimidico del Alexa Fluor 488 
succinimidil ester (0.1 mg, 0.2 µmol) en DMF (100 µL). La mezcla resultante se agitó a 
ta durante 1 h y en ausencia de luz. La mezcla de reacción se liofilizó y el residuo se 
purificó por HPLC obteneniéndose 0.1 mg del mencionado compuesto en forma de un 
sólido rosáceo [85%, Rt = 21, 21.6 min (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 
4.60 mm, 5-25% B en 25 min, 25-95 %B en 5 min, (A: 0.1% TFA/H2O, B: 0.1% 
TFA/CH3CN)]. EM (MALDI-TOF) [m/z (%)]: 630 ([MH+2Li]+, 47), 617 ([MH3]+, 
100). EMAR (MALDI-TOF) calculado para C24H21N6O10S2 ([MH3]+) 617.0522, 
encontrado 617.0490. 
 
G4A. Se preparó siguiendo el procedimiento descripto 
para la síntesis de G5A partiendo del G4 y el Alexa 
Fluor 488 succinimidil ester (0.1 mg, 0.2 µmol). El crudo 
de reacción fue purificado por HPLC obteneniéndose 0.2 
mg del mencionado compuesto en forma de un sólido 
rosáceo [80%, Rt = 11.7, 12 min (Phenomenex Luna 5µ C18(2) 100 Å, 250 x 4.60 mm, 
20-45% B en 25 min, 45-95% B en 5 min, (A: 0.1% TFA/H2O, B: 0.1% TFA/CH3CN)]. 
EM (MALDI-TOF) [m/z (%)]: 780 (70), 762 ([MH]-, 100). EMAR (MALDI-TOF) 
calculado para C33H36N3O14S2 ([MH]-) 762.1648, encontrado 762.1700.  
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11.1 ESPECTROS DE RMN 
11.1.1 α-AMINOÁCIDOS 
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11.1.2 γ-AMINOÁCIDOS  
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11.1.3 DIPÉPTIDOS 
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11.1.4 CICLOHEXAPÉPTIDOS  
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11.1.5 CICLOOCTAPÉPTIDOS 
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11.1.6 HUÉSPEDES  
 
 
XI. Anexos Espectros de RMN 
444 
 
 
 
XI. Anexos  Espectros de RMN 
445 
 
 
 
XI. Anexos Espectros de RMN 
446 
 
 
 
 
XI. Anexos  Espectros de RMN 
447 
XI. Anexos Espectros de RMN 
448 
 
XI. Anexos  Espectros de RMN 
449 
 
 
 
XI. Anexos Espectros de FT-IR 
450 
11.2 ESPECTROS DE FT-IR 
c-[L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] 
(CP3) 
 
 
c-[L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] 
(CP4) 
 
 
c-[L-Prg-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (CP5) 
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c-[L-Trp-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (CP6) 
 
 
 
c-[L-Leu-D-MeN-γ-Acp-L-Glu(Bn)-D-MeN-γ-Acp-L-Lys(Z)-D-MeN-γ-Acp-] (CP7) 
 
 
 
c-[L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu(All)-D-MeN-γ-Ach-L-Lys(Aloc)-D-MeN-γ-Ach-] (CP9) 
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c-[L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP11) 
 
 
 
c-[L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP12) 
 
 
 
c-[L-Prg-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP13) 
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c-[L-Trp-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP14) 
 
 
 
c-[L-Leu-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP15) 
 
 
 
c-[L-Pta-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP16) 
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c-[L-Prg-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-Ach-] (CP18) 
 
 
 
c-[L-Prg(1-Pir)-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-Ach-] (CP19) 
 
 
 
c-[L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-Ach-] (CP20) 
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Ciclopéptido Amida A Amida Ia Amida Ib Amida II 
CP3a 3300 1660 1625 1533 
CP4 a 3300 1661 1625 1533 
CP5 a 3300 1666 1623 1533 
CP6 a 3300 1658 1628 1528 
CP7 a 3300 1667 1619 1530 
CP9 a 3309 1661 1628 1528 
CP11b 3300 ---- 1619 1530 
CP12 b 3300 ---- 1625 1541 
CP13 b 3300 ---- 1625 1541 
CP14 b 3300 ---- 1625 1540 
CP15 b 3300 ---- 1625 1533 
CP16 b 3300 ---- 1625 1533 
CP18 b 3300 ---- 1617 1533 
CP19 b 3300 ---- 1625 1533 
CP20 b 3300 ---- 1617 1533 
 
a FT-IR realizado en celillas de NaCl que contienen disoluciones 5-10 mM de ciclopéptido en CHCl3. 
b FT-IR realizado depositando la muestra sobre una pastilla de CaF2. 
 
Tabla A.1. Resumen de las señales más relevantes de los espectros de FT-IR. El modo 
de vibración amida Ia se corresponde con la vibración del C=O en la componente 
perpendicular al plano de la amida, el modo de vibración amida Ib se corresponde a 
lacomponente paralela de vibración del C=O, este modo también está relacionado con 
la vibración del carbonilo libre, y suele ser más débil que la del tipo Ia. El modo de 
vibración amida IIII se corresponde con la vibración en el plano del NH y que a su vez 
se corresponde con la del enlace C-N. El modo de vibración amida A es la derivada del 
“stretching” o elongación del protón amida.1,2 
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11.3 ESPECTROS DE UV 
 
c-[L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP11) 
 
 
 
c-[L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP12) 
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c-[L-Trp-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP14) 
 
 
 
 
 
c-[L-Prg(1-Pir)-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-Ach-] (CP19) 
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11.4 ESPECTROS DE EMISIÓN DE FLUORESCENCIA 
c-[L-Pta-5-(1-Pir)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP11) 
 
c-[L-Pta-5-(3-Per)-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP12) 
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c-[L-Trp-D-MeN-γ-Acp-L-Glu-D-MeN-γ-Acp-L-Lys-D-MeN-γ-Acp-] (CP14) 
 
 
c-[L-Prg(1-Pir)-D-MeN-γ-Ach-L-Glu-D-MeN-γ-Ach-L-Lys-D-MeN-γ-Ach-] (CP19) 
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